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1
BACKGROUND 
Skeletal muscle  is a highly plastic  tissue, with  the  intriguing ability  to  change  its 
shape or composition upon changes  in  functional demand. Gain or  loss of muscle  is 
essential  in adapting  to a variety of different  (patho)physiological conditions. Under 
normal  circumstances  skeletal muscle mass  plasticity  is  exemplified  by  the  loss  of 
muscle mass  (muscle atrophy) during disuse and  the capacity  to restore muscle size 
when  normal  physical  activity  is  resumed  (regeneration).  An  increase  in  functional 
demand, as seen during resistance training, may subsequently lead to muscle growth 
(muscle hypertrophy). 
 
Skeletal muscle atrophy  is a physiological adaptation of  the body  to  immobility, 
reduced physical activity, malnutrition and ageing  (13).  It  is also a serious, but often 
underestimated,  complication  in  cancer  (3)  and  acute  and  chronic disease  including 
chronic obstructive pulmonary disease (COPD) (8,24), congestive heart failure  (CHF) (2), 
inflammatory bowel disease (IBD) (28), AIDS (29), chronic kidney disease (CKD) (31), and 
rheumatoid arthritis  (RA)  (1,22), commonly referred to as cachexia. Cachexia, derived 
from the Greek words kakós (bad) and hexis (condition or appearance), is defined as a 
complex metabolic syndrome associated with underlying illness and characterized by 
loss of muscle with or without loss of fat mass (10). In these disorders, loss of muscle 
mass is a major contributor to exercise impairment and muscle weakness resulting in 
a dismal quality of life (5,6,16,17,20,26). Moreover, muscle wasting has been convincingly 
shown  to  be  a  significant  determinant  of  increased  morbidity  and  mortality, 
irrespective of primary organ failure (2,19,23). The prevalence of cachexia ranges from 
5% to 15% in COPD or CHF, and up to 80% in advanced stages of cancer (30). In cancer, 
cachexia accounts for roughly 20% of all deaths (4,27), and for cachectic CHF and COPD 
patients the relative mortality risk  is  increased to 50% compared with stable, normal 
weight patients (2,24), further illustrating the significance of muscle mass maintenance 
in chronic disease.  
 
It is now abundantly clear that, in view of the wealth of evidence in the literature, 
there is a need to develop therapeutic strategies to prevent or treat muscle wasting. 
In contrast to the largely irreversible lung function impairment in COPD, muscle mass 
and  function  are  reversible  components  in  the  prognosis  of  the  disease  (24).  Both 
muscle  mass  and  muscle  function  can  be  restored  or  improved  by  physiological 
means,  an  approach  which  may  involve  exercise  training,  either  alone  or  in 
combination  with  nutritional  support.  Several  studies  have  demonstrated  the 
beneficial effects of such rehabilitation programs in patients with COPD, CKD and CHF, 
and  in sarcopenia, however,  in a subpopulation of subjects the anabolic response to 
these  interventions  is  either  absent  or  limited  (9).  In  addition,  the  efficacy  and 
feasibility of such treatment programs  is further complicated or  impeded by primary 
organ impairment in chronic disease, old age or other medical or psychosocial factors. 
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As  an  alternative,  or  in  addition  to  exercise  and  nutritional  intervention,  skeletal 
muscle  atrophy  may  be  targeted  by  pharmacological  treatment  approaches  using 
anabolics,  such  as  growth  hormone  (GH)  and  insulin‐like  growth  factor  (IGF).  For 
example,  in  patients with  advanced  COPD  a multimodal  intervention  consisting  of 
exercise, nutritional supplementation and anabolic steroids yielded beneficial effects 
on muscle mass  and  physical  functioning  without  causing  deleterious  side  effects 
(21,25). However, the optimal target(s), timing and risk‐benefit ratio of pharmacological 
treatment of cachexia remains to be determined. 
 
In  light  of  the  above,  there  is  a  growing  demand  for  the  availability  of 
pharmacological  compounds  aimed  at  the  treatment  of  skeletal  muscle  atrophy. 
These  therapeutic  interventions will either  target  the  impaired  signaling  that  lies at 
the basis of disturbed muscle mass homeostasis, or may aim at modulation of master 
regulators  of  the  molecular  processes  that  govern  muscle  mass  plasticity.  It  is 
therefore  crucial  to  investigate  the  molecular  mechanisms  that  underlie  skeletal 
muscle  atrophy,  and  to  identify  regulatory  molecules  as  putative  candidates  for 
specific pharmacological modulation of muscle atrophy. The overall objective of  the 
work presented in this thesis is to gain insight into the role of GSK‐3β in the molecular 
mechanisms  that underlie  skeletal muscle  atrophy. Here, we postulate  that GSK‐3β 
may be considered as a central regulator of skeletal muscle atrophy. 
AIMS AND OUTLINE OF THE THESIS 
Under normal physiological conditions muscle mass is constant due to the balance 
between muscle  anabolism  (protein  synthesis)  and muscle  catabolism  (proteolysis) 
(15). In skeletal muscle this homeostasis is in large part the result of basal insulin and 
IGF‐I  signaling  (14).  Glycogen  synthase  kinase‐3β  (GSK‐3β)  is  a  constitutively  active 
protein  kinase which  is phosphorylated  and  inactivated  following  induction of  IGF‐I 
signaling (7).  
 
Chapter 2 provides an extensive overview of our current understanding regarding 
the role of GSK‐3β in various signaling pathways that control skeletal muscle plasticity. 
Furthermore,  a  comprehensive  outline  of  the  regulation  of  GSK‐3β  activity  is 
presented,  as  well  as  the  potential  therapeutic  value  and  applicability  of 
pharmacological  GSK‐3  inhibitors,  aimed  at  the  prevention  or  reversal  of  muscle 
wasting in chronic disease. Few studies have postulated that GSK‐3β may be involved 
in the regulation of muscle protein breakdown during atrophy (11,12,18). To investigate 
this  further,  in  chapter  3,  GSK‐3β  activity was modulated  in  cultured muscle  cells 
(myotubes),  using  pharmacological  and  genetic  approaches,  to  elucidate  its  role  in 
myofibrillar  protein  loss  in  response  to  synthetic  glucocorticoid  (GC)‐treatment  or 
reduced  IGF‐I/Akt  signaling.  In  chapter  4,  the  specific  contribution  of  GSK‐3β  to 
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endogenous  and  synthetic GC‐induced muscle proteolysis,  and  associated  signaling, 
was  further  dissected  in  vivo  using  a muscle‐specific  GSK‐3β  knockout mouse  line 
(MGSK‐3β KO). The work described in chapter 5 provides mechanistic insights into the 
in  vivo  role  of  GSK‐3β  in  GC‐mediated  skeletal  muscle  atrophy  following  acute 
pulmonary inflammation. To evaluate the potential pharmacological application of the 
above‐mentioned  in  vitro  and  in  vivo  findings,  the  possibility  of  GSK‐3β  as  a 
therapeutic  target  to  treat muscle wasting was  assessed  in  a  guinea  pig model  of 
pulmonary  inflammation  in  chapter 6. The  insights  resulting  from  the experimental 
data presented  in  this  dissertation  are  integrated  and  discussed  in  the  light  of  the 
most  recent  literature  in chapter 7, as well as  the  implications of  these  findings  for 
muscle  wasting  in  COPD  and  future  investigations  to  further  address  GSK‐3β’s 
pharmacological potential in the treatment of cachexia. 
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Abstract 
Muscle  wasting  is  a  prevalent  and  disabling  condition  in  chronic  disease  and 
cancer  and  has  been  associated with  increased mortality  and  impaired  efficacy  of 
surgical  and  medical  interventions.  Pharmacological  therapies  to  combat  muscle 
wasting  are  currently  limited but  considered  as  an  important unmet medical need. 
Muscle wasting has been attributed to increased muscle proteolysis, and in particular 
ubiquitin  26S‐proteasome  system  (UPS)‐dependent  protein  breakdown.  However, 
rates of muscle protein  synthesis  are  also  subject  to  extensive  (patho)physiological 
regulation, and the balance between synthesis and degradation ultimately determines 
net muscle protein turnover. As multinucleated muscle fibers accommodate threshold 
changes  in  muscle  protein  content  by  the  accretion  and  loss  of  muscle  nuclei, 
myonuclear turnover may additionally determine muscle mass. Current insights in the 
mechanisms dictating muscle mass plasticity not only reveal intricate interactions and 
cross‐talk  between  these  processes, but  imply  the  existence  of  signaling molecules 
that act as molecular switchboards, which coordinate and integrate cellular responses 
upon  conditions  that  evoke  changes  in muscle mass.  These  “master  regulators”  of 
skeletal muscle mass plasticity are preferred targets for pharmacological modulation 
of  skeletal muscle wasting.  In  this  review  glycogen  synthase  kinase‐3β  (GSK‐3β)  is 
highlighted as a master regulator of muscle mass plasticity since, in addition to its role 
in UPS‐mediated muscle protein degradation,  it also  controls protein  synthesis, and 
influences myonuclear accretion and cell death. Moreover,  the regulation of GSK‐3β 
activity  as well  as  currently  available  pharmacological  inhibitors  are  described  and 
discussed in the context of multimodal treatment strategies aimed at the inhibition of 
GSK‐3β, and optimal exploitation of its potential role as a central regulator of skeletal 
muscle mass plasticity for the treatment of muscle wasting. 
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1. General introduction 
A gradual decline in muscle mass is common with aging, and results in decreased 
physical functioning (284). Muscle wasting is also a prevalent and disabling condition in 
chronic  diseases  such  as  congestive  heart  failure  (CHF)  (16),  chronic  obstructive 
pulmonary disease  (COPD)  (71,297) chronic  renal  failure  (CRF), AIDS  (333),  rheumatoid 
arthritis  (RA)  (12,276) and cancer  (17,106).  In  these diseases, muscle wasting has been 
associated  with  increased mortality  and  impaired  efficacy  of  surgical  and medical 
intervention (296). Maintenance of muscle mass is therefore currently considered as an 
important unmet medical need. 
 
Targeted medical  intervention, however,  requires  a better understanding of  the 
molecular  mechanisms  underlying  the  processes  of  muscle  atrophy,  muscle 
hypertrophy  and muscle  recovery.  These  processes  are determined by  the balance 
between muscle protein synthesis and degradation (muscle protein turnover) and by 
the  balance  between  myonuclear  loss  and  myonuclear  accretion  (myonuclear 
turnover) (128). This review focuses on the role and therapeutic potential of glycogen 
synthase  kinase‐3β  (GSK‐3β)  in  the  cellular  and  molecular  regulation  of  skeletal 
muscle mass  plasticity. GSK‐3β,  although  originally  isolated  from muscle  (98,279),  is 
ubiquitously  expressed  (7)  and  involved  in  different  cellular  signaling  pathways 
(33,168,262),  which  determine  tissue  growth  and  metabolism,  such  as  IGF‐I/Akt, 
Wingless/int  (Wnt)/β‐catenin,  calcineurin/nuclear  factor  of  activated  T  cells  (NFAT) 
and apoptosis signaling. GSK‐3β is a constitutively active kinase (59,61,67,154,212) and its 
function  in  various  signaling pathways  is determined by  regulatory  inactivation  (65), 
which  makes  modulation  of  GSK‐3β  activity  by  inhibitors  an  interesting 
pharmacological target (49,143,229). For nearly three decades, a myriad of studies have 
described GSK‐3β  in muscle protein and myonuclear turnover, and  in this review we 
postulate  that  GSK‐3β  may  be  considered  as  a  central  regulator  of  muscle  mass 
plasticity. 
2. GSK‐3β 
2.1 GSK‐3 isoforms 
The serine (Ser)/threonine (Thr) kinase GSK‐3 was initially described as one of the 
kinases  capable  of  phosphorylating  and  inhibiting  its  namesake  substrate  glycogen 
synthase  (GS),  a  rate‐limiting  enzyme  involved  in  glycogen  synthesis  (99,111).  In 
vertebrates  GSK‐3  exists  as  two  highly  homologous  isoforms  encoded  by  distinct 
genes known as GSK‐3α and GSK‐3β  (365). GSK‐3α  is  the  larger of  the  two  isoforms 
with a molecular weight of 51 kDa, whereas GSK‐3β  is a protein of 47 kDa. This size 
difference is attributable to the presence of a glycine rich extension at the N‐terminus 
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of GSK‐3α  (364,365). GSK‐3 has been highly conserved during evolution and orthologs 
exist  in  virtually  every  eukaryotic  species  investigated  to  date  (265).  Intriguingly,  in 
lower eukaryotes (e.g. nematodes, sea squirts) GSK‐3 is encoded by a single gene (10). 
It is believed that in higher eukaryotes the two paralogous GSK‐3 isozymes split from a 
common precursor at the appearance of vertebrates,  implying that during evolution 
one of  the  isoforms  took on unique  functions, possibly  to  compensate  for a higher 
degree of system complexity  (10). Avian species, however, have only one copy of the 
GSK‐3 gene and appear to have selectively lost GSK‐3α (10). GSK‐3 is officially known as 
Shaggy (Sgg) (Gene ID 13248) in Drosophila melanogaster although it is also referred 
to  a  zeste‐white  3  (zw3)  and  as  human  tau  protein  kinase  (tPK1)  in Homo  sapiens. 
However,  for  the  remainder of  this  review  article we will use  the  term GSK‐3.  The 
overall  structure of GSK‐3  is  shared by many kinases and  constitutes a  typical  two‐
domain kinase fold with a small N‐terminal lobe, consisting mostly of β‐sheets, and a 
large  C‐terminal  lobe,  primarily  composed  of  α‐helices. Both  isoforms  share  a  high 
degree of  sequence  similarity within  their kinase domains  (98%  identity), but differ 
substantially  at  their  N  ‐and  C‐terminal  domains  (84%  overall  identity)  (365).  The 
catalytic  domain  is  located  at  the  interface  between  the  α‐helical  and  β‐strand 
domains (135,136,244) and is folded into a bi‐lobal architecture containing the positively 
charged ATP‐binding pocket and  the activation  loop  (T‐loop), which  is  important  for 
kinase activity (134,325). 
2.2 Redundancy of GSK‐3α and β 
Although  GSK‐3  was  originally  isolated  from  muscle  (99,279),  this  kinase  is 
ubiquitously  expressed  in  all  tissues, with  particularly  high  expression  levels  in  the 
brain  (7). Considering the high degree of sequence similarity,  it  is not surprising that 
both GSK‐3 isoforms share similar functions. Despite this fact, GSK‐3α and GSK‐3β are 
not  always  functionally  redundant.  In  2000,  Hoeflich  and  colleagues  disrupted  the 
GSK‐3β  isoform  in  mice,  which  gave  rise  to  an  embryonically  lethal  phenotype. 
Analysis  of  the  GSK‐3β‐/‐  embryos  revealed  massive  liver  degeneration  due  to 
hepatocyte apoptosis,  thought  to be a consequence of a defect  in nuclear  factor‐κB 
(NF‐κB) activation  (146). The  inability of GSK‐3α to compensate for the  loss of GSK‐3β 
implied  a  specific  requirement of GSK‐3β  in hepatocyte  survival. Conversely,  it was 
demonstrated that GSK‐3α and GSK‐3β appear to be entirely redundant in regulating 
Wnt/β‐catenin  signaling  (81,146). This  redundancy  in  function has only  recently been 
appreciated because the role of the β‐isoform has been historically overemphasized. 
This bias probably originated  from  reports  suggesting  that mammalian GSK‐3β was 
more effective than GSK‐3α in rescuing the zw3 mutation in Drosophila melanogaster 
(278,308). However,  it  should be noted  that  in  these  studies  the expression  levels of 
both homologs were not equalized. Recently, experiments done in mouse embryonic 
stem cells (ESCs) clearly established that the single loss of either GSK‐3α or GSK‐3β did 
not negatively alter Wnt/β‐catenin signaling, whereas GSK‐3α/β double knockout ESCs 
displayed  hyperactivated Wnt/β‐catenin  signaling,  resulting  in  dramatically  skewed 
  Glycogen synthase kinase‐3β and skeletal muscle plasticity 
21 
2
cell differentiation  (81). Gillespie et al. reported that the cartilage‐specific deletion of 
GSK‐3β  did  not  negatively  affect  skeletal  growth  or  development  and  that  the 
compensatory upregulation of GSK‐3α protein  levels  in cartilage was the  likely cause 
for  the  lack  of  any  effect  (122).  In  concordance  with  the  latter  study,  Itoh  and 
colleagues found that in chondrocytes the function of GSK‐3α and GSK‐3β appeared to 
be  redundant  or  compensatory  in  the  early  stage  of  differentiation,  as  compound 
knockout  (GSK‐3α‐/‐; GSK‐3β+/‐) mice  exhibited  dwarfism  and  impaired  chondrocyte 
differentiation, while single GSK‐3α‐/‐, GSK‐3β+/‐, or cartilage‐specific GSK‐3β knockout 
mice  appeared  phenotypically  normal  (160).  Nevertheless,  the  two  isoforms  were 
shown  to  have  opposite  effects  on  the  transcriptional  activation  of  certain 
transcription factors (203), and GSK‐3β is more potent than GSK‐3α in phosphorylating 
phosphatase  inhibitor 2  (347). Furthermore, GSK‐3α and GSK‐3β play distinct roles  in 
cardiomyocyte  differentiation  and  cardiovascular  development  in  mice  (51,110,172). 
Interestingly,  both  GSK‐3  isoforms  serve  distinct  tissue‐specific  roles  in  glycogen 
metabolism.  MacAulay  et  al.  found  that  global  loss  of  GSK‐3α  improved  glucose 
tolerance  and  insulin  sensitivity  in  knockout  mice,  mainly  by  elevating  hepatic 
glycogen  synthesis with  no  observable  difference  in  glycogen  deposition  in muscle 
(215). Previously,  it was demonstrated  that muscle‐specific overexpression of GSK‐3β 
resulted  in  reduced  muscle  glycogen  deposition  (254),  and  that  insulin  failed  to 
increase  muscle  GS  activity  in  constitutively  active  GSK‐3β  mice  (caGSK‐3β)  (225), 
indicating that GSK‐3α and GSK‐3β exhibit divergent physiological roles in muscle and 
liver  tissue. Additional  evidence  identifying GSK‐3β  as  a major  regulator  of  glucose 
homeostasis in skeletal muscle came from the group of Woodgett, demonstrating that 
tissue‐specific  GSK‐3β  knockout  mice  displayed  improved  glucose  tolerance  and 
enhanced insulin sensitivity in muscle (but not liver) (253). In a study from McManus et 
al., GSK‐3β protein expression in human and mouse muscle was found to be three to 
four  times higher  than  compared with GSK‐3α, prompting  the  authors  to  conclude 
that GSK‐3β, rather than GSK‐3α was the predominant GSK‐3 isoform in muscle (225). 
In  conclusion,  it  appears  that  GSK‐3α  and  GSK‐3β  have  both  common  and  non‐
overlapping cellular functions, largely depending on the physiological context and the 
cell type studied. The focus of this review will be specifically on the role of GSK‐3β in 
the regulation of skeletal muscle plasticity. 
2.3 Substrate regulation by GSK‐3β 
GSK‐3β is a unique multi‐tasking enzyme involved in a myriad of cellular processes 
which  is  subject  to multiple  complex  regulatory mechanisms.  Unlike  other  kinases 
GSK‐3β  is  constitutively  active  and  may  be  rapidly  and  reversibly  inactivated  in 
response to various cellular signals, such as growth factors. Another feature that sets 
it apart from other kinases is that phosphorylation of its substrates generally leads to 
their  inactivation  (82,139).  As  such,  many  substrates  of  GSK‐3β  are  targeted  for 
destruction by the ubiquitin 26S‐proteasome system (UPS). For example, cyclin D1  is 
phosphorylated  by  GSK‐3β  in  the  nucleus,  resulting  in  its  nuclear  export  and 
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subsequent proteasomal degradation (75). In addition to its regulatory role in cell cycle 
progression via cyclin D1, GSK‐3β can also affect cell growth and proliferation through 
c‐myc. Likewise, phosphorylation of c‐myc by GSK‐3  results  in  its ubiquitination and 
destruction by  the UPS  (129). Furthermore, GSK‐3β plays a key role  in canonical Wnt 
signaling, since  its phosphorylation of β‐catenin  is essential for β‐catenin’s ubiquitin‐
mediated  degradation  (2).  Recently,  the  physical  association  of  GSK‐3β  with  the 
transcription  factor E2F1 was described and  found  to  constitute a phosphorylation‐
independent  cue  for  UPS‐mediated  breakdown  (380).  As  is  common  with  many 
kinases, GSK‐3β catalyzes the phosphorylation of its substrates in the presence of ATP 
and the cofactor magnesium (Mg2+)  (224). An  intriguing feature of GSK‐3β  involves  its 
requirements  for substrate  recognition.  In general,  the specificity of most kinases  is 
largely dependent on a particular consensus sequence of amino acid residues of their 
substrates. GSK‐3β, on the other hand, does not require a strict consensus motif, but 
instead has the unusual preference for target proteins that are pre‐phosphorylated at 
a “priming” residue located four amino acids C‐terminal to the site to be modified by 
GSK‐3β  (108). Thus, the consensus sequence for GSK‐3β substrates  is Ser/Thr‐X‐X‐X‐X‐
Ser/Thr‐P, where  the  N‐terminal  Ser/Thr  represents  the  target  residue  and  the  C‐
terminal Ser/Thr constitutes the priming phosphorylation site. Although “X” denotes 
any  amino  acid,  in  the  case  of  GSK‐3β,  this  often  concerns  a  proline.  The 
phosphorylated  priming  site  of  the  substrate  binds  to  a  positively  charged  binding 
pocket  in GSK‐3β,  formed by  the  residues Arg96, Arg180  and  Lys205.  This mechanism 
allows for proper orientation of the kinase domains, and places the substrate at the 
correct  position  within  the  catalytic  groove  for  optimal  kinase  activity  (67,112,326). 
Mutation  of  Arg96  to  an  uncharged  alanine  disrupts  the  positively  charged  pocket 
which  prevents  any  interaction with  the  negatively  charged  phosphate  and  sulfate 
ions, precluding primed substrate binding (112). However, in spite of this mutation the 
enzyme  retains  its activity and can  still phosphorylate unprimed  substrates. Though 
not strictly required, priming phosphorylation significantly augments the efficiency of 
GSK‐3β  substrate  phosphorylation  by  100  ‐  1000  fold  (327).  Nevertheless,  several 
substrates  such  as  β‐catenin,  tau  and  axin  do  not  require  a  priming  step  prior  to 
phosphorylation by GSK‐3β (139). 
2.4 Regulation of GSK‐3β enzymatic activity 
The discovery of the crystal structure of GSK‐3β in 2001 has had a profound impact 
on our understanding of  the  regulatory mechanisms of  this  extraordinary molecule 
(28,67,326).  Few  enzymes  exert more  influence  over  cellular  function  than GSK‐3.  In 
fact, GSK‐3  is one of the kinases with the most  identified substrates  in the cell  (207), 
including a wide variety of metabolic signaling molecules, structural proteins and over 
a dozen transcription factors  (88,130). The ability of GSK‐3β to accurately execute this 
astoundingly  diverse  set  of  functions  is  due  to  the  unique  and  intricate  regulatory 
mechanisms  this  kinase  is  subject  to.  Tight  regulation  of  GSK‐3β’s  activity  can  be 
achieved by a  variety of mechanisms  that are each dependent on  specific  signaling 
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pathways.  These  include  regulation  mediated  by  a)  phosphorylation  b)  cellular 
localization c) protein‐protein interactions and d) proteolytic cleavage. 
2.4.1 Regulation by phosphorylation 
The  best‐defined  mode  of  GSK‐3β  regulation  is  inhibition  of  its  activity  by 
phosphorylation of the regulatory Ser9 residue in the N‐terminus (Ser21 in GSK‐3α) (65). 
Insulin/IGF‐I‐mediated  activation  of  the  phosphatidylinositol  3‐kinase  (PI‐3K)/Akt 
signaling  pathway  is  a  major  regulator  of  GSK‐3β  activity  in  which  activated 
Akt/protein kinase B  (PKB)  (hereinafter  termed Akt) directly phosphorylates GSK‐3β 
on this inhibitory residue (65,155,338). Upon phosphorylation, the N‐terminus becomes 
a  primed  pseudo‐substrate  that  binds  intramolecularly  to  the  positively  charged 
binding pocket  and  the  active  site, occupying  the  same binding  site  as  the priming 
phosphate  of  a  substrate,  thereby  hindering  substrate  phosphorylation  (58,82). 
Important  to  note  is  that  this  inhibition mechanism  is  competitive,  implying  that 
elevated  concentrations  of  primed  substrates  will  outcompete  pseudo‐substrate 
inhibition (112). Bioinformatics analyses of pseudo‐substrate sequences in GSK‐3β have 
pinpointed two highly conserved amino acid residues, namely Arg4 and Arg6. Mutation 
of  any  of  these  residues  to  alanine  enhanced  basal GSK‐3β  activity  and  prevented 
autoinhibition by the pseudo‐substrate, even upon phosphorylation at Ser9 (157). More 
specifically,  Arg4  and  Arg6  were  found  to  facilitate  the  interaction  of  the  pseudo‐
substrate with the catalytic core (157). In addition to insulin and IGF‐I, numerous other 
stimuli  lead  to GSK‐3β  inactivation  through  Ser9  phosphorylation,  including  growth 
factors platelet‐derived growth factor (PDGF) and epidermal growth factor (EGF) that 
stimulate the GSK‐3β  inactivating kinase p90RSK via mitogen‐activated protein kinases 
(MAPK) (130). Moreover, amino acids can activate p70S6 kinase (p70S6K) which in turn 
reduces GSK‐3β activity (19,260) via Ser9 phosphorylation (19). Other kinases capable of 
phosphorylating GSK‐3β at Ser9  include protein kinase A (PKA) and some  isoforms of 
protein kinase C (PKC) (167). Important to note is that each kinase, contributing to the 
control of GSK‐3β, may only affect a specific pool of GSK‐3β, depending on the cellular 
distribution of GSK‐3β and the regulatory kinase, respectively. The binding of GSK‐3β 
to  specific  scaffolding  proteins may  constitute  a mechanism  by which  interactions 
with  specific  regulatory  kinases  are warranted.  For example, PKA‐anchoring protein 
220 was demonstrated to bind GSK‐3β thereby facilitating its phosphorylation by PKA 
(324).  GSK‐3β  activity  can  also  be  regulated  by  phosphatases  which  activate  the 
enzyme  by  dephosphorylation.  The  Ser/Thr  protein  phosphatase  1  (PP1) 
dephosphorylates  the  N‐terminal  Ser  residues  of  GSK‐3β  (377).  In  addition,  protein 
phosphatase  2A  (PP2A)  may  activate  GSK‐3β  directly  by  dephosphorylation,  or 
indirectly by dephosphorylation and subsequent inhibition of Akt (161). 
 
In contrast to the inhibitory effect obtained after GSK‐3β phosphorylation at Ser9, 
the enzymatic activity of GSK‐3β can be enhanced by a stimulatory phosphorylation 
on  Tyr216  (tyrosine)  (154).  Recent  crystallographic  studies  and  molecular  dynamics 
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simulation techniques have clearly demonstrated that Tyr216 phosphorylation renders 
the kinase active by stabilization of the activation loop (T‐loop), allowing full substrate 
accessibility (44,59).  Hughes et al. reported that this phosphorylation is constitutive in 
resting  cells  (154),  and  it  was  suggested  that  in  mammalian  species  the 
phosphorylation of Tyr216 was a chaperone‐dependent autocatalytic event  regulated 
by Hsp90  (61). Additional support for this  intramolecular autophosphorylation model, 
at  least  in  mammals,  was  provided  by  Lochhead  et  al.,  who  showed  that  newly 
synthesized GSK‐3β becomes phosphorylated on Tyr216 (212). Overall, it appears that T‐
loop phosphorylation at Tyr216 may  facilitate  substrate phosphorylation but  it  is not 
strictly  mandatory  for  kinase  activity  (67).  Murai  and  co‐workers  reported  that 
prolonged  growth  factor  stimulation  decreased  both  the  activity  and  Tyr216 
phosphorylation  of  GSK‐3β  (239).  However,  these  findings  were  contradicted  by 
another  report  claiming  that  the  insulin‐induced  decrease  in  GSK‐3β  activity  was 
strictly due  to  increased phosphorylation  at  Ser9,  rather  than  the  involvement of  a 
phosphotyrosine  phosphatase  acting  on GSK‐3β  (304).  In  line with  the  latter  study, 
Simon  et  al.  revealed  that  pharmacological GSK‐3β  inhibition  using  lithium  did  not 
alter phosphotyrosine  levels, despite effective kinase  inhibition  (309). Moreover, Bhat 
et al. reported that in neurons proapoptotic stimuli increased nuclear activity of GSK‐
3β by  increasing phosphorylation at Tyr216, arguing against  the autophosphorylation 
model.  In  concordance  with  the  study  by  Simon  et  al.  pharmacological  GSK‐3β 
inhibition  induced  Ser9  phosphorylation,  resulting  in  diminished  GSK‐3β  activity 
without  reducing Tyr216 phosphorylation  (35).  It  is evident  that due  to  the conflicting 
nature of these reported findings more research is needed to unravel the exact role of 
Tyr216  phosphorylation.  In  muscle,  too,  the  physiological  relevance  and  the 
mechanisms  regulating Tyr216 phosphorylation  remain poorly defined and  there  is a 
paucity  of  data  pertaining  to  the  identification  of  the  GSK‐3β  Tyr  kinases  and 
phosphotyrosine  phosphatases  involved.  Recently,  two  other  regulatory 
phosphorylation sites have been described  in GSK‐3β. First, a phosphorylation event 
at  Thr43 was  shown  to  be  catalyzed  by  Erk  and  resulted  in  GSK‐3β  inhibition  (76). 
Likewise,  p38 MAPK‐mediated  phosphorylation  of GSK‐3β  on  Ser389  and  Thr390 was 
associated with  reduced  kinase  activity  (328).  In  both  instances,  phosphorylation  of 
these residues  increased the propensity of Ser9 to be phosphorylated, as opposed to 
promoting direct kinase inhibition. 
2.4.2 Regulation by protein‐protein interactions 
GSK‐3β activity can also be determined by its presence in protein complexes. The 
best  characterized example  is  the Wnt/β‐catenin, also  known as  the  canonical Wnt 
signaling pathway (for review see, i.e. (233)). Wnt/β‐catenin signaling requires, in part, 
GSK‐3  inactivation  (81). Under  basal  conditions,  β‐catenin  levels  are  regulated  by  a 
protein  complex,  termed  the  degradation  complex  containing  axin  (the  scaffolding 
protein), adenomatous polyposis coli  (APC, also a  target of GSK‐3  (362)), GSK‐3β and 
casein kinase 1α  (CK1α).  In  this  complex CK1α primes  β‐catenin by phosphorylation 
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which elicits further N‐terminal phosphorylation by GSK‐3 (153), thereby marking it for 
degradation  by  the  UPS  (209).  Upon  binding  of  canonical Wnts  the  formation  of  a 
complex with membrane receptors Frizzled (Fz), a seven‐transmembrane protein, and 
the low‐density lipoprotein receptor‐related protein 5/6 (LRP5/6) leads to activation of 
Wnt/β‐catenin  signaling  (322).  Disheveled  (Dvl)  becomes  activated  and  recruits  the 
degradation  complex  to  the  membrane  (200)  where  GSK‐3β  phosphorylates  the 
receptor  LRP5/6  (68,376),  which  prevents  subsequent  GSK‐3β‐mediated  β‐catenin 
phosphorylation,  resulting  in  β‐catenin  stabilization  (15,210,245).  Accumulated 
cytoplasmic β‐catenin  is  involved  in cell‐cell  interactions  in a complex with cadherins 
(213,246), while  increased  nuclear  β‐catenin  levels  induce  the  expression  of  growth‐
associated  genes  such  as  c‐Myc  and  cyclin  D1  (Figure  2.3)  by  interacting  with 
transcriptional  co‐activators  such  as  members  of  the  T‐cell  factor/lymphocyte‐
enhancement factor 1 (Tcf/Lef‐1) family (243). Thus, GSK‐3 appears to play a dual role, 
being  involved  in both  the activation of Wnt/β‐catenin  signaling,  through activating 
phosphorylation of LRP5/6, as well as in its inhibition via phosphorylation of β‐catenin, 
illustrating  the  intricate  regulation  of  this  signaling  cascade.  GSK‐3‐binding  protein 
(GBP), also known as FRAT  (frequently  rearranged  in advanced T‐cell  lymphomas),  is 
another complex that has been associated with GSK‐3 (114,200). The formation of such 
protein complexes enables the cell to control the actions of GSK‐3β within subcellular 
compartments. For  instance,  the protein‐kinase  interaction of GSK‐3‐binding protein 
GBP with GSK‐3 appears to facilitate nuclear export of GSK‐3 as a mutant form of GSK‐
3  that cannot bind FRAT accumulates  in  the nucleus  (113). Furthermore, during DNA 
damage the tumor‐suppressor protein p53 directly  interacts with and activates GSK‐
3β  in  the nucleus, which  increases  the  transcriptional  and apoptotic actions of p53 
(353).  Similarly,  in  mitochondria  p53  associates  with  GSK‐3β  contributing  to  p53‐
mediated apoptotic signaling (352). 
2.4.3 Regulation by subcellular localization  
Even though GSK‐3β is traditionally viewed as a cytosolic protein, it has also been 
found in nuclei and mitochondria (36). In contrast, under basal conditions GSK‐3α does 
not shuttle between the cytosol and the nucleus. Yet, upon activation of the calpain 
pathway, in response to increased calcium levels or in absence of growth factors, GSK‐
3α has been shown to accumulate in the nucleus (24). This process was not mediated 
by  N‐terminal  cleavage  of  GSK‐3α  (vide  infra).  Instead,  nuclear  accumulation  was 
governed by binding of the N‐terminus of GSK‐3α to a calpain‐sensitive protein (24). As 
mentioned  earlier,  GSK‐3β  regulates  a  host  of  substrates,  many  of  which  are 
transcription  factors.  For  instance,  nuclear  GSK‐3β  is  capable  of  phosphorylating 
NFATc3,  thereby  negatively  affecting  its  DNA‐binding  activity  (242).  However, 
surprisingly  little  is  known  about  the  regulation  of  the  intracellular 
compartmentalization of GSK‐3β. As early as 1998, Ragano‐Caracciolo et al. reported 
that GSK‐3β was enriched in a glycogen fraction associated with the nuclear envelope 
(268). Not soon thereafter, studies by the group of Diehl demonstrated that there were 
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dynamic  cell  cycle‐dependent  changes  in  the  intracellular  localization  of  GSK‐3β. 
Specifically, they found increased levels of nuclear GSK‐3β during the S phase, related 
to proteasomal degradation of cyclin D1  (11,75). Furthermore, heat shock was shown 
to  evoke  nuclear  GSK‐3β  accretion  (370).  It  was  also  reported  that  activated  Akt 
decreased nuclear GSK‐3β levels (37), while in mitochondria GSK‐3β was inactivated in 
an Akt‐dependent fashion without affecting the mitochondrial level of GSK‐3β (167). In 
cardiomyocytes,  GSK‐3β  is  present  in  both  the  nucleus  and  the  cytosol,  and 
endothelin was  reported  to enhance nuclear  localization of GSK‐3β  (137). Consistent 
with  the  previously  established  role  of  GSK‐3β  in  NF‐κB  activation  (146),  highly 
activated GSK‐3β was found to accumulate in the nuclei of pancreatic cancer cell lines, 
positively affecting NF‐κB‐mediated proliferation of cancer cells  (249). Adding  further 
complexity to the regulation of GSK‐3β function, was the discovery of a minor splice 
variant  of GSK‐3β,  termed GSK‐3β2  (238). GSK‐3β2  contains  a  13  amino  acid  insert 
within  the  catalytic domain  and  the  expression of  this  splice  variant  appears  to be 
restricted  to neuronal  cell bodies, while  the unspliced GSK‐3β  is  found  in both  the 
soma as well as in neuronal processes. In addition, GSK‐3β2 revealed reduced activity 
towards  the  microtubule‐associated  protein  tau.  These  differences  in  substrate 
recognition  (function)  and  subcellular  localization  most  likely  originate  from 
differential  binding  to  scaffolding  proteins, which  in  turn  expose  the  isoform  to  a 
distinct subset of target proteins (238). Although the exact mechanisms regulating the 
subcellular  localization of GSK‐3β remain elusive,  it appears that several advances  in 
this field (vide supra) have ascribed an important function to GSK‐3β‐binding proteins 
in  the  regulation of  subcellular  trafficking.  For  instance,  the  viral  latency‐associated 
nuclear  antigen  (LANA)  was  shown  to  compete  with  axin  for  binding  to  GSK‐3, 
consequently resulting in nuclear sequestration of GSK‐3 (116).  
2.4.4 Regulation by proteolytic cleavage 
Recently,  a  novel  mechanism  of  GSK‐3  regulation  was  proposed.  It  involves 
calpain‐1‐mediated truncation of both GSK‐3 isoforms. This type of cleavage removes 
a considerable portion of the N‐terminal region including the regulatory Ser9 and Ser21 
residues,  which  results  in  a  non‐reversible  activation  of  the  enzyme  (127).  This 
proteolytic  cleavage  appeared  to  be mediated  by  extracellular  calcium  levels  and 
could  be  inhibited  by  memantine  (126),  a  N‐methyl‐D‐aspartate  (NMDA)  receptor 
antagonist  which  had  previously  been  demonstrated  to  increase  the  Ser 
phosphorylation of both GSK‐3  isoforms  (70).  In  the  former  study, GSK‐3  truncation 
was  observed  in  mouse  and  human  post  mortem  brain  tissue  (126).  Matrix 
metalloproteinases  (MMPs)  are  traditionally  known  for  their  role  in  extracellular 
matrix  remodeling.  However,  several  lines  of  evidence  have  recently  revealed 
additional  substrates  and  novel  biological  roles  for  these  proteases  (277,349). 
Interestingly,  in  cardiomyoblasts matrix metalloproteinase‐2  (MMP‐2)  is  capable  of 
cleaving the N‐terminal portion of GSK‐3β,  including the regulatory Ser9, resulting  in 
increased  GSK‐3β  activity  (170).  In  this  study,  hydrogen  peroxide‐induced  MMP‐2 
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activity  led  to  increased  GSK‐3β  activity,  which  in  turn  contributed  to  cardiac 
dysfunction as a result of oxidative stress injury. 
2.4.5 Pharmacological modulation of GSK‐3 
A  large body of evidence has confirmed the practicability and therapeutic benefit 
of pharmaceutical GSK‐3 inhibitors, making GSK‐3 a prime target in drug discovery. A 
detailed analysis of all these inhibitors is beyond the scope of this manuscript. Instead, 
we  will  focus  on  the  most  important  types  of  GSK‐3  inhibitors  and  their  modus 
operandi. 
 
Most GSK‐3 inhibitors function either as ATP‐competitive, non‐ATP‐competitive or 
substrate‐competitive  inhibitors. GSK‐3  inhibitors come  in a diversity of chemotypes, 
including  cations,  synthetic  small  molecules  and  inhibitors  isolated  from  natural 
sources. The alkali metal  lithium  (Li+) was  the  first GSK‐3  inhibitor  to be discovered 
(178,318). Lithium possesses the intriguing capability of inhibiting GSK‐3 in both a direct 
and indirect fashion. As mentioned earlier, enzymatic GSK‐3 activity is ATP‐dependent 
and magnesium  is  required  as  a  cofactor  (224).  First,  lithium  functions  as  a  direct 
reversible  inhibitor of GSK‐3 by  competing  for magnesium  ions  (281). Second, GSK‐3 
inhibition is achieved indirectly via enhanced Ser phosphorylation and autoregulation 
(101,166,176,377). Increased phosphorylation of GSK‐3 in response to lithium is the result 
of decreased phosphatase activity, which normally reactivates GSK‐3 by removing the 
inhibitory phosphate from the regulatory Ser residue (Ser9 in GSK‐3β) (166,234). When 
used in cultured cells or in vivo, this dual mode of action of lithium probably accounts 
for a cumulative suppression of GSK‐3 activity. 
 
Of note,  regulation of GSK‐3β activity by  lithium does not always occur  through 
increased  GSK‐3β  phosphorylation  (32).  This  divergence  between  GSK‐3β 
phosphorylation  at  Ser9  and  GSK‐3β  kinase  activity  has  also  been  reported  for 
chemically  unrelated  GSK‐3β  inhibitors  (83,101,165)  and  is  consistent  with  other 
described modes of GSK‐3β  inactivation  (326). Although  lithium has been widely used 
as a GSK‐3  inhibitor  for decades,  it  is not completely specific  in  its actions and high 
therapeutic  concentrations  are  required  (69).  The  therapeutic  range  of  lithium  is 
0.5 ‐ 1.5 mM  and  its  IC50  towards  GSK‐3  is  1 ‐ 2 mM  (178).  Other  direct molecular 
targets  of  lithium  include,  amongst  others,  inositol  monophosphatases  (IMPAs), 
cyclooxygenase  (COX)  and  β‐arrestin  2  (βArr2)  (261).  The  fact  that magnesium  and 
lithium share similar periodic properties, may explain  the wide array of biochemical 
effects exerted by  lithium, as magnesium  is a  cofactor  for multiple enzymes  (38).  In 
addition  to  lithium,  several  other metal  ions  such  as  beryllium,  zinc, mercury  and 
copper are considered bona fide GSK‐3 inhibitors (156,280). 
 
To date, most of the protein kinase  inhibitors are ATP‐competitors. However, the 
clinical  use  of  these  compounds  is  limited  because  of  serious  limitations  in  their 
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specificity. This  is due to the fact that the human kinome constitutes more than 500 
kinases that all share a significant degree of sequence homology  in the catalytic site, 
especially within the ATP‐binding pocket (93). The quest for optimization of selectivity 
is therefore one of the most  important challenges  in the discovery and development 
of kinase inhibitors (93,330). Some of the first synthetic small molecule GSK‐3 inhibitors 
included the purine analog aminopyrimidines CHIR98014, CHIR98023 and CHIR99021 
(273),  which  together  with  the  maleimides  derivatives  SB216763  and  SB41528 
displayed  selective  inhibition against both GSK‐3  isoforms  (57). Despite  the  fact  that 
these are all  “less  specific” ATP‐competitive GSK‐3  inhibitors,  systematic analysis of 
profiled kinase  inhibitors revealed high selectivity of these compounds toward GSK‐3 
in the nanomolar concentration range (26). Recent advances in the field have brought 
forth novel ATP‐competitive GSK‐3β  inhibitors, such as  the 7‐hydroxy benzimidazole 
analogs, which show promising therapeutic potential (193). 
 
Generally, physiological inhibition of GSK‐3 in response to insulin (217) or IGF‐I (336) 
reduces  GSK‐3  activity  by  40%  and  20%,  respectively,  indicating  that  moderate 
inhibition using pharmacological approaches may be sufficient to correct or influence 
GSK‐3β‐dependent signaling processes. For example, pharmacological GSK‐3 inhibition 
using lithium was shown to reduce GSK‐3β activity by 30 and 35% in cultured muscle 
cells  and  muscle  tissue,  respectively  (32,336).  In  other  words,  restoration  of 
physiological GSK‐3 activity  levels  could be  sufficient  to yield  important  therapeutic 
effects  in pathologies  characterized by  aberrant GSK‐3  regulation  (59,97). Moreover, 
over‐inhibition of GSK‐3 under normal circumstances might have detrimental effects, 
such  as  tumorigenesis  (145),  cardiac  hypertrophy  (137,138)  or  the  induction  of 
neurodegenerative markers (150). 
 
Non‐ATP‐competitive GSK‐3  inhibitors bind  to unique  regions within  the  kinase, 
offering  a more  selective  and  subtle mode  of  enzymatic  inhibition,  as  opposed  to 
simply  blocking  ATP‐binding.  Several  organic  (synthetic)  compounds  have  been 
reported  that  do  not  rely  on  ATP  competition  in  their  action  against GSK‐3.  Some 
examples  include  the  small heterocyclic  thiadiazolidinones  (TDZD)  inhibitors  such as 
TDZD‐8 and NP00111, which were both shown to be potent GSK‐3 inhibitors (220,275). 
Little is known about their exact mechanism of action but it was suggested that these 
compounds  interact with cysteine 199 (Cys199), a key residue  located at the entrance 
to the ATP‐binding site of GSK‐3  (224). The halomethylketone (HMK) derivatives have 
recently been described as the first irreversible non‐ATP‐competitive GSK‐3 inhibitors 
(63,257). The irreversible nature of this inhibition is due to the formation of a covalent 
sulfur‐carbon bond between Cys199 of GSK‐3 and the HMK moiety (258). 
 
It  has  proven  difficult  to  identify  substrate‐competitive  inhibitors  by means  of 
high‐throughput  screening,  mainly  due  to  the  weak  binding  interaction  with  the 
enzyme  (similar to the binding properties of the substrate). Nevertheless, substrate‐
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competitive  inhibitors  are more  selective  than ATP‐competitive molecules  and may 
therefore be a more suitable choice for clinical use. In addition, chemical modification 
of  substrate‐competitive  inhibitors  have  the  potential  of  improving  their  specific 
binding affinity and pharmaceutical applicability (94). Current research efforts focus on 
the use of peptides as potential protein kinase inhibitors (96). As GSK‐3 predominantly 
binds  primed  substrates,  a  set  of  phosphorylated  peptides  patterned  after  known 
GSK‐3 substrates was generated and  found  to  inhibit  the enzyme  in  the micromolar 
range. The synthesized peptide L803  is derived from heat shock factor 1 (HSF‐1) and 
displayed  the  best  inhibitory  properties  (264).  Other  examples  of  specific  GSK‐3 
peptide inhibitors include FRATide and axin GID, which were synthesized based on the 
GSK‐3β substrates FRAT and axin, respectively (97). 
 
In conclusion, the use of non‐ATP‐competitive GSK‐3  inhibitors could be relevant 
for  therapeutic  use  because  of  better  kinase  selectivity  and  lower  half  maximal 
inhibitory  concentration  (IC50)  values  which  are  paramount  to  avoid  toxicity.  The 
future challenge will be to design selective inhibitors toward GSK‐3α and GSK‐3β. This 
effort  could  prove  challenging  as  both GSK‐3  isoforms  are  highly  conserved within 
their kinase domains  (168). An alternative strategic approach could  involve exploiting 
the  unique  properties  of  both  isozymes,  such  as  cellular  localization  or  specific 
protein‐protein interactions.  
3. GSK‐3β in skeletal muscle plasticity 
As mentioned previously, GSK‐3 was originally  isolated  from muscle  as  a  kinase 
capable of phosphorylating and inactivating GS, a key enzyme that promotes glycogen 
assimilation (98,366). Apart from a role in muscle metabolism, GSK‐3β is also involved in 
the maintenance and plasticity of skeletal muscle mass. A study by Schakman and co‐
workers  implicated  an  important  role  of GSK‐3β  in  skeletal muscle  atrophy  in  vivo 
(293).  Muscle  atrophy  brought  about  by  the  synthetic  glucocorticoid  (GC) 
dexamethasone  (hereinafter  termed  Dex)  was  associated  with  alterations  in  the 
Akt/GSK‐3β  signal  transduction  pathway.  Previous  data  from  the  same  group 
established  that GC‐induced muscle atrophy and  the associated  reduction  in muscle 
IGF‐I‐signaling could be restored by local IGF‐I overexpression into muscle (291). In the 
former  study  these  findings were  extended by  local overexpression of  caAkt which 
completely  blocked  Dex‐induced  atrophy  and  resulted  in  marked  muscle  fiber 
hypertrophy.  This  phenotype was  associated with  increases  in  the  phosphorylation 
status  of  p70S6K  and  GSK‐3β,  indicative  of  reduced  GSK‐3β  activity.  Similarly, 
overexpression  of  a  dnGSK‐3β  induced  a  modest  muscle  fiber  hypertrophy  and 
completely prevented muscle atrophy induced by GCs. A study by the group of Booth 
investigated  the  effect  of  pharmacological GSK‐3β  inhibition  on myotube  size  (343). 
Remarkably,  lithium  supplementation  increased  the  C2C12 myotube  surface  area  by 
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85%, while inclusion of IGF‐I in the culture medium reduced levels of phosphorylated 
GSK‐3β and caused a similar increase  in myotube area (80%). In order to understand 
the  involvement  of  GSK‐3β  in muscle  atrophy,  hypertrophy  and  regeneration,  the 
determinants  of  these  processes,  i.e.  changes  in muscle  protein‐  and myonuclear 
turnover  (128) will be briefly discussed below, and  subsequently  the  involvement of 
GSK‐3β  in  protein  synthesis  and  degradation, myonuclear  accretion  and  apoptosis 
during muscle mass plasticity will be addressed individually. 
3.1 Processes controlling skeletal muscle mass plasticity 
Muscle protein turnover  is determined by the balance between protein synthesis 
(anabolism)  and  degradation  (catabolism).  A  shift  in  favor  of  synthesis  over 
degradation  will  result  in  muscle  hypertrophy.  Conversely,  when  muscle  protein 
degradation exceeds depressed or even  increased protein synthesis, muscle atrophy 
may ensue. Initiation of mRNA translation  is one of the rate‐limiting steps of protein 
synthesis, and many regulatory pathways of protein synthesis converge at this  level, 
including the IGF‐I/Akt/mammalian target of rapamycin (mTOR) and IGF‐I/Akt/GSK‐3β 
signaling pathways  (41,169). Increased proteolysis during atrophy relies on the orderly 
activation of three main cellular proteolytic systems including the UPS, the autophagy‐
lysosomal pathway  (ALP) and  the calcium‐dependent calpains  (89,128,287,313,361). The 
ALP  is  involved  in  clearance  of  long‐lived  proteins  and  dysfunctional  organelles 
(196,231),  while  the  UPS  mainly  targets  myofibrillar  and  short‐lived  proteins 
(53,60,107,314).  Interestingly,  cross‐talk  exists  at  multiple  levels  in  the  signaling 
pathways  that  determine  muscle  protein  synthesis  and  degradation,  and  this 
reciprocal interaction is essential in the control of protein turnover (Figure 2.1). 
 
The balance between myonuclear accretion and apoptosis determines myonuclear 
turnover, which  is  involved  in the control of adult muscle fiber hypertrophy, atrophy 
and  regeneration. Multinucleated muscle  fibers are  formed by  the  fusion of mono‐
nucleated muscle cells and these cells stem from the embryonic myotome (43), which 
will  subsequently  form mature muscle  fibers  (147).  The  remaining  non‐fusing  single 
nucleated cells form a specialized cellular niche and are termed “satellite cells”  (223). 
This name  is derived  from  their  location  in between  the epimysium,  the membrane 
surrounding the muscle fibers, and the adult muscle fibers (235). Satellite cells form a 
reservoir of new myonuclei, which  are  recruited during muscle plasticity  responses 
(250) and upon activation,  these  cells proliferate, differentiate and  fuse with or  into 
(existing) muscle fibers (Figure 2.1). 
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Figure 2.1  Schematic representation of skeletal muscle mass plasticity.  
  Two  important balances  regulate  skeletal muscle mass plasticity 1) Protein  turnover, which 
comprises protein  synthesis  and degradation. Disassembly of  contractile proteins  from  the 
myofibrillar apparatus may  involve other proteolytic systems  in addition to the UPS prior to 
their  degradation.  2)  Myonuclear  turnover,  which  consists  of  myonuclear  accretion  and 
myonuclear loss. Myonuclear accretion occurs upon satellite cell activation and proliferation, 
which  is  followed  by  myogenic  differentiation  and  myonuclear  fusion.  Loss  of  myonuclei 
mediated by apoptosis may occur during myofiber atrophy. 
 
 
Muscle  fiber  nuclei  (myonuclei)  regulate  gene  expression  within  a  certain 
cytoplasmic  range  referred  to  as  the  myonuclear  domain.  The  current  paradigm 
implies  that when  reaching  the  lower  limit, myonuclei  disappear  from  the muscle 
fiber, while when  reaching  the  upper  limit  of  the  domain,  nuclei  provided  by  the 
satellite stem cell pool are  incorporated  into the myofiber  (9,250), although the  latter 
was recently disputed (39,132,334). The loss of myonuclei appears to involve apoptosis, 
and  increased apoptotic signaling  in atrophying skeletal muscle has been reported  in 
aging (14,79,80), but has also been linked to conditions such as muscle disuse (310), burn 
injury  (373),  muscle  denervation  (311),  unweighting  (8)  and  cancer  cachexia  (30). 
Nonetheless,  nuclear  apoptosis  in muscle  does  not  inevitably  lead  to myofiber  cell 
death (79), as it is unknown how many nuclei may be lost before an entire muscle fiber 
undergoes  apoptosis  (104).  Further,  accretion  of  new myonuclei may  occur  during 
muscle  fiber  hypertrophy when  the  upper  limit  of  the myonuclear  domain  of  the 
present myonuclei  in a muscle fiber  is exceeded. Alternatively, myonuclear accretion 
also occurs  in regenerating muscle  fibers  following damage or during recovery  from 
atrophy  (271,374). These new myonuclei are provided by  the  satellite‐cell population 
(23,285)  (Figure  2.1).  In  order  to  appreciate  the  role  of GSK‐3β  in  the  regulation  of 
muscle mass maintenance and plasticity,  the  current  insights of  the  involvement of 
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GSK‐3β  in  the  control  of  muscle  protein  synthesis  and  degradation,  as  well  as 
myonuclear accretion and apoptosis will be individually discussed below. 
3.2 Muscle protein turnover 
3.2.1 Muscle protein synthesis and GSK‐3β 
Protein synthesis  is a tightly controlled process that requires orderly recruitment 
and  functioning  of  a  plethora  of  signaling molecules.  Protein  translation  initiation 
appears  to  be  the  rate‐limiting  step  in muscle  protein  synthesis,  and  is  essentially 
controlled by eukaryotic initiation factors (eIFs). The activity of a number of these eIFs 
is  controlled  by  growth  factor  (e.g.  IGF‐I)  and  hormonal  (e.g.  insulin)  signaling 
pathways.  Protein  translation  is  initiated  by  the  binding  of  eIF2  to  the  activated 
initiator methionine transfer RNA (tRNAiMet), which leads to the formation of a ternary 
complex  that  binds  to  the  40S  ribosomal  subunit  to  ultimately  form  the  43S 
preinitiation  complex  (173).  The  ability  of  eIF2  to  engage  in  the  formation  of  this 
ternary  complex  depends  on  the  activity  of  another  initiator  factor,  namely  eIF2B. 
eIF2Bε is the largest of the five eIF2B subunits and functions as a catalyst responsible 
for the GDP/GTP exchange reaction of eIF2  (138,173). Activated GSK‐3β  is responsible 
for  an  inhibitory  phosphorylation  on  eIF2Bε  at  Ser540, which  results  in  the  loss  of 
guanine  nucleotide  exchange  activity,  and  is  associated  with  a  decrease  in  the 
initiation  of  protein  synthesis  (165,355,356).  Conversely,  inactivation  of GSK‐3β  by  its 
upstream  kinase  Akt  leads  to  decreases  in  the  phosphorylation  of  eIF2Bε,  which 
facilitates mRNA translation initiation (Figure 2.2). 
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Figure 2.2  Schematic  representation  of  the  signaling  pathways  involved  in muscle  protein  turnover 
and central role of GSK‐3β.  
  Anabolic factors such as insulin or IGF‐I stimulate PI‐3K signaling which results in activation of 
Akt.  Phosphorylated  Akt,  in  turn,  inactivates  GSK‐3β  and  in  parallel  stimulates  mTORC1 
signaling,  leading  to  enhanced  protein  synthesis.  Conversely,  under  catabolic  conditions 
(which may  include glucocorticoid (GC) signaling) Akt activity  is reduced, thereby stimulating 
the  expression  of  the  E3  ligases MuRF1  and  atrogin‐1  through  FoXO  and  GR,  leading  to 
enhanced  UPS‐mediated  proteolysis  of  muscle‐specific  proteins.  Activation  of  GSK‐3β, 
consequent to reduced Akt activity, is required for increases in E3 ubiquitin ligase expression, 
and may further decrease PI‐3K/Akt signaling via a negative feedback loop. 
 
 
Akt has been  identified as a nodal point which transduces extracellular cues (e.g. 
growth  factors,  nutrients)  and  mechanical  stimuli  to  its  downstream  signaling 
cascades  through  the  phosphorylation  of  a  myriad  of  substrates,  resulting  in  the 
integration of anabolic, catabolic and mechanical responses (55,369). Constitutive Akt1 
activation results in pronounced muscle hypertrophy in transgenic mice (39,188), while 
Akt1/Akt2  double‐knockout  mice  display  severe  skeletal  muscle  atrophy  (256). 
Anabolic  factors  such  as  insulin  or  IGF‐I  stimulate  PI‐3K  signaling  resulting  in  an 
activating  phosphorylation  of  two  Akt  residues  (6,45).  Phosphoinositide‐dependent 
kinase  1  (PDK1)  activates  Akt  by  phospholipid  binding  and  activation  loop 
phosphorylation  at  Thr308,  whereas  PDK2/rictor‐mTOR  complex  2  (mTORC2) 
phosphorylates Akt at Ser473  (5,162,289). Activated Akt,  in  turn, stimulates  the  raptor‐
mTOR  complex  1  (mTORC1)  and  in  parallel  inactivates  GSK‐3β  through 
phosphorylation of Ser9 (139). Of note, phosphorylation of Akt on Thr308 was proven to 
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be essential and sufficient for the regulation of GSK‐3β by Akt  (162). Further, the IGF‐
I/insulin‐induced  activation of mTORC1  through Akt  leads  to phosphorylation of  its 
downstream targets p70S6K and eIF4E‐binding protein 1 (4E‐BP1), which contribute to 
stimulation of protein synthesis by enhancing   mRNA translation capacity and mRNA 
translation  initiation  via eIF4,  respectively  (mTOR;  reviewed  in detail by Proud  (267) 
and Glass (123)). Activated p70S6K can in turn inactivate GSK‐3β (19). Conversely, in the 
absence of  growth  factor  signaling  activated GSK‐3β  can  cooperate with  adenosine 
monophosphate‐activated protein  kinase  (AMPK)  to negatively  regulate mTORC1 by 
activating  the mTORC1  inhibitor  tuberous  sclerosis  protein  2  (TSC2)  (158).  Similarly, 
activated  GSK‐3β  can  hinder  Akt  signaling  by  destabilizing  the  insulin  receptor 
substrate 1 (IRS‐1), an essential adaptor molecule for PI‐3K, which is required for the 
relay of Akt activating  signals downstream of  the  IGF‐I/insulin  receptor  (IGF‐IR)  (IR) 
(95,205,351). Furthermore, a  recent study by Kelly et al. described a novel  interaction 
between GSK‐3β and the IGF‐IR (171). It was postulated that IGF‐IR phosphorylation at 
Ser1248  was  mediated  by  GSK‐3β  in  the  absence  of  growth  factors,  resulting  in 
restrained  IGF‐IR  kinase  activity.  In  addition,  a  kinome wide  small  interfering  RNA 
(siRNA) screen gave evidence of novel bi‐directionality in the Akt/GSK‐3β interaction, 
whereby  genetic  ablation  of GSK‐3β  significantly  reduced Akt  phosphorylation  (214) 
(Figure 2.2). 
 
Much  of  the  early  evidence  pertaining  to  a  role  for  GSK‐3β  in muscle  protein 
synthesis  was  derived  from  studies  in  cardiac  muscle  cells.  In  2000,  Haq  et  al. 
demonstrated  that overexpression of a constitutively active GSK‐3β  (caGSK‐3β)  (S9A 
mutant)  in neonatal  rat cardiomyocytes was sufficient  to suppress protein synthesis 
and to block key features of cardiac hypertrophy (137). By contrast, inhibition of GSK‐
3β with lithium increased protein synthesis, measured by radioactively labeled leucine 
incorporation.  In addition,  increased GSK‐3β activity appeared  to be associated with 
impaired  cardiomyocyte  growth,  as  transgenic mice  overexpressing wild‐type  (WT) 
GSK‐3β developed hypotrophic hearts (228). 
 
In 2001, Bodine  et al. demonstrated  that both Akt  and GSK‐3β phosphorylation 
were  increased  in a  rat model of compensatory  skeletal muscle hypertrophy  (41).  In 
addition  to  the decreased phosphorylation status of GSK‐3β,  its specific activity was 
also  reduced  upon  functional  overload  of  the  muscle.  Concomitantly,  mTORC1 
signaling was stimulated, as  illustrated by  increased phosphorylation of p70S6K and 
4E‐BP1. Furthermore, overexpression of a constitutively active form of Akt (caAkt)  in 
mice  resulted  in  hypertrophy  of  normal muscle  fibers  and  prevented muscle  fiber 
atrophy upon denervation  (41). The authors contributed  the hypertrophy phenotype 
to  increased protein  synthesis  signaling, based on phosphorylation  and  subsequent 
inhibition  of GSK‐3β  and  through  activation  of mTORC1,  respectively.  In  the  same 
year, a report by Rommel et al. extended these findings by showing that expression of 
a  dominant‐negative  form  of  GSK‐3β  (dnGSK‐3β)  caused  profound  myotube 
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hypertrophy (274). The dnGSK‐3β (K85R mutant) is a catalytically inactive (kinase dead) 
form of GSK‐3β where lysine at position 85 (Lys85) of the ATP‐binding site is mutated 
to  arginine  (141,274).  Treatment  of  C2C12  myotubes  with  IGF‐I  resulted  in 
phosphorylation and inactivation of GSK‐3β, via a mechanism that could be blocked by 
the PI‐3K  inhibitor LY294002, but not by rapamycin; a selective mTORC1  inhibitor.  It 
was concluded that GSK‐3β constituted a pivotal downstream target of the PI‐3K/Akt 
pathway,  and  its  inhibition  contributes  to  hypertrophy  in  an mTORC1‐independent 
manner via  relief of GSK‐3β‐mediated  suppression of  the  translation  initiator  factor 
eIF2B, resulting  in  increased protein synthesis. This was  the  first study to assess  the 
contribution  of  the  individual  Akt/mTORC1  and  Akt/GSK‐3β  pathways  to  muscle 
protein synthesis during muscle hypertrophy. 
 
As described below, previous studies  investigating the role of  lithium and GSK‐3β 
in the regulation of protein turnover in atrophic conditions primarily assessed the role 
of  this kinase  in governing muscle protein degradation  (101‐103). However,  there  is a 
paucity of data pertaining to the potential contribution of GSK‐3β to muscle atrophy 
via  suppression of  the muscle protein  synthesis  rate. Recent work by Bertsch et al. 
addressed this gap in the literature (32). In line with previous studies investigating the 
role of GSK‐3β in muscle protein synthesis during hypertrophy (137,343), the incubation 
of control muscle with  lithium significantly  increased protein synthesis, measured by 
incorporation of radioactively labeled phenylalanine in excised muscle tissue, whereas 
this anabolic effect was absent in muscle tissue from septic rats (32). Further, protein 
synthesis was decreased  in septic muscle, due  to diminished phosphorylation of 4E‐
BP1 and S6. Sepsis increased phosphorylation and inhibition of eIF2Bε, consequent to 
markedly  increased GSK‐3β activity,  thereby decreasing protein  translation  initiation 
(339,356). Moreover,  lithium was  capable of  reversing  the  sepsis‐induced  increase  in 
eIF2Bε  phosphorylation,  whereas  the  phosphorylation  of  S6  or  4E‐BP1  remained 
unaltered  in  either  control  or  septic muscles  incubated with  lithium.  Interestingly, 
lithium decreased GSK‐3β activity by 35% in control muscle, while the sepsis‐induced 
increase in GSK‐3β kinase activity was absent in the presence of lithium. 
3.2.2 Muscle proteolysis signaling and GSK‐3β 
Much of  the early evidence  linking GSK‐3β  to  the proteolysis of  skeletal muscle 
proteins was collected  in models of burn‐induced muscle proteolysis. Considering  its 
previously established role as a negative regulator of skeletal muscle hypertrophy (343) 
Sugita et al. hypothesized that uninhibited increased GSK‐3β activity, associated with 
perturbed Akt signaling, could play a role  in muscle wasting  in burns  (320). Not soon 
after,  a  study  by  the  group  of  Hasselgren  clearly  established  a  role  for  the  PI‐
3K/Akt/GSK‐3β signaling pathway in the anticatabolic effects of IGF‐I in a rat model of 
burn injury, as IGF‐I‐treatment resulted in pronounced phosphorylation (inactivation) 
of GSK‐3β  and  inhibition  of  protein  degradation.  Likewise,  pharmacological GSK‐3β 
inhibition, using lithium or TDZD‐8, blocked burn‐induced muscle protein breakdown, 
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which was quantified by the release of trichloroacetic acid‐soluble radioactivity from 
proteins  prelabeled  with  3H‐tyrosine.  Concretely,  lithium  ‐and  TDZD‐8‐treatment 
reduced  the Tyr  release  rates, measured ex vivo  in extensor digitorum  longus  (EDL) 
muscles (103). 
 
In  a  subsequent  study,  the  potential mechanisms  involved  in  the  IGF‐I‐induced 
inhibition of protein degradation were examined in vitro. Since increased levels of GCs 
have been associated with a number of pathological catabolic states (140,191), Li et al. 
employed the synthetic GC Dex to mimic the catabolic response observed  in muscle 
after burn  injury or during  sepsis  (198,199).  Treatment of  rat  L6 myotubes with Dex 
resulted  in  an  approximately  20%  increase  in  protein  degradation,  determined  by 
reduced  radioactively  labeled Tyr  release  rates. Moreover, supplementation of  IGF‐I 
to myotubes significantly reduced the basal protein degradation rate and completely 
abolished the Dex‐induced  increase  in protein breakdown  (198,199). Exposure of Dex‐
treated myotubes  to  the  GSK‐3β  inhibitors  lithium  or  TDZD‐8  resulted  in  a  dose‐
dependent reduction of protein degradation comparably to IGF‐I, suggesting that IGF‐
I‐induced inhibition of protein degradation, at least in part, reflected inhibition of GSK‐
3β (198). 
 
Fang et al. were the first to report that burn injury increased GSK‐3β kinase activity 
in  atrophying muscle  (102).  Formerly,  GSK‐3β  activity was  determined  indirectly  by 
measuring  tissue  levels of GSK‐3β phosphorylated at Ser9, equating  reduced GSK‐3β 
phosphorylation in muscle from burned and septic rats with an increase in its activity 
(101,103,339). Burn injury significantly lowered Akt kinase activity, which was confirmed 
by  reduced  levels  of  phosphorylated  Akt.  The  authors  concluded  that  GSK‐3β 
activation  in  catabolic  conditions  reflected  reduced  phosphorylation  of  GSK‐3β 
secondary to reduced Akt activity. To support the claim that increased GSK‐3β activity 
could be involved in the regulation of protein degradation in catabolic muscle, siRNA 
targeted  against  GSK‐3β  was  used  to  further  investigate  its  role  in  Dex‐induced 
proteolysis.  Despite  a  relatively  modest  reduction  of  GSK‐3β  protein  (25%), 
transfected  L6 myoblasts were more  refractory  to GC‐induced protein degradation, 
providing  additional evidence  that GSK‐3β  contributed  to muscle proteolysis during 
skeletal muscle wasting  (102). These results were  in support of their previous work  in 
which  GSK‐3β  inhibitors  blocked  burn‐induced  muscle  protein  degradation  (103). 
Similarly, in a recent report by Bertsch et al. (32) increased rates of protein breakdown 
in septic muscle were completely antagonized by lithium, confirming previous findings 
by the group of Hasselgren (101‐103). 
3.2.2.1 Role of GSK‐3β in UPS‐mediated muscle proteolysis 
The stimulation of proteolysis observed during skeletal muscle atrophy appears to 
rely  on  increased  protein  degradation  via  the  UPS  (163,164).  UPS‐mediated  protein 
degradation  is a selective process and  involves  two distinct and successive series of 
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steps, which  include  the covalent attachment of multiple ubiquitin molecules  to  the 
target protein and  the  subsequent degradation of  the  tagged  substrate by  the 26S‐
proteasome (300). Conjugation of ubiquitin to the substrate proceeds via a three‐step 
enzymatic mechanism and  the E3 ubiquitin  ligases  catalyze  the  rate‐limiting  step  in 
this process  (52).  Substrate  specificity  is achieved by  several hundred E3s which are 
expressed  in  a  tissue‐specific  manner.  The  expression  of  the  muscle‐specific  E3s, 
atrogin‐1/muscle atrophy F‐box  (MAFbx)  (hereinafter  termed atrogin‐1) and muscle‐
specific  RING  finger  protein  1  (MuRF1)  is  upregulated  under  a  variety  of  atrophic 
conditions (282,367) and genetic knockout studies have shown that the null deletion of 
MuRF1  and  atrogin‐1  attenuates  muscle  atrophy  following  denervation  (40,125). 
Importantly,  MuRF1  and  atrogin‐1  are  essential  for  UPS‐mediated  proteolysis  of 
myofibrillar  proteins  (53,60),  muscle‐specific  enzymes  (379)  and  muscle‐specific 
transcription factors (187) (Figure 2.2). 
 
The first report that implicated GSK‐3β in the regulation of UPS‐mediated protein 
degradation came from the group of Hasselgren (101). In this study the contribution of 
GSK‐3β  activity  to  increased  proteolysis was  assessed  in  vivo  in  a model  of  sepsis‐
induced muscle wasting. Rats were made septic by cecal ligation and puncture (CLP). 
Remarkably,  incubation of EDL muscles of  septic  rats with either  lithium or TDZD‐8 
significantly  reduced  basal  and  sepsis‐induced  protein  breakdown  rates  (101).  To 
model sepsis‐induced skeletal muscle atrophy in vitro, L6 myotubes were exposed to 
Dex  either  in  the  presence  or  absence  of  lithium  or  one  of  the  GSK‐3β  inhibitors 
SB216763 or SB415286.  In analogy with previous  results GSK‐3β  inhibition markedly 
decreased myotube proteolysis  in  response  to Dex.  Furthermore,  lithium‐treatment 
increased  GSK‐3β  phosphorylation  at  Ser9  in  myotubes  as  well  as  in  incubated 
muscles. Given the fact that Dex had previously been shown to increase the activity of 
the UPS  (346),  the expression of  the atrophy markers atrogin‐1 and MuRF1 was also 
assessed.  The  induction  of  these  E3  ubiquitin  ligases  in  response  to  Dex  was 
completely  prevented  by  insulin  and  chemical  GSK‐3β  inhibition  at  concentrations 
that  inhibited protein degradation  (101). Previously,  Sandri  et al. demonstrated  that 
overexpression of caAkt  in cultured myotubes  inhibited expression of atrogin‐1  (288), 
while  overexpression  of  caGSK‐3β  in  cultured  muscle  cells  resulted  in  increased 
atrogin‐1 expression and promoter activation (288), further illustrating the pivotal role 
of GSK‐3β’s kinase activity in the regulation of skeletal muscle proteolysis. 
 
Interestingly, Bertsch et al. reported that incubation of septic muscle with lithium 
tended  to reverse  the elevated 26S‐proteasome activity, but  this reduction  failed  to 
reach statistical significance and was not associated with a concomitant decrease  in 
atrogin‐1 and MuRF1 mRNA content. Besides,  lithium had previously been shown to 
directly  reduce  26S‐proteasome  activity  in  a  GSK‐3β‐independent  fashion  (306). 
Interestingly, recent data from our group suggests that UPS‐dependent degradation of 
myofibrillar proteins  requires GSK‐3β. Genetic ablation of GSK‐3β  in C2C12 myotubes 
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using siRNA revealed that  loss of endogenous GSK‐3β protein suppressed both basal 
and atrophy stimulus‐induced atrogin‐1 and MuRF1 transcript levels. Moreover, GSK‐
3β ablation  resulted  in specific sparing of myosin heavy chain  fast  (MyHC‐f), myosin 
light  chains  1  (MyLC‐1)  and  ‐3  (MyLC‐3)  protein  abundance  and  myotube  size  in 
response to Dex‐treatment or impaired IGF‐I/Akt signaling, demonstrating that muscle 
atrophy  resulting  from  increased  proteolysis  signaling  requires  GSK‐3β  (340). 
Furthermore,  gene  expression  analysis  revealed  that  enzymatic  GSK‐3β  inhibition, 
using either lithium or CHIR99021, only attenuated atrophy stimulus‐induced atrogin‐
1  expression, while MuRF1  expression  levels  remained unaffected.  The notion  that 
atrogin‐1 and MuRF1 expression was differentially  regulated  in  response  to GSK‐3β 
inactivation was not in agreement with findings by Evenson et al. (101), who found that 
in response to Dex both atrogin‐1 and MuRF1 mRNA levels were suppressed following 
GSK‐3β  inhibition.  Furthermore,  pharmacological  suppression  of  only  atrogin‐1 
expression  was  not  sufficient  to  prevent  or  attenuate  loss  of  myofibrillar  protein 
abundance,  suggesting  that  MuRF1  was  the  predominant  E3  ubiquitin  ligase 
responsible for the loss of contractile proteins in both atrophy models. In the light of 
these findings, it was concluded that the preferential depletion of contractile proteins 
in  response  to  Dex  or  LY294002  likely  occurred  in  a  UPS‐dependent  manner,  as 
previous reports by Clarke et al. (53) and Cohen et al. (60) clearly implicated MuRF1 in 
the  targeted  destruction  of  several  key  myofibrillar  proteins  during  atrophy. 
Moreover, MuRF1 knockdown studies (sh‐MuRF1) confirmed the results in the above‐
mentioned studies as genetic ablation of MuRF1 completely abolished LY294002  ‐or 
Dex‐induced loss of myofibrillar proteins, similar to the observations made in GSK‐3β‐
deficient (sh‐GSK‐3β) myotubes in response to these atrophy stimuli (340). These data 
provided  causal  evidence  to  support  the  hypothesis  that  in  a  catabolic  state, 
suppression of GSK‐3β exerts  a protective effect on myofibrillar protein  content by 
downregulating MuRF1‐driven UPS‐mediated muscle proteolysis. 
3.2.2.2 Role of GSK‐3β in ALP‐mediated muscle proteolysis 
Autophagy  is  a  highly  conserved  bulk  degradation  process  implicated  in  the 
clearance of long‐lived proteins and dysfunctional organelles (196,231). This proteolytic 
system  is distinguished by  the  formation of phagophores, which  elongate  and  fuse 
while  engulfing  a  portion  of  the  cytoplasm,  to  ultimately  form  double‐membraned 
vesicles,  called  autophagosomes.  These  structures,  in  turn, merge with  endosomes 
that  later  fuse  with  acidic  lysosomes,  which  degrade  the  cytosolic  contents  (270). 
Autophagosome formation requires the orderly recruitment and assembly of various 
autophagy‐related  proteins  onto  membrane  phospholipids,  but  only  the  small 
ubiquitin‐like molecules,  including microtubule‐associated proteins 1A/1B  light chain 
3B  (LC3)  and  GABA  receptor‐associated  protein  1  (Gabarapl1),  bind  covalently  to 
phosphatidylethanolamine  (286).  To  date,  the  contribution  of  the  ALP  to  skeletal 
muscle  wasting  is  unclear,  despite  ample  evidence  suggesting  a  clear  role  for 
lysosomal  degradation  in  atrophying  muscles  (117,286,294).  Interestingly,  basal 
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autophagy  is constitutively active  in skeletal muscle and appears  to be necessary  to 
maintain  myofibers  in  a  healthy  state  under  normal  physiological  conditions. 
Suppression of autophagy by muscle‐specific deletion of the essential autophagy gene 
Atg7 amounts to severe muscle atrophy, and Atg7‐null muscles display accumulation 
of  abnormal  mitochondria  and  protein  aggregates  (221).  However,  several  recent 
studies  have  reported  that  autophagy  is  strongly  induced  in  skeletal muscle  upon 
starvation  (232,286),  denervation  (117,294)  and  oxidative  stress  (21),  substantially 
aggravating muscle  loss  during  these  catabolic  circumstances.  The  autophagic  flux 
appears to be a double‐edged sword, and tight control of ALP‐related gene expression 
is  therefore  indispensable  to  prevent  unbalanced  autophagy  activation  and 
subsequent muscle loss. 
 
In  serum‐deprived human prostate cancer cells both genetic as well as chemical 
modulation  of GSK‐3β  activity  stimulated  an  extensive  autophagic  response, which 
eventually  led  to  necrotic  cell  death  (372).  It was  postulated  that under  serum‐free 
conditions  GSK‐3β  acted  as  a  survival  factor  with  the  ability  to  fine‐tune  the 
autophagy process  to avoid excessive autodigestion and subsequent cell death  (372). 
Conversely, in mesangial cells it was shown that pharmacological inhibition or genetic 
ablation  of  GSK‐3β  was  sufficient  to  decrease  cadmium‐induced  autophagy  (348). 
Overexpression of GSK‐3β potentiated autophagy in the presence of cadmium and, in 
addition, cadmium‐induced increases in reactive oxygen species (ROS) decreased GSK‐
3β phosphorylation at Ser9, indicative of increased GSK‐3β activity (348). Sarkar and co‐
workers demonstrated that pharmacological GSK‐3β inhibition attenuated autophagy 
and mutant  huntingtin  clearance  by  activating mTORC1  (290).  Recently,  an  elegant 
study by  Lin  et al. unraveled  a novel  autophagy  signaling  cascade  involving GSK‐3β 
(206).  It was reported that GSK‐3β was activated upon growth  factor withdrawal and 
that activated GSK‐3β catalyzed the phosphorylation of TIP60, which in turn increased 
acetylation and kinase activity of ULK1, an important autophagy gene (Atg). Similarly, 
co‐expression of GSK‐3 increased phosphorylation of TIP60 on Ser86, while treatment 
with  the  GSK‐3  inhibitors  SB216763,  SB415286  or  lithium  impeded  TIP60 
phosphorylation, blocking serum deprivation‐induced autophagy (206). Although these 
recent  reports  imply  regulation  of  autophagy  by  GSK‐3β,  currently,  there  is  no 
convincing evidence to implicate GSK‐3β in the regulation of autophagy during muscle 
proteolysis. 
 
Although discussed  separately above, both proteolytic  systems,  i.e.  the ALP and 
the  UPS,  may  interact  to  coordinately  facilitate  muscle  protein  degradation.  For 
decades both these pathways were viewed as independent of each other. However, it 
is  becoming  increasingly more  clear  that  cross‐talk  between  the  UPS  and  the  ALP 
occurs  at  several  levels  (183).  It was proposed  that  impairment of  the UPS  leads  to 
increased  autophagic  function  (78,251).  Furthermore,  during  selective  autophagy 
certain  substrates  may  be  specifically  targeted  for  destruction  and  specificity  is 
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achieved by substrate ubiquitylation  (179). Moreover, the seminal work by the group 
of Sandri demonstrated that  the ALP and the UPS are coordinately regulated during 
muscle wasting,  and  that  FoXO3a  functions  as  a  critical  liaison molecule  governing 
transcription of autophagy‐related genes  (e.g. LC3, Gabarapl1, Bnip3), as well as the 
UPS‐related  E3  ligases  atrogin‐1  and  MuRF1  (216,288,378).  As  GSK‐3β  appears  to 
regulate  UPS‐mediated  contractile  protein  breakdown  (340),  and  considering  the 
extensive cross‐talk between  the UPS and the ALP,  it  is not  improbable  that GSK‐3β 
might also converge on the ALP, possibly through a direct or indirect interaction with 
FoXO3a. 
3.2.2.3 Role of GSK‐3β in calpain and caspase‐mediated muscle proteolysis 
The  proteasome  cannot  degrade  intact  myofibrils,  so  the  first  step  in  the 
degradation  of  myofibrillar  proteins,  such  as  actin  and  myosin,  during  atrophy 
requires the release of myofilaments from the sarcomere  (314,315). These  initial steps 
in myofibrillar proteolysis appear to rely on the calpain and caspase systems. Several 
lines of evidence have  indicated that the activation of the calpain system constitutes 
an additional mechanism  contributing  to  skeletal muscle proteolysis during atrophy 
(27,148,358). Although  actin  and myosin are poor  calpain  substrates,  several proteins 
important  for  the  structural  integrity  of  the  sarcomere,  such  as  nebulin,  titin  and 
filamin are readily cleaved by calpain (152,313). 
 
Calpains  are  non‐lysosomal,  calcium‐dependent  Cys  proteases,  which  cover  a 
broad  range of physiological  functions,  including proteolysis of proteins  involved  in 
the cell cycle, apoptosis, signal transduction and cytoskeletal organization (124). Under 
basal  conditions  calpains  are  typically  in  an  inactive  state,  and  binding  of  calcium 
results  in conformational changes which activates the protease  (313). Calpain activity 
can also be regulated by the endogenous inhibitor calpastatin (27). Calpain activity was 
found  to be  increased during atrophic conditions  like disuse  (133), denervation  (323), 
sepsis  (342,358)  and  GC‐treatment  (148).  However,  these  reports  only  provided 
associative  support  for a  role of  calpains  in muscle wasting. Other data  came  from 
studies that employed calpain inhibitors to study the contribution of calpain activity to 
muscle proteolysis (25,357). However, due to their lack of specificity it was not possible 
to pronounce upon the direct role of calpains during muscle wasting (85). In contrast, 
Tidball  and  Spencer  established  a  causal  role  for  calpains  in  muscle  atrophy  by 
overexpressing  calpastatin  in  mice  (329).  These  transgenic  mice  exhibited  a  lower 
susceptibility to muscle atrophy induced by unloading (329). Although the former study 
did  not  verify  the  contribution  of  proteolysis  to  muscle  atrophy,  transient 
overexpression  of  calpastatin  in  cultured muscle  cells  reduced  protein  degradation 
following Dex‐treatment (105). 
 
Caspases  are  calcium‐independent  cysteine‐aspartic  proteases  that  are  well‐
known for their essential role as “executioner” proteins in apoptosis (272). Intriguingly, 
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besides its role in apoptosis, caspase‐3 has been demonstrated to function during the 
initial phase of myofibrillar protein degradation (87,263), comparably to calpains. Du et 
al.  proposed  that  increased  caspase‐3  activity,  following  a  catabolic  insult  (e.g. 
reduced PI‐3K signaling during acute diabetes, sepsis or starvation), plays a critical role 
in  the  dissociation  of  actomyosin  complexes,  prior  to  UPS‐mediated  clearance  of 
myofibrillar proteins (87). Similarly, caspase‐3 activity was required during the first two 
weeks of denervation‐induced skeletal muscle atrophy (263). In summary, the current 
paradigm  of  skeletal  muscle  proteolysis  encompasses  an  early  “upstream” 
dissociation of  the myofibrils by calpains  (possibly acting  in concert with caspase‐3), 
resulting in the release myofibrillar proteins which are subsequently ubiquitinated and 
targeted for destruction by the 26S‐proteasome (27,314). 
 
A study by Smith et al. found that increased calpain activity and calpain‐dependent 
protein  degradation  in  calcium‐treated  muscles  was  associated  with  reduced  Akt 
activity  (312). Moreover,  this  reduction  in Akt  activity was  accompanied by  reduced 
phosphorylation  of  several  downstream  signaling  molecules,  including  GSK‐3β. 
Considering previous  evidence demonstrating  the  essential  role of  the  inhibition of 
Akt  activity  during  skeletal  muscle  atrophy  (123,241),  these  findings  suggest  that 
calpain‐mediated  proteolysis  not  only  contributes  to muscle  atrophy  by  facilitating 
myofibrillar protein degradation, but may  also  affect  the  control of muscle protein 
turnover, as  reduced Akt activity will allow nuclear  translocation and  transcriptional 
activation of FoXO  transcription  factors, which are vital  in  regulating  the expression 
and  activity  of  atrogin‐1  and MuRF1,  and  thus,  initiation  of  UPS‐mediated muscle 
proteolysis  (123,288,319).  In  addition,  attenuated Akt  signaling,  as observed  following 
calpain  activation  (312),  will  result  in  increased  GSK‐3β  activity,  which  in  turn 
contributes  to enhanced protein degradation  (101,102,340), and, parallel  to decreased 
mTORC1 activity, will suppress protein synthesis  (189). Future studies should address 
the role of calpain activity in the activation of FoXO and GSK‐3β, and the inhibition of 
mTORC1 in the context of skeletal muscle loss during catabolic conditions. Moreover, 
calpains are renowned for their ability to cleave signaling molecules and transcription 
factors (27), and several of these substrates such as NF‐κB (211), C/EBP‐β (354) and STAT 
(247)  have  been  linked  to  the  control  of  muscle  mass.  Thus,  in  addition  to  the 
disruption of the sarcomere, increased calpain activity may relay or interrupt cellular 
signaling cues involved in the regulation of skeletal muscle plasticity. 
 
A  recent  study  by  Ebert  et  al.  focused  on  the  role  of  growth  arrest  and  DNA 
damage‐inducible 45a  (Gadd45a)  in reprogramming skeletal muscle gene expression 
during  atrophy  (91).  Gadd45a  expression  was  shown  to  be  under  the  control  of 
activating transcription factor 4 (ATF‐4), a transcription factor whose upregulation had 
previously been  associated with muscle  fiber  atrophy  (92).  The  authors unraveled  a 
novel stress‐induced pathway  in which Gadd45a stimulated multiple  interconnected 
atrophy  mechanisms  (91).  Specifically,  overexpression  of  Gadd45a  resulted  in  an 
Chapter 2 
42 
increase  in GSK‐3β  activity  and  caspase‐3‐mediated proteolysis  (91).  The  concurrent 
activation  of  GSK‐3β  and  caspase‐3  in  this  study  may  concern  more  than  an 
association,  given  the  previous  reports  demonstrating  a  causal  role  for  GSK‐3β  in 
caspase‐3 activation  (34,174,175). Moreover, Hildesheim et al. described an  interaction 
between Gadd45a and GSK‐3β, i.e. Gadd45a associated with GSK‐3β and promoted its 
dephosphorylation at Ser9, essential for GSK‐3β activation  (144). Although there  is no 
causal  evidence  to  support  a direct  link between GSK‐3β  and  caspase‐3‐dependent 
protein degradation during muscle wasting,  it  is conceivable that Gadd45a‐mediated 
increases  in  GSK‐3β  activity  in  response  to  cellular  stress, may  enhance  caspase‐3 
activity in muscle, which in turn could cause disruption of the sarcomere. 
 
Of  note,  several  lines  of  evidence  have  postulated  that  there  is  a  cross‐talk 
between  the  Cys  proteases  and  UPS‐mediated  proteolysis.  As  indicated,  calpain 
cleavage products become substrates for UPS‐mediated protein breakdown, and the 
availability  of  these  substrates may  enhance  UPS‐activity  (201).  Similarly,  caspase‐3 
activation stimulated proteasome activity in differentiated muscle cells, and increased 
caspase‐3  activity  exerted  a  feed‐forward  amplification  of  protein  degradation  in 
muscle in concert with the UPS (350). It is tempting to suggest that GSK‐3β governs an 
additional  level of  cross‐talk between  the UPS  and  the Cys proteases,  as  increased 
GSK‐3β  activity  could  either  directly  or  indirectly  relay  signaling  cues  to  stimulate 
caspase‐3  and  calpain‐mediated  myofibril  dissociation,  while  simultaneously 
regulating atrogin‐1 and MuRF1 expression (340), resulting in enhanced UPS‐mediated 
degradation of myofibrillar proteins. 
3.2.3 Integration of muscle protein synthesis and degradation: regulation by GSK‐3β 
As  highlighted  above,  activation  of  the  Akt  pathway,  and  subsequent  signaling 
through  its  downstream  targets  GSK‐3β  and mTORC1,  results  in  increased  protein 
synthesis  (41,169). Although  this pathway  is  suppressed  in various models of  skeletal 
muscle  wasting,  this  does  not  simply  imply  that  muscle  atrophy  is  solely  due  to 
decreased  protein  synthesis.  Activation  of  the  UPS‐mediated  protein  degradation 
during muscle  atrophy  is  associated with  the  induction  of  a  distinct  set  of  genes, 
including the E3 ubiquitin ligases MuRF1 and atrogin‐1, which are inversely regulated 
by IGF‐I/Akt signaling (190). Thus, cross‐talk between muscle protein synthesis and the 
UPS  occurs  at  multiple  levels.  Based  on  these  and  other  studies,  Akt  has  been 
proposed as a central regulator of skeletal muscle plasticity (41,169,190,319). 
 
Coordination between muscle protein synthesis and degradation not only occurs 
during  physiological  circumstances,  but  also  appears  to  be  maintained  under 
pathological conditions, and several of  these are associated with  increased  levels of 
circulating GCs (192,360). The direct effects of GCs on skeletal muscle depend to a large 
extent on activation of the glucocorticoid receptor (GR) (344), and the administration of 
synthetic GCs  induce muscle  atrophy  (293,340).  Conversely,  endogenous GCs  appear 
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indispensable for the  induction of protein degradation  in several atrophy models, as 
adrenalectomy  or  treatment  with  the  GR  antagonist  RU‐486  attenuates  muscle 
proteolysis  and  atrophy  (151,227,288,292).  In  addition  to  its  role  in  proteolysis,  GR 
activation  by  GCs  reduces  protein  synthesis  at  multiple  levels.  A  non‐genomic 
mechanism by which the GR impairs protein synthesis involves competition of GR with 
PI‐3K  for  association  with  IRS‐1,  resulting  in  suppression  of  Akt/mTORC1  and 
Akt/GSK‐3β signaling  (151,332).  In addition, GR activation results  in the transcriptional 
repression  of  muscle  IGF‐I  expression  (202),  whereas  transcriptional  activation  of 
regulated  in  development  and  DNA  damage  response  1  (REDD1)  (186)  concerns 
another  genomic  action  of  GR  activation  responsible  for  suppression  of  protein 
synthesis  via  the  inhibition  of  mTORC1.  Furthermore,  GCs  decrease  translation 
initiation through increased availability of dephosphorylated 4E‐BP1 (302) and reduced 
activity of p70S6K (301). Recently, a mutually exclusive signaling cross‐talk between GR 
and mTORC1 was revealed  (307), providing further evidence of coordination between 
the protein synthetic and degradation machinery in response to (pathological) stimuli 
that affect muscle mass.  
 
Based on  its positioning  as  a direct downstream  target of Akt,  it  is  tempting  to 
speculate  that,  GSK‐3β  may  constitute  an  additional  reciprocal  link  between  the 
processes that govern muscle protein degradation and synthesis. Interestingly, GSK‐3β 
was  shown  to directly phosphorylate  the human GR, which  significantly altered  the 
repertoire of GR‐regulated  gene  expression  (119).  Since  transcriptional  regulation of 
FoXO1 (307) , MuRF1 (344) as well as of REDD1 (186), and suppression of IGF‐I expression 
are  dependent  on  genomic  GR  actions,  its  regulation  by  GSK‐3β  will  coordinately 
affect  UPS‐mediated  proteolysis  and  protein  synthesis.  This  warrants  further 
investigation of a potential  interaction between GSK‐3β and the GR  in the control of 
muscle protein synthesis and degradation during muscle wasting. 
3.3 Myonuclear turnover 
3.3.1 GSK‐3β and myonuclear loss 
Myonuclear  apoptosis  may  contribute  to  myofiber  plasticity.  The  apoptosis 
machinery  is classically divided  into the “mitochondrial,  intrinsic apoptotic pathway” 
and the “death receptor‐mediated, extrinsic apoptotic signaling pathway” (33,142), and 
either  internal or external signals can  induce caspase activity resulting  in cleavage of 
specific  proteins  required  for  cell  viability  (90,272).  The  intrinsic  pathway  may  be 
induced  by  DNA  damage  (352,353),  ER  stress  (316),  and  hypoxia  (236)  and  GSK‐3β 
increases  its activity by enhancing signals  for mitochondrial disruption  like Bax  (208), 
Bim  (149), MCL‐1  (222) or modulation of  transcription  factors  like  β‐catenin  (13), p53 
(353), and NF‐κB (269). 
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Conversely,  GSK‐3β  suppresses  the  extrinsic  pathway  in  response  to  TNF,  Fas 
ligand,  or  TRAIL  by  upstream  blockage  of  caspase‐8  (204,299)  or  caspase‐3  (299,317) 
activation. The molecular bases for these inhibitory actions of GSK‐3 on apoptosis are 
currently  unclear.  This  implies  that  inhibition  of  GSK‐3β  activity may  attenuate  or 
prevent  apoptosis  via  the  intrinsic  pathway,  while  increasing  the  susceptibility  to 
apoptosis mediated by the extrinsic pathway. Despite this emerging role for GSK‐3β in 
the regulation of apoptosis, currently no literature exists addressing the involvement 
of GSK‐3β  in  the  regulation of  skeletal muscle  cell apoptosis. Myonuclear apoptosis 
has been predominantly described during muscle atrophy  in both cachectic patients 
and models of muscle wasting (4,197,341). Plant et al. demonstrated that denervation‐
induced muscle  atrophy  is  caspase‐3‐dependent  (263). However,  the  involvement of 
caspase‐3  in prevention of myofiber atrophy was attributed to caspase‐3‐dependent 
degradation of myofibrillar proteins rather than myonuclear apoptosis. Nevertheless, 
caspase‐3 activity in skeletal muscle is PI‐3K‐dependent (120) involving GSK‐3β (33,185), 
i.e.  phosphorylation  of GSK‐3β  abrogates  caspase‐3  activation. Moreover,  IGF‐I/Akt 
signaling  inhibits  apoptosis  of  cardiomyocytes  and  skeletal  muscle  cells/myofiber 
nuclei (4,240,319), implying the potential involvement of GSK‐3β (Figure 2.3). 
3.3.2 GSK‐3β and myonuclear accretion 
GSK‐3β plays an integrative role in several signaling pathways that are involved in 
the cellular processes that direct proliferation and myogenic differentiation following 
satellite  cell  activation  of  and  their  subsequent  incorporation  into mature muscle 
fibers. Notch signaling  is active  in early satellite cell proliferation  (62) and during cell 
type  commitment  toward  the  myoblast  lineage,  Notch  signaling  decreases  and 
activation  of  Wnt/β‐catenin  signaling  occurs,  which  is  an  essential  step  in  the 
formation of myocytes  capable of  fusion  (42,331). GSK‐3β  appears  to be  involved  in 
both  pathways  as  inhibition  of  Notch  signaling  leads  to  increased  GSK‐3β  activity, 
while activation of Wnt/β‐catenin signaling results in GSK‐3β inactivation. GSK‐3β can 
associate  with  Notch  thereby  decreasing  Notch‐dependent  gene  expression  (100). 
However,  active  GSK‐3β  has  also  been  positively  linked  with  increased  Notch‐
dependent gene expression (131). This dualistic role of GSK‐3β in Notch signaling may 
rely on the cellular context. Wnt/β‐catenin signaling is essential during embryogenesis 
(46,121)  and  appears  to be  important  for postnatal muscle  growth  and  regeneration 
(64,118,259).  In  addition  to  promoting  satellite  cell  proliferation  (248), Wnt  signaling 
induces  location‐specific expression of muscle  regulatory  factors  (MRFs)  (321). These 
MRFs,  such  as  MyoD  and  myogenin,  in  turn,  induce  further  muscle‐specific  gene 
expression  (31,180,266),  which  results  in  muscle  protein  accretion  (18).  Inhibition  of 
Wnt/β‐catenin  signaling  can abrogate myogenic differentiation  (74), while  increasing 
Wnt signaling with canonical Wnt‐3a leads to enhanced myogenic differentiation (252) 
(Figure 2.3).  
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Figure 2.3  Schematic  representation  of  the  cellular  signaling  pathways  involved  in  myonuclear 
turnover.  
  IGF‐I  signaling  leads  to  inactivation of GSK‐3β  resulting  in  increased NFAT‐dependent  gene 
transcription and myogenic differentiation. Wnt  signaling  leads  to  inactivation/relocation of 
the  degradation  complex  resulting  in  redistribution  of  cellular  β‐catenin  content.  This 
increases β‐catenin‐dependent (mitotic) gene transcription as well as its association with (M‐) 
cadherin,  thereby  improving  cell‐cell  interactions  and  subsequent  myoblast  fusion  and 
myonuclear accretion. Apoptosis may contribute to myonuclear loss and GSK‐3β differentially 
affects  intrinsic  (“Z”,  e.g. DNA‐damage  oxidative  or  ER  stress)  and  extrinsic  (“X”,  e.g.  FasL, 
TRAIL, DR4/5, TNF) apoptosis signaling. 
 
 
A  recent  report  from  our  group  demonstrated  that  Wnt‐3a  supplementation 
markedly  improved  myoblast  fusion  and  myotube  formation,  and  incubation  of 
myoblasts  with  lithium  yielded  similar  results,  suggesting  that  GSK‐3β  inhibition 
accounted  for  these  stimulatory  effects  on  morphological  differentiation  (252). 
Although inhibition of GSK‐3 activity was accompanied by increased β‐catenin protein 
content  and  β‐catenin‐dependent  gene  expression,  increased  β‐catenin‐dependent 
transcriptional activity did not appear to account for improved myoblast fusion upon 
Wnt‐3a  ‐or  lithium‐treatment  (252).  Increased myotube  formation may  rather  be  a 
consequence  of  enhanced myoblast  fusion  due  to  increased  cell‐cell  contact  sites 
upon  β‐catenin accumulation.  β‐catenin  is an essential binding partner  for  cadherin 
cytoplasmic  tail,  such  as  muscle‐cadherin  (M‐cadherin)  (184,255,368).  β‐catenin  co‐
localizes  with  M‐cadherin  at  the  cell‐cell  contact  sites  in  membranes  which  are 
Chapter 2 
46 
important during myoblast fusion (159,184,237). Interestingly, although pharmacological 
inhibition of GSK‐3β (lithium) increases muscle‐specific gene expression in addition to 
myoblast  fusion,  the  former was not observed  in  response canonical Wnt‐mediated 
GSK‐3β  inhibition.  Canonical  Wnts  suppress  GSK‐3β‐mediated  β‐catenin 
phosphorylation and degradation through sequestration by axin and Dvl  (177,371,375), 
whereas  lithium  does  not  only  inhibit  GSK‐3β  associated  with  the  β‐catenin 
degradation complex, but also  the “free” GSK‐3β  involved  in other cellular signaling 
pathways like the IGF‐I/Akt signaling cascade.  
 
Muscle  regeneration  following  injury  or  during  recovery  from  muscle  atrophy 
involves satellite cell activation, increased autocrine/paracrine IGF‐I/Akt signaling (305) 
and  inhibition  of  GSK‐3β  enzymatic  activity  through  Ser9  phosphorylation  (335).  In 
addition,  stimulation  with  IGF‐I  has  been  repeatedly  shown  to  improve myogenic 
differentiation  including  enhanced muscle‐specific  gene  expression  (109,295,336),  and 
either  pharmacological  inhibition  or  genetic  ablation  of  GSK‐3β  is  sufficient  to 
recapitulate  this  stimulatory  effect  on  myogenic  gene  expression  during 
differentiation  (336,337).  Suppression  of muscle‐specific  gene  expression  by  GSK‐3β 
likely  occurs  through  phosphorylation  and  nuclear  exclusion  of  the  transcriptional 
regulator  NFAT  (73,298,337)  as  NFAT  transcriptional  activity  is  regulated  through 
dephosphorylation  by  calcineurin  allowing  nuclear  import  (1,50,230),  while  GSK‐3β 
phosphorylation leads to nuclear export (29,242), thereby preventing NFAT‐dependent 
gene transcription. 
 
Consequently,  pharmacological  inactivation  of GSK‐3β will  affect  both  the  gene 
regulatory  as  well  as  the  cellular  remodeling  processes  involved  in  myogenic 
differentiation, by activating/stabilizing  two GSK‐3β  substrates, namely NFAT and  β‐
catenin,  in  distinct  signaling  pathways.  However,  the  cross‐talk  between  these 
pathways  appears  to  be minimal  (303)  or  absent  (252)  in  skeletal muscle  based  on 
studies using either  IGF‐I or Wnt to accomplish  ligand‐specific  inactivation of GSK‐3β 
(20,77,200,252,375). A possible explanation for these  ligand‐specific effects of GSK‐3  lies 
in the modus of GSK‐3 inactivation by Wnt, i.e. through sequestration by axin and Dvl 
(177,371,375), which,  in contrast  to  IGF‐I signaling,  is not dependent on  inhibitory Ser9 
phosphorylation  of  GSK‐3β  (20,225).  Thus,  two  distinct  signaling  routes  involved  in 
control  of  specific  aspects  of  myogenic  differentiation,  rely  on  different  and 
independent modes  of modulating  GSK‐3  activity  (252,336)  reiterating  the  potential 
effect  of  pharmacological  inhibition  of  GSK‐3.  However,  it  also  indicates  that 
knowledge on the precise role of GSK‐3β in the various signaling pathways is of great 
importance  when  considering  this  kinase  as  a  pharmacological  target.  Therefore, 
further in vivo dissection of the involvement of GSK‐3β in myonuclear turnover and its 
contribution to skeletal muscle mass plasticity is imperative. 
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4. Therapeutic potential of GSK‐3β modulation 
Recent  research  efforts  have  kindled  an  interest  in  GSK‐3  as  an  important 
pharmaceutical  target,  due  to  its  role  in  the  molecular  pathogenesis  of  various 
diseases,  which  currently  lack  adequate  therapeutic  treatment.  For  instance,  the 
chemical GSK‐3  inhibitors CT20026  (345) or aminopyrimidine derivatives  (56,273) were 
shown  to  possess  insulin‐mimicking  properties,  which  led  to  improved  insulin 
signaling  and  glucose  homeostasis,  and  prevented  disease  progression  in  several 
models  of  diabetes.  Furthermore,  the  recently  discovered  irreversible  non‐ATP 
competitive GSK‐3  inhibitor, Tideglusib,  is  currently  in phase  II  clinical  trials  for  the 
treatment  of  Alzheimer’s  disease  and  progressive  supranuclear  palsy  (PSP)  (72,84). 
Another recent study reported that the GSK‐3 inhibitor AZD2858 could be beneficial in 
the  treatment  of  osteoporosis  (218),  as  pharmacological  GSK‐3  inhibition  had 
previously  been  shown  to  increase  bone  mass  (54).  Similarly,  enzymatic  GSK‐3 
inhibition  by  SB216763  unequivocally  abrogated  periodontal  pathogen‐induced 
alveolar bone loss, which prompted the authors to conclude that GSK‐3 inhibition may 
also be  relevant  for other chronic  inflammatory diseases  (3). Motor neuron diseases 
(MNDs),  such  as  amyotrophic  lateral  sclerosis  (ALS),  are  characterized  by  extensive 
skeletal muscle atrophy. Interestingly, pharmacological inhibition of GSK‐3 results in a 
significant delay in symptom onset and an increase in survival time in an in vivo model 
of ALS (181,182). Neuroprotection offered by GSK‐3 inhibition appears to be a validated 
therapeutic  strategy  in  the  treatment  of  another  MND,  namely  spinal  muscular 
atrophy (SMA) (48). Chen and co‐workers were the first to report that the novel GSK‐3 
inhibitor BIP‐135 exerted a neuroprotective effect, as BIP‐135 was  found  to extend 
the median survival time of transgenic mice bearing a severe SMA phenotype  (48). In 
conclusion,  the  above‐mentioned  studies  have  clearly  established  the  therapeutic 
potential of pharmacological GSK‐3β inhibitors.  
 
Therapeutic  interventions  aimed  at  the  treatment  of muscle wasting will  either 
target  the  impaired  signaling  that  lies  at  the  basis  of  disturbed  muscle  mass 
homeostasis, or may  aim  at modulation of master  regulators of  the processes  that 
govern muscle mass plasticity. GSK‐3 activity levels or its downstream substrates have 
not  systematically  been  included  in  the  biochemical  analyses  of  muscle  tissue 
obtained in clinical studies that investigate the signaling pathways controlling skeletal 
muscle mass  plasticity.  Nevertheless, muscle  biopsy  analyses  have  provided  some 
degree of evidence for altered GSK‐3β activity in patients with muscle atrophy. Doucet 
et  al.  reported  similar  GSK‐3β  phosphorylation  levels  in  skeletal  muscle  of  COPD 
patients with muscle  atrophy  compared  to  healthy  controls,  despite  increased  Akt 
phosphorylation, which may  suggest  aberrant  GSK‐3β  regulation  in wasted muscle 
(86).  In  chronic  complete  spinal  cord  injury,  a  condition  characterized  by  profound 
muscle  atrophy,  muscle  biopsy  analyses  revealed  strongly  reduced  GSK‐3β 
phosphorylation  levels,  indicative  of  reduced  endogenous  inactivation  (195). 
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Interestingly,  similar  observations were made  in  pre‐cachectic  cancer  patients  (22). 
Altogether,  there  is  currently  insufficient evidence  to  conclusively  imply or  rule out 
aberrant GSK‐3β  regulation  and  signaling  during  pathological  conditions  associated 
with muscle  wasting.  Apart  from  the  limited  number  of  studies measuring  GSK‐3 
activity and signaling in patient muscle biopsies, this is in part due to methodological 
limitations  including heterogeneity of  studied patient populations,  timing of muscle 
biopsies and the variability of biochemical analyses  in human muscle tissue subjects 
(47),  cross‐sectional  study  designs  could  be  optimized  by  careful  phenotyping  and 
matching of study groups, and by trying to capture the acute wasting process (66). 
 
Alternatively,  rather  than  comparing  GSK‐3β  signaling  under  basal  conditions, 
studying  it  in  the context of physiological  relevant anabolic  responses may be more 
appropriate  and  sensitive  in  order  to  expose  aberrant  GSK‐3  regulation. One  such 
example  is  the  response  to  resistance  exercise,  as  several  studies  have  clearly 
indicated physiological  alterations of GSK‐3  activity  levels post‐exercise  (194,283,359). 
Nevertheless, even  in absence of conclusive evidence obtained  from human muscle 
biopsies  implying  impaired GSK‐3β regulation and/or signaling as a primary cause of 
muscle  wasting,  the  pre‐clinical  research  described  above  may  provide  sufficient 
ground  to  progress  into  proof  of  concept  clinical  trials  with  GSK‐3β  inhibitors  to 
reverse muscle atrophy. 
 
Interestingly, pharmacological modulation of GSK‐3β has been clinical practice for 
several  decades  already,  as  lithium  is  an  FDA‐approved  drug  for  the  treatment  of 
psychiatric  conditions  including  bipolar  disorder  and  manic  depression  (115). 
Unfortunately, the studies addressing the efficacy of pharmacological GSK‐3 inhibitors 
in  these  types  of  disorders  and  in  animal  studies  do  not  typically  include  any 
parameters related to muscle mass or  function. As currently a number of registered 
clinical trials apply GSK‐3β inhibitors in psychiatric disorders, inclusion of muscle mass 
or  muscle  strength  using  simple  non‐invasive  techniques  may  provide  useful 
information with respect to muscle mass plasticity following systemic pharmacological 
GSK‐3β inhibition. 
 
Thus far, there have been no reports  in  literature that have associated  long term 
lithium  usage  to  increased  incidence  of  cancer  or  cancer‐related  deaths  (115). 
Nevertheless, the treatment time and the dose of pharmacological GSK‐3β  inhibitors 
are  best  kept  to  a minimum.  An  important  feature  of  GSK‐3β  to  consider  for  the 
purpose of pharmacological  inhibition,  is  that physiological  stimuli  including  insulin, 
IGF‐I  or  exercise  typically  reduce GSK‐3  activity  only  to  20  ‐  50%  of  basal  levels  in 
skeletal muscle  (217,336,363),  indicating that complete  inhibition of this molecule may 
not be needed and desirable. Secondly, the pleiotropic actions of GSK‐3β, apart from 
its  involvement  in muscle  plasticity, warrant  care with  the  applied  dose  of GSK‐3β 
inhibitors considering potential side effects. An important field for further exploration 
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concerns the non‐ATP‐competitive GSK‐3β inhibitors because of their superior kinase 
selectivity  and  lower  IC50  values.  Indeed,  some  preclinical  results  suggest  that 
prolonged  GSK‐3  inhibition  using  TDZDs  was  not  associated  with  adverse  effects 
(219,226).  Substrate‐competitive  inhibitors  also  deserve  further  development  and 
characterization, as these will allow superior specificity towards downstream signaling 
of  GSK‐3β  related  to  processes  involved  in  muscle  plasticity.  Finally,  systemically 
administered inhibitor doses may be further reduced by sensitizing skeletal muscle by 
means  of  physical  activity  or  tailored  exercise,  as  the  latter  enhances  local  drug 
delivery due to increased blood flow, and more importantly, in itself already reduces 
muscle GSK‐3β activity levels (194). Therefore, the integration of pharmacological and 
physical training modalities  into a multimodal treatment strategy aimed at  inhibition 
of GSK‐3β will allow optimal exploitation of its potential role as a central regulator of 
skeletal muscle mass plasticity for the treatment of skeletal muscle wasting. 
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Abstract 
Skeletal  muscle  atrophy  commonly  occurs  in  acute  and  chronic  disease.  The 
expression of the muscle‐specific E3 ligases atrogin‐1/MAFbx and muscle RING finger 
1  (MuRF1)  is  induced by atrophy stimuli such as glucocorticoids  (GCs) or absence of 
insulin‐like  growth  factor  1  (IGF‐I)/insulin  and  subsequent  Akt  signaling.  We 
investigated if glycogen synthase kinase‐3β (GSK‐3β), a downstream molecule in IGF‐
I/Akt  signaling,  is  required  for  basal  and  atrophy  stimulus‐induced  expression  of 
atrogin‐1  and  MuRF1,  and  myofibrillar  protein  loss  in  C2C12  skeletal  myotubes. 
Abrogation of basal IGF‐I signaling, using LY294002, resulted in a prominent induction 
of atrogin‐1 and MuRF1 mRNA and was accompanied by a loss of myosin heavy chain 
fast  (MyHC‐f) and myosin  light  chains 1 and 3  (MyLC‐1)  (MyLC‐3). The  synthetic GC 
dexamethasone  (Dex)  also  induced  the  expression  of  both  atrogenes  and  likewise 
resulted  in  the  loss of myosin protein abundance. Genetic ablation of GSK‐3β using 
siRNA resulted  in specific sparing of MyHC‐f, MyLC‐1 and MyLC‐3 protein  levels after 
Dex‐treatment or impaired IGF‐I/Akt signaling. Interestingly, loss of endogenous GSK‐
3β  suppressed  both  basal  and  atrophy  stimulus‐induced  atrogin‐1  and  MuRF1 
expression, whereas pharmacological GSK‐3β inhibition, using CHIR99021 or LiCl, only 
reduced  atrogin‐1 mRNA  levels  in  response  to  LY294002 or Dex.  In  conclusion, our 
data reveals that myotube atrophy and myofibrillar protein loss is GSK‐3β‐dependent, 
and demonstrates for the first time that basal and atrophy stimulus‐induced atrogin‐1 
mRNA  expression  requires  GSK‐3β  enzymatic  activity,  whereas  MuRF1  expression 
depends solely on the physical presence of GSK‐3β (*) 
 
* This article is the topic of an editorial focus by Esther E Dupont‐Versteegden and 
Christine Waters (11). 
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Introduction 
Skeletal  muscle  atrophy  is  a  common  and  disabling  feature  of  chronic 
degenerative  and  inflammatory  diseases  including  cancer,  congestive  heart  failure 
(CHF),  chronic  kidney  disease  (CKD)  and  chronic  obstructive  pulmonary  disease 
(COPD)  (20,31).  Furthermore,  it  is  well‐established  that  conditions  of  disuse  (e.g. 
immobilization,  denervation,  muscle  unloading),  aging  and  semi‐starvation  also 
contribute  to  skeletal  muscle  atrophy  (15,24).  Regardless  of  the  initiating  trigger, 
muscle atrophy is characterized by a decrease in muscle protein content, fiber cross‐
sectional area (CSA) and force output (24,45). 
 
Diminished protein content associated with skeletal muscle atrophy is the result of 
an imbalance between muscle protein synthesis and degradation, in favor of the latter 
(25,37). Increased muscle proteolysis during atrophy occurs upon the activation of the 
major  cellular proteolytic  systems, which  include  the ATP‐dependent ubiquitin 26S‐
proteasome system (UPS), the autophagy‐lysosomal pathway (ALP), and the calcium‐
dependent calpains (19). It should be noted, however, that reduced protein synthesis, 
besides  accelerated  breakdown  of  muscle  proteins,  also  contributes  to  muscle 
atrophy under certain conditions (24,34).  
 
It is generally accepted that the “atrophy program” within the muscle is primarily 
carried  out  through  activation  of  the  UPS  (25).  This  prototypical  pathway  is 
characterized by its ability to recognize, ubiquitinate and subsequently target specific 
protein  substrates  for  destruction.  In  their  quest  to  elucidate  the mechanisms  of 
muscle atrophy, Bodine et al. (2) and Gomes et al. (17) did pioneering work that led to 
the  discovery  of  two muscle‐specific  E3  ubiquitin  ligases,  namely  atrogin‐1/MAFbx 
(hereinafter  termed  atrogin‐1)  and  muscle  RING  finger  1  (MuRF1),  which  are 
considered as rate‐limiting enzymes of UPS‐mediated muscle protein breakdown, as 
their absence  strongly attenuates muscle atrophy.  In  fact, atrogin‐1 and MuRF1 are 
induced  by  a  number  of  atrophy  stimuli,  including  disuse/inactivity  (2),  nutrient 
deprivation  (fasting)  (33)  and  glucocorticoid  (GC)‐treatment  (50,60,61),  and  are 
consequently referred to as atrogenes. 
 
Although myofibrillar proteins are among the most stable  in the body  (16), during 
atrophy these proteins of the contractile apparatus are degraded to a greater extent 
than  their cytoplasmic counterparts  (36).  In  recent years, several components of  the 
contractile  apparatus,  including  myosin  heavy  chain  (MyHC)  (8),  myosin‐binding 
protein C  (MyBP‐C)  and myosin  light  chains 1  and 2  (MyLC‐1  and MyLC‐2)  (9) were 
proven to be targets of UPS‐mediated protein breakdown, and  increased proteolysis 
of  these  proteins  likely  contributes  to  loss  of muscle mass  and  function  in muscle 
atrophy.  Exogenously  administered  as  well  as  elevated  circulating  levels  of 
endogenous GCs  are  a well‐described  stimulus  for muscle  proteolysis  (19,22,31)  and 
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physiological  levels  of  endogenous  GCs  appear  indispensable  for  the  induction  of 
protein degradation  in  several models of atrophy  (23,43). Furthermore,  treatment of 
cultured myotubes with  the  synthetic GC dexamethasone  (Dex) has been  shown  to 
result in selective loss of MyHC protein (7). 
 
Insulin  and  insulin‐like  growth  factor  1  (IGF‐I)  are  both  anabolic  factors, whose 
ability to promote protein synthesis, and suppress muscle proteolysis have been well 
documented  in  the  context  of muscle maintenance  and  growth  (15,30,40).  IGF‐I  and 
insulin affect cellular protein  turn‐over via a well‐characterized  signaling circuit  that 
includes  phosphorylation  of  phosphatidylinositol‐3  kinase  (PI‐3K),  allowing  Akt/PKB 
(hereinafter termed Akt), to translocate to the membrane which in turn facilitates its 
phosphorylation and activation by the 3‐phosphoinositide‐dependent protein kinase‐1 
(PDK‐1)  (6). Conversely, Akt activation results  in the phosphorylation and cytoplasmic 
retention  of  the  Forkhead  box  O  (FoXO)  class  of  transcription  factors,  which  is 
required  for  the  suppression  of  atrogin‐1  and  MuRF1  gene  expression  (43,48)  and 
responsible  for  the  subsequent  attenuation  of  proteolysis.  In  vitro,  loss  of muscle 
mass  maintenance  resulting  from  impaired  IGF‐I  signaling  can  be  mimicked  by 
LY294002, a selective PI‐3K inhibitor, which is able to tip the balance towards protein 
degradation (30,40,42). 
 
Phosphorylated  Akt  activates  mammalian  target  of  rapamycin  complex  1 
(mTORC1) and  in parallel  inactivates glycogen synthase kinase‐3β  (GSK‐3β), resulting 
in  increased mRNA  translation  initiation  and  capacity  to promote protein  synthesis 
(15,38,48). As  indicated, GSK‐3β  is a signaling protein directly downstream of Akt. Akt 
reduces  GSK‐3β  kinase  activity  through  phosphorylation  of  Ser9  (18),  resulting  in 
enhanced mRNA  translation due  to  increased eukaryotic  initiation  factor 2B  (eIF2B) 
activity  consequent  to  reduced  inhibitory phosphorylation of eIF2Bε by GSK‐3β  (59). 
However,  the  contribution  of  GSK‐3β  to  protein  turn‐over  does  not  appear  to  be 
restricted  to  regulation  of  protein  synthesis.  Previously,  it was  shown  that GSK‐3β 
inhibitors decreased general protein degradation  comparably  to  IGF‐I  in a model of 
GC‐associated muscle proteolysis  (12,13,32). Yet  it  is noteworthy  that  in  these studies 
the effect of GSK‐3β modulation on contractile muscle protein  (myofibrillar protein) 
content was not assessed. Taken together, these findings strongly support the notion 
that  GSK‐3β  may  constitute  an  additional  level  at  which  protein  synthesis  and 
degradation  are  coordinated  as,  in  addition  to  its  inhibitory  effect  on  mRNA 
translation, GSK‐3β activity also appears to be involved in protein degradation. 
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In  an  effort  to  elucidate  a  potential  role  of GSK‐3β  in  the  regulation of muscle 
proteolysis and atrophy, we investigated whether basal and atrophy stimulus‐induced 
expression  of  atrogin‐1  and  MuRF1  is  affected  by  inhibition  of  GSK‐3β,  using 
pharmacological  and  genetic  approaches  in  cultured  C2C12  myotubes.  We  further 
sought to examine if GSK‐3β is required for the loss of myofibrillar proteins induced by 
GCs or impaired IGF‐I/Akt signaling in vitro. The present study reveals a pivotal role of 
GSK‐3β  in  the  regulation  of  skeletal  muscle  atrophy:  GSK‐3β  controls  basal  and 
atrophy  stimulus‐induced  expression  of  atrogin‐1  and  MuRF1,  and  conversely,  its 
absence results  in specific sparing of MyHC‐f, MyLC‐1 and MyLC‐3 protein  levels and 
myotube size after Dex‐treatment or impaired IGF‐I/Akt signaling 
Materials and Methods 
Cell culture 
The murine skeletal muscle cell  line C2C12 was obtained  from  the American Type 
Culture Collection (ATCC # CRL1772, Manassas, VA, USA). Myoblasts were cultured in 
growth medium  (GM),  composed  of  low  glucose  [1  g/l] Dulbecco’s Modified  Eagle 
Medium  (DMEM)  containing  antibiotics  [50  U/ml  Penicillin  and  50  μg/ml 
Streptomycin] (all from Gibco, MD, USA) and 9% (v/v) Fetal Bovine Serum (FBS) (PAA 
Laboratories GmbH,  Austria).  The  cells were  plated  at  a  density  of  104/cm2  on  BD 
Matrigel coated [1:50 in DMEM] 35 mm dishes (both from BD Biosciences, MA, USA) 
and  cultured  in GM  for  24  h  prior  to  induction  of  differentiation.  C2C12 myoblasts 
underwent  differentiation  into  myotubes  following  growth  factor  withdrawal  (62). 
Differentiation medium  (DM) was made  by  supplementing DMEM with  0.9%  heat‐
inactivated  FBS  (30 min  at  56°C)  and  antibiotics  [50  U/ml  Penicillin  and  50  μg/ml 
Streptomycin]. The differentiating cells were provided with fresh DM every 48 h and 
2 h before stimulation. Murine IGF‐I, insulin, LiCl, dexamethasone (Dex), staurosporine 
(all from Sigma‐Aldrich, MO, USA), LY294002 (Calbiochem, CA, USA), Akti‐1/2 inhibitor 
(Merck,  Germany)  and/or  CHIR99021  (kindly  provided  by  Dr.  Cohen, MRC  Protein 
Phosphorylation Unit, University of Dundee, UK) were added after 5 days of culture in 
DM for the indicated times and concentrations. 
RNA isolation and assessment of mRNA abundance for qRT‐PCR 
C2C12  cells were washed  twice with  ice‐cold  1X  PBS,  after which  total  RNA was 
isolated using the ToTALLY RNA kit (Ambion, TX, USA) according to the manufacturer’s 
instructions. Upon completion of the protocol the RNA was dissolved in 1 mM sodium 
citrate (pH 6.4) and stored at ‐80°C. The RNA concentrations were measured using a 
Nanodrop  ND‐1000  UV‐Vis  spectrophotometer.  Next,  0.4  μg  RNA  was  reverse 
transcribed  into cDNA using  the Transcriptor First Strand cDNA Synthesis kit  (Roche 
Diagnostics GmbH, Germany) according to the manufacturer’s instructions. Anchored 
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oligo‐dT primers were used  for priming. The mRNA  transcript  levels of  the genes of 
interest (Supplemental Table S3.1) were determined by real‐time quantitative reverse 
transcription PCR (qRT‐PCR). qRT‐PCR primers were designed using Primer Express 2.0 
software  (Applied Biosystems,  CA, USA)  and  obtained  from  Sigma‐Aldrich.  qRT‐PCR 
reactions contained 1X Absolute qRT‐PCR SYBR Green Fluorescein Mix (Westburg, the 
Netherlands) and primers  [300 nM]. The PCR reaction was performed by a two‐step 
PCR  and  standards  were made  by making  5‐fold  serial  dilutions  of  pooled  cDNA. 
Relative cDNA concentrations of  the samples were derived  from  the standard curve 
with at  least a R2 > 0.98 and an efficiency between 90 ‐ 110%. The geNorm software 
package  (54)  was  used  to  ascertain  the  most  suitable  set  of  reference  genes  for 
normalization.  The  correction  factor,  calculated  by  geNorm,  was  based  on  a 
combination of  the expression  levels of  β‐actin,  cyclophilin A, GAPDH and  calnexin. 
qRT‐PCR reactions were performed on a MyiQ single‐color real‐time thermocycler and 
analyzed using MyiQ 2.0 software (all from Bio‐Rad, CA, USA). 
Western blotting 
C2C12 cells were washed twice with ice‐cold 1X PBS after which they were scraped 
using cell  scrapers  (rubber policemen) and  lysed  in a whole cell  lysate buffer  (WCL) 
[20 mM Tris, pH 7.4; 150 mM NaCl; 1% Nonidet P40; 1 mM DTT; 1 mM Na3VO4; 1 mM 
PMSF;  10  μg/ml  Leupeptin  and  1%  Aprotinin].  Total  protein  concentration  was 
assessed by the Thermo Scientific Pierce BCA Protein Assay kit (Pierce Biotechnology, 
IL, USA) according to the manufacturer’s instructions. The protein lysates were boiled 
for 5 min at 95°C after addition of 4X Laemmli sample buffer [0.25 M Tris‐HCl pH 6.8; 
8% (w/v) SDS; 40% (v/v) glycerol; 0.4 M DTT and 0.04% (w/v) Bromophenol Blue]. For 
the determination of myofibrillar protein abundance  cell  lysates were  sonicated  for 
10X 1 sec with 10 sec  intervals (MSE sonicator, PG784). For SDS‐PAGE 0.3  ‐ 20 μg of 
protein was  loaded per  lane and separated on a Criterion XT Precast 4 ‐ 12% Bis‐Tris 
gel  (Bio‐Rad),  followed  by  transfer  to  a  0.45  μm Whatman  Protran  Nitrocellulose 
Transfer membrane (Whatman GmbH, Germany) by electroblotting (Bio‐Rad Criterion 
Blotter).  For  the determination of myofibrillar protein  abundance equal  volumes of 
lysate  were  separated,  as  correction  for  total  protein  would  result  in  an 
underestimation of potential atrophy effects, since in muscle cells contractile proteins 
account  for  the  majority  of  the  total  protein  content.  Nitrocellulose  blots  were 
incubated overnight  (4°C) with  specific  antibodies  directed  against:  p‐GSK‐3β  (Ser9) 
(#9336), GSK‐3β (#9332), p‐Akt (Ser473) (#9271), Akt (#9272), GAPDH (#2118), cleaved 
caspase‐3  (#9661)  (all  from Cell  Signaling  Technology), MyHC‐f  (#M4276),  α‐tubulin 
(#T6074) (both from Sigma‐Aldrich), p‐eIF2Bε (Ser539) (#44‐530G) (Invitrogen, CA, USA) 
and MyLC‐1  and  3  (#F310)  (Developmental  Studies Hybridoma  Bank,  Iowa  City,  IA, 
USA)  diluted  in  TBS/0.1%  Tween‐20.  The  blots  were  probed  with  a  peroxidase 
conjugated  secondary  antibody  (#PI‐1000)  (Vector  Laboratories,  CA,  USA),  and 
visualized  using  Supersignal  WestPico  Chemiluminescent  Substrate  (Pierce 
Biotechnology) according to the manufacturer’s instructions and exposed to Super RX 
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film  (FUJIFILM).  The  Western  blot  films  were  digitalized  using  a  Bio‐Rad  GS‐800 
Densitometer and subsequent quantification was done using Quantity One software 
(version 4.5) (both from Bio‐Rad). 
Stable transfection 
Vectors expressing shRNA directed against GSK‐3β and MuRF1 were constructed 
by  inserting  a  duplex  of  annealed  oligonucleotides  containing  the  19‐nt  target 
sequences  into  the pRetro‐Super  (pRS) vector  (3,4)  (kindly provided by Dr. R. Agami, 
the Netherlands Cancer Institute, Amsterdam). Ecotropic retroviral supernatants were 
produced by transfection of phoenix packaging cells (kindly provided by Dr. G. Nolan, 
Stanford  University,  USA),  cultured  in  high  glucose  [4.5  g/l]  DMEM  containing 
antibiotics [50 U/ml Penicillin and 50 μg/ml Streptomycin] and 9% (v/v) FBS, with the 
pRS GSK‐3β/MuRF1  shRNA  vector  or  the  pRS  control  vector  by  calcium  phosphate 
precipitation. The  tissue  culture medium was  filtered  through a 0.45  μm  filter 48 h 
post‐transfection  and  the  supernatant  containing  the  viral  particles  was  used  for 
infection of C2C12 cells after the addition of Polybrene [4 μg/ml] (Sigma‐Aldrich). The 
cells were  infected  for at  least 6 h and allowed  to  recover  for 24 h with  fresh GM. 
Infected cells were selected with Puromycin [2.5 μg/ml] for at least 96 h. Of the three 
target  sequences  tested,  the  pRS  vector  containing  the  19‐nt  target  sequences 
5′‐GTTGTATATGTATCAGCTG‐3′  and  5′‐GATCAACATCTACTGTCTC‐3′  demonstrated  the 
strongest RNA silencing for GSK‐3β and MuRF1. Silencing efficiency was evaluated by 
qRT‐PCR or Western blot analysis for GSK‐3β. 
Transient transfection 
GSK‐3β mRNA  expression  was  silenced  in  C2C12 myotubes  that  had  undergone 
differentiation  for  4  days  and were  grown  in  35 mm  dishes  (BD  Biosciences).  The 
myotubes  were  transiently  transfected  using  Stealth  RNAi  siRNAs  (Invitrogen) 
according  to  the manufacturer’s  instructions. The  transfection mix was prepared  in 
Opti‐MEM  reduced  serum  medium  and  Lipofectamine  RNAiMAX  (both  from 
Invitrogen)  was  used  as  a  transfection  agent.  The  transfection  mixture,  for  both 
universal  control  siRNA  (low  GC%)  and  target  siRNA  [final  concentration  both  at 
10 nM] was incubated at room temperature (RT) for 20 min after which it was added 
to the culture dishes containing fresh DM. The post‐transfection interval lasted for 24 
h, before the transfected cells were taken  into subsequent experiments. Knockdown 
of GSK‐3β was evaluated by Western blot and qRT‐PCR analysis. 
May‐Grünwald Giemsa staining 
C2C12  cells  were  grown  on  Matrigel  coated  35  mm  dishes  and  underwent 
differentiation for 5 days, prior to the addition of LY294002 and Dex for 48 h. The cells 
were washed  twice  in 1X PBS  (RT),  fixed  in methanol and  stained  in May‐Grünwald 
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Giemsa  (Sigma‐Aldrich)  according  to  the manufacturer’s  instructions.  Pictures were 
taken  at  40X  and  100X  magnifications  using  a  microscope  connected  to  a  digital 
camera (DXM 1200F), both from Nikon (Nikon, Kanagawa, Japan). 
Statistical analysis 
The data are represented as means and error bars  indicate standard error of the 
mean (SEM). Comparisons of mean values were tested non‐parametrically, using the 
Mann‐Whitney U  test. A two‐tailed probability value of p<0.05 between groups was 
considered statistically significant. 
Results 
Suppression of GSK‐3β activity is associated with decreased atrogin‐1 
and MuRF1 expression 
To investigate the potential regulation of atrogin‐1 and MuRF1 expression by GSK‐
3β,  the mRNA  expression  pattern  of  these  atrogenes was  first  determined  during 
myogenic  differentiation  of  C2C12  myoblasts.  atrogin‐1  and MuRF1  expression  has 
been  shown  to  be  exclusively  restricted  to  cardiac  and  skeletal muscle  (2,17).  The 
mRNA expression of these atrogenes increased during myogenic differentiation (51,52). 
A  strong  increase  in  atrogin‐1  and  MuRF1  transcript  levels  was  observed  when 
compared with proliferating myoblasts. Atrogin‐1 expression  levels  increased rapidly 
and peaked  at 48 h post  induction of differentiation, whereas MuRF1 mRNA  levels 
increased  steadily  starting  from  24  h  and  peaking  at  96  h  post  induction  of 
differentiation (Figure 3.1A). From 96 h onwards MuRF1 mRNA expression remained 
stable,  while  atrogin‐1  mRNA  levels  stabilized  after  72  h  post  induction  of 
differentiation. At  subsequent  time points  the  fluctuations  in  atrogin‐1  and MuRF1 
mRNA were  not  statistically  significant  and  considered  stable  (Figure  3.1A). Hence, 
C2C12  myoblasts  were  differentiated  for  5  days  to  address  our  atrophy‐related 
questions in the remainder of this study. 
 
The addition of  IGF‐I or  insulin to the culture medium significantly decreased the 
basal mRNA  expression  levels  of  both  atrogin‐1  and MuRF1  in  a  dose‐dependent 
fashion  (Figure  3.1B).  The  ratio  of  p‐Akt/Akt  increased  dramatically  following 
incubation with either  IGF‐I  (729%) or  insulin  (422%) compared with vehicle control 
(Figure 3.1C).  
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Figure 3.1  Suppression of GSK‐3β activity is associated with decreased atrogene expression. 
  (A) C2C12 myoblasts were induced to differentiate in DM for 24, 48, 72, 96, 120 and 144 h to 
assess  mRNA  abundance  of  atrogin‐1  and  MuRF1.  Time  point  0  represents  data  for 
proliferating myoblasts  in GM.  (B) Fully differentiated C2C12 myotubes  (5 days) were treated 
for  24 h with or without  IGF‐I  [5 nM  and  10 nM] or  insulin  [25 nM  and  100 nM]  [vehicle 
control  (vc):  0.1%  (BSA)  in  HBSS]  and  mRNA  abundance  of  atrogin‐1  and  MuRF1  was 
determined.  (C)  C2C12 myotubes were  cultured  for  2  h  in  the  presence  of  IGF‐I  [5  nM]  or 
insulin [25 nM] and protein levels of phospho‐Akt (p‐Akt), total Akt (Akt), phospho‐GSK‐3β (p‐
GSK‐3β),  total GSK‐3β  (GSK‐3β), phospho‐eIF2Bε  (p‐eIF2Bε) and GAPDH were determined  in 
cell  lysates by Western blot analysis. Levels of p‐eIF2Bε were corrected for GAPDH. (D) C2C12 
myotubes were treated for 24 h with LiCl [1, 5 and 10 mM] or vc (HBSS), or alternatively with 
CHIR99021  [1,  2,  3,  5,  7,  10  μM] or  vc  (DMSO),  for  18  h  to  inhibit GSK‐3β  activity. mRNA 
abundance  of  atrogin‐1  and MuRF1 was  assessed.  All  data  shown  are  representative  of  3 
independent  experiments  (mean  ±  SEM,  n=3)  (except  A,  n=4).  *  p<0.05  compared  with 
control;  # p<0.05 refers to a difference between indicated conditions. 
 
 
Similarly,  supplementation with  IGF‐I or  insulin  resulted  in a marked  increase of 
GSK‐3β  Ser9  phosphorylation  (p‐GSK‐3β/GSK‐3β)  (185%  and  225%  respectively), 
suggesting decreased GSK‐3β activity. In addition, supplementing the culture medium 
with  either  IGF‐I or  insulin  resulted  in  lowered  levels of p‐eIF2Bε,  the downstream 
substrate of GSK‐3β (‐92% and ‐84% respectively), reflecting decreased GSK‐3β activity 
(Figure 3.1C). To investigate the effects of GSK‐3β inhibition in the presence of intact 
Akt  signaling  on  the  basal mRNA  expression  levels  of  atrogin‐1  and MuRF1,  C2C12 
myotubes were treated with LiCl or CHIR99021, a more selective GSK‐3β inhibitor (39). 
Inhibition  of  GSK‐3β  resulted  in  a  significant  dose‐dependent  downregulation  of 
atrogin‐1 mRNA  expression  (Figure  3.1D), while MuRF1  expression  levels  remained 
unaffected  (data not  shown). Maximal  inhibition of atrogin‐1 mRNA expression was 
noted at  concentrations of 10 mM  LiCl  concentration  (‐36%) or 7  μM CHIR99021  (‐
56%).  No  cell  death  was  observed  after  prolonged  treatment  with  either  LiCl  or 
CHIR99021. Inhibition of GSK‐3β enzyme activity therefore recapitulates the inhibition 
of atrogin‐1, but not MuRF1 expression following IGF‐I or insulin signaling. 
Induction of atrogin‐1 but not MuRF1 mRNA expression by blockade of 
basal IGF‐I signaling requires GSK‐3β activity 
Next, we  investigated how GSK‐3β activity and atrogin‐1/MuRF1 expression were 
related under  conditions of  atrophy  induced by  abrogation of basal  IGF‐I  signaling. 
Inhibition  of  PI‐3K  using  LY294002  resulted  in  a  clear  morphological  atrophy 
phenotype (Figure 3.2A) and was characterized by a significant loss of MyHC‐f (‐65%) 
protein levels after 48 h (Figure 3.2B). Furthermore, MyLC‐1 (‐52%) and MyLC‐3 (‐65%) 
protein  levels were  also diminished  after 48 h exposure  to  LY294002  (Figure 3.2B). 
Alongside  loss  of myofibrillar  proteins,  LY294002‐treatment  also  caused  decreased 
expression  of GAPDH  (‐66%)  and  α‐tubulin  (‐60%,  data  not  shown).  A  decrease  in 
myosin  protein  abundance was  already  apparent  after  24  h  (Supplemental  Figure 
S3.1A) but the effects were more evident after 48 h of LY294002‐treatment. 
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When  using  LY294002,  a  significant  reduction  of  basal  p‐Akt/Akt  (‐47%)  was 
observed,  demonstrating  effective  inhibition  of  basal  IGF‐I  signaling  (Figure  3.2C). 
Moreover,  diminished  IGF‐I/Akt  signaling  significantly  reduced  p‐GSK‐3β/GSK‐3β 
levels  (‐76%), while  levels of p‐eIF2Bε were elevated  (828%),  indicative of  increased 
GSK‐3β  activity  (Figure  3.2C).  Similarly,  abrogation of basal  IGF‐I  signaling by direct 
inhibition of Akt using Akti‐1/2 (p‐Akt/Akt: ‐94%) resulted in a lowered p‐GSK‐3β/GSK‐
3β  ratio  (‐57%)  and  increased  phosphorylation  of  eIF2Bε  (208%),  suggestive  of 
increased GSK‐3β activity (Figure 3.2C). Moreover, incubation with LY294002 caused a 
dose‐dependent  induction  of  atrogin‐1  and  MuRF1  mRNA  levels  (Figure  3.2D). 
LY294002  concentrations  greater  than  15  μM  did  not  further  increase  atrogene 
expression, and  this concentration  is well within  the  range used  for PI‐3K  inhibition 
(13,30,55).  Inhibition of Akt kinase activity using Akti‐1/2 also significantly  induced the 
expression  of  atrogin‐1  as  well  as  MuRF1  mRNA  (Figure  3.2D),  confirming  the 
association  between  increased  GSK‐3β  activity  and  the  induction  of  atrogene 
expression observed with LY294002. 
 
To  investigate  whether  GSK‐3β  activity  is  required  for  increased  atrogene 
expression  in  response  to  inhibition of Akt signaling, myotubes were simultaneously 
treated  with  LY294002  and  CHIR99021  to  inhibit  GSK‐3β  activity.  Interestingly, 
whereas  induction  of  atrogin‐1  expression  was  fully  abrogated  by  CHIR99021, 
LY294002‐induced  MuRF1  mRNA  transcript  levels  were  not  affected  by  GSK‐3β 
inhibition (Figure 3.2E). 
Induction of atrogin‐1 & MuRF1 mRNA expression by dexamethasone 
requires GSK‐3β activity 
In the clinical setting, GCs are still an  important contributor to muscle wasting  in 
acute and chronic disease (44), making Dex‐supplementation a relevant in vitro and in 
vivo model  for muscle atrophy  (8,12,21,42). To confirm  the differential dependency of 
atrogin‐1 and MuRF1 mRNA expression on GSK‐3β activity in a second atrophy model, 
C2C12 myotubes  were  exposed  to  the  synthetic  GC  Dex  for  48  h.  In  analogy  with 
previous findings using LY294002, exposure to Dex gave rise to a clear morphological 
atrophy phenotype  (Figure  3.3A)  and  likewise  resulted  in  a marked  loss  of MyHC‐f 
(‐43%),  MyLC‐1  (‐90%)  and  MyLC‐3  (‐56%)  protein  levels  (Figure  3.3B),  whereas 
GAPDH  protein  abundance  (‐24%)  was  only  slightly  affected  by  Dex‐treatment.  A 
decrease in myosin protein abundance was already apparent after 24 h (Supplemental 
Figure S3.2A) but the effects were more pronounced after 48 h of exposure to Dex.  
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Figure 3.2  Induction of atrogin‐1 mRNA expression by blockade of basal IGF‐I signaling requires GSK‐3β 
activity. 
  (A) Myotubes  at  5  days  of  differentiation were  treated with  LY294002  [15  μM]  or  vehicle 
control  (vc)  (DMSO)  for 48 h and  then assessed  for morphological changes by staining with 
May‐Grünwald Giemsa  (40X magnification, scale bar = 500 μm;  inset = 100X magnification). 
(B) C2C12 myotubes were exposed to LY294002 [15 μM] or vc (DMSO) for 48 h. Protein levels 
of MyHC‐f, MyLC‐1, MyLC‐3 and GAPDH were determined in sonicated cell lysates by Western 
blot analysis. (C) C2C12 myotubes were cultured for 2 h in the presence of LY294002 [15 μM] or 
Akti‐1/2 [5 μM] inhibitors or vc (DMSO). Protein levels of phospho‐Akt (p‐Akt), total Akt (Akt), 
phospho‐GSK‐3β  (p‐GSK‐3β),  total GSK‐3β  (GSK‐3β), phospho‐eIF2Bε  (p‐eIF2Bε)  and GAPDH 
were determined  in cell  lysates by Western blot analysis.  (D) C2C12 myotubes were cultured 
for 18 h with LY294002  [15  μM] or Akti‐1/2  [5  μM]  inhibitors or vc  (DMSO) and  the mRNA 
abundance of atrogin‐1 and MuRF1 was determined. (E) C2C12 myotubes were treated for 18 h 
with  LY294002  [15  μM]  or  vc  (DMSO)  and/or  CHIR99021  [7  μM],  after  which  mRNA 
abundance  of  atrogin‐1  and MuRF1 was  assessed.  All  data  shown  are  representative  of  3 
independent experiments (mean ± SEM, n=3) (except C, LY294002 n=4). * p<0.05 compared 
with control; # p<0.05 refers to a difference between indicated conditions. NS: not significant. 
 
 
The Dex  concentrations used here have previously been used  in  the  context of 
atrophy  (8,48), and no cell death was observed as a consequence of Dex after 24 or 
48 h.  Moreover,  neither  LY294002  nor  Dex‐treatment  increased  levels  of  cleaved 
caspase‐3, which  indicated  that prolonged exposure  to  these  stimuli did not  induce 
apoptosis in C2C12 myotubes (Supplemental Figure S3.1B, S3.2B). 
 
Supplementing  the  culture  medium  with  Dex  resulted  in  a  significant  dose‐
dependent  induction  of  atrogin‐1  mRNA  expression  (Figure  3.3C).  Although  less 
distinct, MuRF1  transcript  levels were  also  upregulated  in  response  to Dex  (Figure 
3.3D).  Inhibition of GSK‐3β activity, by CHIR99021 completely abolished Dex‐induced 
increases  in atrogin‐1 mRNA abundance  (Figure 3.3C). However, this dependency on 
GSK‐3β activity was not observed for MuRF1 expression (Figure 3.3D). 
Myotube atrophy induced by impaired IGF‐I/Akt signaling depends on 
GSK‐3β 
To  further address whether muscle atrophy and associated atrogene expression 
are  dependent  on  GSK‐3β,  its  expression  was  transiently  silenced  using  siRNA 
(vc/sh‐GSK‐3β)  resulting  in a 80% decrease  in GSK‐3β protein  levels  compared with 
myotubes  transfected  with  control  siRNA  (vc/sh‐control)  (Figure  3.4A).  Decreased 
levels of p‐eIF2Bε (‐99%) further confirmed absence of GSK‐3β activity  (Figure 3.4A). 
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Figure 3.3  Induction  of  atrogin‐1/MuRF1  mRNA  expression  by  dexamethasone  requires  GSK‐3β 
activity.  
  (A) Myotubes at 5 days of differentiation were  treated with Dex  [25 μM] or vehicle control 
(vc)  (DMSO)  for  48  h  and  then  assessed  for morphological  changes  by  staining with May‐
Grünwald Giemsa  (40X magnification,  scale bar  =  500  μm;  inset  = 100X magnification).  (B) 
C2C12 myotubes were exposed to Dex [25 μM] or vc (DMSO) for 48 h. Protein levels of MyHC‐f, 
MyLC‐1,  MyLC‐3  and  GAPDH  were  determined  in  sonicated  cell  lysates  by  Western  blot 
analysis.  (C)(D) C2C12 myotubes were  treated  for 24 h with Dex  [10, 25 and 100  μM] or  vc 
(DMSO) and/or CHIR99021 [7 μM] after which mRNA abundance of atrogin‐1 (C) and MuRF1 
(D) was determined. All data shown are representative of 3 independent experiments (mean 
±  SEM,  n=3).  *  p<0.05  compared  with  control;  #  p<0.05  refers  to  a  difference  between 
indicated conditions. 
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GSK‐3  isoform  specific  knockdown was  confirmed  by  evaluation  of GSK‐3α  and 
GSK‐3β mRNA expression  (Supplemental  Figure  S3.3A). We next  sought  to examine 
the effects of the absence of endogenous GSK‐3β on the mRNA expression of atrogin‐
1 and MuRF1. GSK‐3β‐deficient or appropriate  control myotubes were  subjected  to 
LY294002‐treatment for 24 h. Surprisingly, in contrast to former results obtained with 
the  pharmacological  inhibitor  CHIR99021,  genetic  ablation  of  GSK‐3β  significantly 
reduced basal expression and  induction of atrogin‐1  (Figure 3.4B) as well as MuRF1 
(Figure 3.4C) mRNA levels in response to LY294002. 
 
To  investigate  whether  the  reduced  induction  of  atrogin‐1  and  MuRF1  mRNA 
expression  after  knockdown  of  GSK‐3β  corresponded  with  an  attenuated  atrophy 
phenotype,  GSK‐3β‐deficient  or  appropriate  control  myotubes  were  subjected  to 
LY294002‐treatment  for  48  h  to  evaluate  myofibrillar  protein  content. 
Supplementation  with  LY294002  (LY/sh‐control)  resulted  in  a  significant  loss  of 
MyHC‐f  (‐56%), MyLC‐1  (‐43%)  and MyLC‐3  (‐46%)  protein  content  compared with 
control  myotubes  (vc/sh‐control).  However,  upon  genetic  ablation  of  GSK‐3β 
(LY/sh‐GSK‐3β), the reduction of MyHC‐f (‐26%), MyLC‐1 (‐7%) and MyLC‐3 (‐18%) was 
markedly attenuated compared with control myotubes (vc/sh‐control) in response to 
LY294002  (Figure  3.4D).  Interestingly,  basal  knockdown  of  GSK‐3β  (vc/sh‐GSK‐3β) 
appeared to slightly increase protein levels of MyHC‐f (5%), MyLC‐1 (15%) and MyLC‐3 
(35%) compared with myotubes transfected with control siRNA (vc/sh‐control) (Figure 
3.4D).  Importantly, GSK‐3β ablation did not prevent decreased GAPDH expression  in 
response  to  LY294002,  suggesting  a  specific  role  for  GSK‐3β  in  the  regulation  of 
myofibrillar protein  loss. To  investigate whether  this attenuated  loss of myofibrillar 
content corresponded to preservation of myotube size in response to LY294002, GSK‐
3β‐deficient and sh‐control myotubes were exposed to LY294002 for 48 h after which 
the cells were stained. Indeed, GSK‐3β‐deficient myotubes appeared more resistant to 
LY294002‐induced  atrophy,  characterized  by  the  preservation  of  myotube  size 
(Supplemental Figure S3.1C).   
 
Myofibrillar protein degradation has been  shown  to be mediated by MuRF1. So 
far,  no  known  myofibrillar  protein  targets  have  been  described  for  atrogin‐1. 
Therefore, myofibrillar protein content was evaluated in MuRF1‐deficient (sh‐MuRF1) 
myotubes and C2C12 control myotubes following LY294002‐treatment for 48 h (Figure 
3.4E).  Knockdown  of  MuRF1  expression  was  evaluated  by  qRT‐PCR  analysis 
(Supplemental  Figure  S3.3C).  Similar  to  genetic  suppression  of  GSK‐3β,  ablation  of 
MuRF1 expression largely prevented loss of MyHC‐f (‐9%), MyLC‐1 (‐17%) and MyLC‐3 
(‐27%)  protein  content  compared  with  C2C12  control  myotubes  in  response  to 
LY294002 (MyHC‐f (‐72%), MyLC‐1 (‐67%) and MyLC‐3 (‐66%)). 
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Figure 3.4  Myotube atrophy induced by impaired IGF‐I/Akt signaling depends on GSK‐3β. 
  (A) C2C12 myotubes  (4 days) were  transiently  transfected with control siRNA  (sh‐control), or 
GSK‐3β siRNA (sh‐GSK‐3β). 24 h post‐transfection the C2C12 myotubes (5 days) were cultured 
in the presence of LY294002 [15 μM] or vehicle control (vc) (DMSO) for 24 h. Protein levels of 
total GSK‐3β (GSK‐3β), phospho‐eIF2Bε (p‐eIF2Bε) and GAPDH were determined in cell lysates 
by Western blot analysis. (B)(C) C2C12 myotubes (4 days) were transiently transfected with sh‐
control,  or  sh‐GSK‐3β.  24  h  post‐transfection  the  C2C12  myotubes  were  cultured  in  the 
presence of LY294002 [15 μM] or vc (DMSO) for 24 h. The mRNA abundance of atrogin‐1 (B) 
and MuRF1  (C) was determined.  (D) Alternatively, C2C12 myotubes  (4 days) were  transiently 
transfected with  sh‐control, or  sh‐GSK‐3β. 24 h post‐transfection  the C2C12 myotubes were 
cultured in the presence of LY294002 [15 μM] or vc (DMSO) for 48 h. Protein levels of MyHC‐f, 
MyLC‐1,  MyLC‐3  and  GAPDH  were  determined  in  sonicated  cell  lysates  by  Western  blot 
analysis.  (E)  Stably  transfected  myoblasts  (sh‐MuRF1)  and  native  C2C12  myoblasts  were 
induced  to  differentiate  for  5  days  after  which  they  were  cultured  in  the  presence  of 
LY294002  [15  μM]  or  vc  (DMSO)  for  48  h.  Protein  levels  of MyHC‐f, MyLC‐1, MyLC‐3  and 
GAPDH were determined in sonicated cell lysates by Western blot analysis. All data shown are 
representative of 3  independent experiments  (mean ± SEM, n=3). * p<0.05  compared with 
control; # p<0.05 refers to a difference between indicated conditions. NS: not significant. 
Myotube atrophy induced by glucocorticoids depends on GSK‐3β 
Subsequently, we attempted to confirm the previous findings in the model of GC‐
induced atrophy. To  this end, we employed a  stable cell  line  (sh‐control/GSK‐3β)  to 
investigate the effects of ablation of GSK‐3β expression on the induction of atrogin‐1 
and MuRF1  in  response  to Dex. After differentiation  for 72 h GSK‐3β‐deficient  cells 
displayed enhanced myotube formation compared with sh‐control cells  (53). At day 5 
of  differentiation  these  differences were  no  longer  present.  Similar  to  the  results 
obtained with LY294002, atrogin‐1 (Figure 3.5B) as well as MuRF1 (Figure 3.5C) mRNA 
expression  was  significantly  reduced  in  GSK‐3β‐deficient  compared  with  control 
myotubes  following  treatment with Dex.  The  isoform  specificity  of  the  knockdown 
was  confirmed  by mRNA  expression  analysis  of GSK‐3β  and GSK‐3α  (Supplemental 
Figure S3.3B). 
 
Next,  GSK‐3β  expression  was  transiently  silenced  using  siRNA  (vc/sh‐GSK‐3β), 
resulting  in  an  87%  decrease  in  GSK‐3β  protein  levels  compared  with  myotubes 
transiently  transfected with  control  siRNA  (vc/sh‐control)  (Figure  3.5A).  Decreased 
levels  of  p‐eIF2Bε  further  confirmed  absence  of  GSK‐3β  activity  (Figure  3.5A). 
Supplementation with Dex  for  48 h  resulted  in  a  significant  loss of MyHC‐f  (‐28%), 
MyLC‐1 (‐47%) and MyLC‐3 (‐78%) protein content compared with control myotubes 
(vc/sh‐control). However, upon genetic ablation of GSK‐3β,  the  reduction of MyHC‐f 
was completely prevented (128% of control), while the decrease in MyLC‐1 (‐12%) and 
MyLC‐3  (‐6%)  protein  abundance was markedly  attenuated  compared with  control 
myotubes  (vc/sh‐control).  Basal  knockdown  of GSK‐3β  (vc/sh‐GSK‐3β)  resulted  in  a 
slight  increase  of  MyHC‐f  (30%)  and  MyLC‐3  (28%)  protein  levels  compared  with 
myotubes  transfected with control siRNA  (vc/sh‐control). Here  too, GSK‐3β‐deficient 
myotubes  appeared  more  refractory  to  Dex‐induced  atrophy  compared  with 
vc‐control myotubes, based on the preservation of myotube size (Supplemental Figure 
S3.2C).   
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Figure 3.5  Myotube atrophy induced by glucocorticoids depends on GSK‐3β. 
  (A) C2C12 myotubes  (4 days) were  transiently  transfected with control siRNA  (sh‐control), or 
GSK‐3β siRNA (sh‐GSK‐3β). 24 h post‐transfection the C2C12 myotubes (5 days) were cultured 
in the presence of Dex [25 μM] or vehicle control (vc) (DMSO) for 24 h. Protein levels of total 
GSK‐3β  (GSK‐3β), phospho‐eIF2Bε  (p‐eIF2Bε) and GAPDH were determined  in cell  lysates by 
Western  blot  analysis.  GSK‐3β  and  p‐eIF2Bε were  not  corrected  for  GAPDH.  (B)(C)  Stably 
transfected  myoblasts  (sh‐control/GSK‐3β)  were  induced  to  differentiate  for  5  days  after 
which  they were cultured  in  the presence of Dex  [25 μM] or vc  (DMSO)  for 24 h. Next,  the 
mRNA  abundance  of  atrogin‐1  (B)  and MuRF1  (C) was  determined.  (D) Alternatively,  C2C12 
myotubes  (4  days) were  transiently  transfected with  sh‐control,  or  sh‐GSK‐3β.  24  h  post‐
transfection the C2C12 myotubes were cultured in the presence of Dex [25 μM] or vc (DMSO) 
for 48 h. Protein levels of MyHC‐f, MyLC‐1, MyLC‐3 and GAPDH were determined in sonicated 
cell lysates by Western blot analysis. (E) Stably transfected myoblasts (sh‐MuRF1) and native 
C2C12 myoblasts were induced to differentiate for 5 days after which they were cultured in the 
presence of Dex [25 μM] or vc (DMSO) for 48 h. Protein levels of MyHC‐f, MyLC‐1, MyLC‐3 and 
GAPDH were determined in sonicated cell lysates by Western blot analysis. All data shown are 
representative of 3  independent experiments  (mean ± SEM, n=3). * p<0.05  compared with 
control; # p<0.05 refers to a difference between indicated conditions. NS: not significant. 
 
 
Next, MuRF1‐deficient  (sh‐MuRF1) myotubes  and  C2C12  control myotubes were 
exposed  to Dex  for  48  h  after which myofibrillar  protein  content was  assessed.  In 
analogy  with  the  results  obtained  using  LY294002,  ablation  of  MuRF1  expression 
completely  abolished  loss  of  MyHC‐f  (103%),  MyLC‐1  (111%)  and  MyLC‐3  (118%) 
protein  levels  compared with  C2C12  control myotubes  in  response  to Dex  (MyHC‐f, 
‐34%, MyLC‐1, ‐58% and MyLC‐3, ‐66%). 
Discussion 
Increased proteolysis during muscle atrophy  is characterized by the up regulation 
of a distinct  transcriptional program,  including  the  induction of  two muscle‐specific 
ubiquitin E3  ligases, namely atrogin‐1 and MuRF1  (15).  In the present study, we have 
made  use  of  the  C2C12  cell  culture model  to  unravel  the  role  of GSK‐3β  in  skeletal 
muscle atrophy. We  found  that GSK‐3β controls basal and atrophy stimulus‐induced 
expression  of  atrogin‐1  and MuRF1.  In  addition, we  demonstrated  that  absence  of 
GSK‐3β protein results in specific sparing of myofibrillar proteins (MyHC‐f, MyLC‐1 and 
MyLC‐3) in response to atrophy stimuli such as Dex or impaired IGF‐I/Akt signaling. 
 
Decreased expression of atrogin‐1 and MuRF1  in  response  to  IGF‐I  (30) or  insulin 
(42)  has  been  reported  previously.  This  effect  has  been  attributed  to Akt‐mediated 
phosphorylation  and  subsequent  cytoplasmic  retention  of  the  FoXO  transcription 
factors following IGF‐I/insulin signaling (43,48). In parallel, Akt has also been shown to 
control GSK‐3β kinase activity through inhibitory phosphorylation on Ser9 in response 
to  anabolic  stimuli  (18). Conversely,  abrogation of basal  IGF‐I  signaling  in myotubes 
using PI‐3K or Akt blockade  resulted  in  increased GSK‐3β activity and a pronounced 
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induction of both atrogin‐1 and MuRF1 mRNA levels, which was in line with previous 
reports  (30,42).  This  correlation  between  GSK‐3β  activity  and  atrogene  expression 
tempted us  to address  the  requirement of GSK‐3β protein and enzymatic activity  in 
basal and atrophy stimulus‐induced expression of atrogin‐1 and MuRF1. 
 
Several  previous  studies  have  postulated  that  GSK‐3β  could  play  a  role  in  the 
regulation of skeletal muscle atrophy  (12,13,32). However, these findings were  limited 
in  the  sense  that  GSK‐3β  was  only  modulated  pharmacologically.  We  found  that 
ablation of GSK‐3β  expression, using  siRNA,  suppressed basal  atrogin‐1  and MuRF1 
mRNA levels and prevented their induction in response to LY294002. Identical results 
were obtained when Dex was used as an atrophy stimulus. These  results confirmed 
our hypothesis  that GSK‐3β  indeed plays  a  significant  role  in  the  signaling network 
governing  atrogene  expression.  We  next  addressed  the  contribution  of  GSK‐3β 
enzymatic activity in the regulation of atrogin‐1 and MuRF1 expression. Although LiCl 
has been widely used  as  a GSK‐3β  inhibitor  for decades  (41),  this  compound  is not 
completely specific and has been shown  to affect other metabolic processes as well 
(10). We therefore employed a second inhibitor, CHIR99021, which has been shown to 
inhibit GSK‐3 with at least 500‐fold selectivity against 20 other protein kinases (39). We 
demonstrated that atrogin‐1 mRNA expression was efficiently suppressed by GSK‐3β 
inhibition  using  CHIR99021  or  LiCl,  comparable  to  lowered  basal  expression  of 
atrogin‐1 following IGF‐I ‐or insulin‐treatment. These results are in concordance with a 
previous  report by Evenson et al. who  found  that basal atrogin‐1 mRNA expression 
was significantly  lowered  in response to  insulin or modulation of GSK‐3β activity  (12). 
Earlier work  by  the  group  of  Goldberg  demonstrated  the  converse,  i.e.  increasing 
basal  GSK‐3β  activity,  by  expressing  a  constitutively  active  form  (caGSK‐3β), 
stimulated atrogin‐1 promoter activity and  increased mRNA expression of atrogin‐1 
(43). 
 
Interestingly, although basal MuRF1 expression was efficiently suppressed by IGF‐I 
or insulin, it was not affected by GSK‐3 inhibition using CHIR99021 or LiCl: in contrast 
to GSK‐3β  knockdown, disruption of GSK‐3β  activity did not  suppress  LY294002  ‐or 
Dex‐induced MuRF1 expression, despite strongly attenuating atrogin‐1 mRNA  levels. 
The  notion  that  atrogin‐1  and  MuRF1  expression  were  differentially  regulated  in 
response  to  GSK‐3β  inactivation,  is  not  consistent with  findings  by  Evenson  et  al. 
which demonstrated that in response to Dex, both atrogin‐1 and MuRF1 mRNA levels 
were  suppressed  after  pharmacological  inhibition  of  GSK‐3β  (12).  Nevertheless, 
considering  the  fact  that we  employed  two  independent  atrophy models  and used 
two structurally unrelated GSK‐3 inhibitors, our data strongly suggests that induction 
of atrogin‐1, but not MuRF1 expression requires GSK‐3β activity. In our own study, the 
apparent  discrepancy  between  pharmacological  inhibition  and  genetic  ablation  of 
GSK‐3β  with  regard  to  MuRF1  expression  unlikely  resulted  from  off‐target  siRNA 
effects affecting GSK‐3α, since mRNA expression analysis revealed that GSK‐3α mRNA 
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levels remained unchanged despite efficient knockdown of GSK‐3β. Conversely, both 
LiCl  [IC50 = 2 mM]  and CHIR99021  [IC50 = 6.7 nM]  inhibit GSK‐3β  as well  as GSK‐3α 
potently (27,39). To address whether pharmacological inactivation of GSK‐3α interfered 
with  suppression  of  MuRF1  despite  absence  of  GSK‐3β  (kinase  activity),  GSK‐3β‐
deficient myotubes were supplemented with CHIR99021.  In these conditions MuRF1 
induction was  still  suppressed,  similarly  to myotubes  treated with  sh‐GSK‐3β  only, 
arguing  against  non‐specific  effects  of  the  pharmacological  inhibitors masking  the 
effects  of  GSK‐3β  enzyme  inhibition  on  regulation  of MuRF1  expression  (data  not 
shown). 
 
Together these observations suggest a dependency for GSK‐3β activity in the case 
of atrogin‐1 mRNA expression following treatment with atrophy stimuli.  Induction of 
MuRF1 mRNA, however, does not appear to require GSK‐3β activity. Rather, the mere 
physical presence of GSK‐3β appears to be required for the induction of MuRF1 mRNA 
upon treatment with either LY294002 or Dex. These observations suggest that GSK‐3β 
controls atrogin‐1 and MuRF1 expression by distinct mechanisms of which the exact 
nature  remains  to be determined. Differential  regulation of atrogin‐1 and MuRF1  in 
response to atrophy stimuli has been described before, since MuRF1 was exclusively 
increased  in a mouse model of nuclear factor‐κB (NF‐κB)‐induced muscle atrophy  (5). 
Moreover,  a  recent  report  by  Yoshida  et  al.  elegantly  demonstrated  that  IGF‐1 
prevented angiotensin II‐induced atrogin‐1 but not MuRF‐1 expression (63). 
 
As previously  indicated, the mRNA abundance of both E3‐ligases was  induced by 
LY294002 and the synthetic GC Dex, which has been described by others (30,42,49). As 
the phenotypic consequences of GSK‐3β modulation on muscle atrophy, e.g. muscle 
protein  content  had  not  yet  been  defined,  we  determined  whether  myofibrillar 
protein loss associated with up regulation of atrogin‐1 and MuRF1 was dependent on 
GSK‐3β. Prolonged exposure to either LY294002 or Dex  indeed resulted  in a marked 
reduction of MyHC‐f, MyLC‐1 and MyLC‐3 protein abundance. Importantly, absence of 
GSK‐3β was associated with a marked attenuation of the  loss of myofibrillar protein 
abundance and myotube size in response to either LY294002 ‐or Dex‐induced atrophy. 
 
In  certain  instances  LY294002  and  Dex  have  been  shown  to  induce  apoptosis 
(26,47),  which  could  potentially  play  a  role  in  the  onset  and  progress  of  loss  of 
myofibrillar proteins. However, these observations were primarily made in cancer cell 
lines  in which the PI3K/Akt pathway was constitutively active. GSK‐3β has also been 
implicated in the regulation of apoptotic signaling (1). We found no increased levels of 
cleaved caspase‐3 in response to LY294002 or Dex, and knockdown of GSK‐3β did not 
increase  levels  of  cleaved  caspase‐3  either.  It  is  therefore  unlikely  that  loss  of 
myofibrillar proteins and atrophy  induced by LY294002 and Dex, and rescue by GSK‐
3β suppression involves modulation of apoptosis. 
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Throughout  this study  the protein abundance of GAPDH and α‐tubulin  (data not 
shown), both non‐myofibrillar proteins, was reduced in response to LY294002, and in 
a lesser extent to Dex. It is well‐known that the rate of protein turnover differs highly 
between  proteins.  Considering  the  low  turnover  rate  of  myofibrillar  proteins, 
inhibition  of  protein  synthesis,  which  likely  occurred  in  response  to  LY294002, 
probably affected myosin protein expression to a  lesser extent than GAPDH. Despite 
the protective effect of GSK‐3β absence on myofibrillar protein  loss,  the suppressed 
levels of  atrogin‐1  and MuRF1 only provide  associative  support  for  the notion  that 
atrophy was reversed by preventing increased proteolysis. Nevertheless, a number of 
observations  in this study provide  indirect evidence to suggest that the maintenance 
of  myofibrillar  proteins  in  absence  of  GSK‐3β  was  rather  the  result  of  decreased 
proteolysis as opposed to increased protein synthesis. 
 
In recent years, numerous reports have attributed an important role for GSK‐3β in 
the  regulation  of  protein  synthesis  and  hypertrophy  (40,56).  Suppression  of 
endogenous GSK‐3β expression  resulted  in a  slight  increase of MyHC‐f, MyLC‐1 and 
MyLC‐3  protein  levels.  This  corresponded  with  decreased  eIF2Bε  phosphorylation 
levels indicative of increased potential for mRNA translation initiation, but as GAPDH 
levels were not affected, general protein synthesis was likely not increased. Rather, in 
absence  of  GSK‐3β  basal mRNA  expression  of  atrogin‐1  and MuRF1 was  reduced, 
which may have resulted in a selective decrease of myofibrillar protein degradation. In 
case  of  LY294002  as  an  atrophy  stimulus,  general  protein  synthesis  was  likely 
decreased (55) due to blockade of Akt/mTORC1 signaling and Akt‐mediated inhibition 
of  GSK‐3β,  which may  have  contributed  to  decreased  GAPDH  protein  abundance. 
However,  inhibition  of  GSK‐3β  is  unlikely  to  restore  general  protein  synthesis  in 
presence of LY294002, as in absence of mTORC1 activity 4E‐BP1 and S6K1 would still 
be  impaired, resulting  in  low translational activity  (46). Moreover, genetic ablation of 
GSK‐3β  under  these  conditions  was  not  sufficient  to  restore  GAPDH  protein 
expression, whereas myofibrillar protein loss was strongly attenuated, suggesting that 
depletion of GSK‐3β preserves  contractile proteins  through  inhibition of proteolysis 
rather than through stimulation of protein synthesis. This notion is further supported 
by similar findings when Dex was used. Effects of Dex on myotube protein synthesis 
are much less pronounced (35), but nevertheless, a marked GSK‐3β‐dependent loss of 
myofibrillar protein with marginal effects on GAPDH (and α‐tubulin, data not shown) 
was observed, suggesting GSK‐3β‐dependent proteolysis.  It  is noteworthy that  in the 
Dex atrophy model the housekeepers GAPDH and α‐tubulin were affected to a lesser 
extent  than  with  PI‐3K  blockade,  in  spite  of  a  distinct  loss  of  myosin  protein 
abundance.  The  preferential  depletion  of  contractile  proteins  in  response  to  Dex 
observed  here  likely  occurred  in  an  UPS‐dependent  manner,  as  Clarke  et  al. 
demonstrated  that MuRF1  is  responsible  for  the  targeted destruction of MyHC  in a 
model of GC‐associated muscle proteolysis (Dex) (8). In addition, recent data by Cohen 
et  al.  revealed  that  degradation  of myosin‐binding  protein  C  (MyBP‐C)  and myosin 
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light  chains  1  and  2  (MyLC‐1  and MyLC‐2) was MuRF1‐dependent  (9).  Our MuRF1 
shRNA  experiments  confirm  that Dex‐induced  loss  of myofibrillar  proteins  requires 
MuRF1 expression, and extend these findings to the MuRF1 dependency of LY294002 
myotube  atrophy  and  associated  loss  of  myofibrillar  protein  abundance.  These 
findings  further  strengthen  the  notion  that  the  blockade  of  MuRF1  expression  is 
responsible  for  the  protective  effect  of  GSK‐3β  absence  on  myotube  size  and 
myofibrillar protein  levels, and  further suggest GSK‐3β  is  required  for UPS‐mediated 
muscle proteolysis. 
 
As mentioned earlier, gene expression analysis revealed that enzymatic inhibition 
of GSK‐3β  attenuated  atrophy  stimulus‐induced  atrogin‐1  expression, while MuRF1 
expression  levels  remained  unaffected.  Interestingly,  pharmacological  inhibition  of 
GSK‐3β,  using  CHIR99021  or  LiCl,  proved  insufficient  to  significantly  reverse  or 
attenuate the loss of myofibrillar proteins induced by Dex or LY294002 (Supplemental 
Figure  S3.4A‐B).  In  contrast,  earlier  studies  showed  that  pharmacological  GSK‐3β 
inhibition  reduced muscle  proteolysis  in  vitro  as well  as  ex  vivo  (12,13,32). However 
these  studies  did  not  address  reversibility  of  an  atrophy  phenotype  upon  GSK‐3β 
inhibition.  Instead,  differences  in  overall  protein  turn  over  were  presented.  Our 
findings  illustrate that suppression of only atrogin‐1 expression was not sufficient to 
prevent myotube atrophy. It is therefore conceivable that MuRF1 was responsible for 
the  loss  of  contractile  proteins  in  both  atrophy models,  adding  to  the  belief  that 
MuRF1  is  the predominant E3‐ligase  implicated  in  the  targeted destruction of  thick 
filament myofibrillar proteins (8,9). 
 
To date,  there are only  two confirmed substrates of atrogin‐1, namely eIF3f and 
MyoD  (14).  It was shown that up regulation of atrogin‐1 results  in breakdown of the 
translation  initiation  factor  eIF3f,  indicating  that  in  addition  to protein degradation 
atrogin‐1 is also able to influence protein synthesis (29,58). Loss of MyoD, on the other 
hand,  has  detrimental  effects  on  the  maintenance  of  muscle‐specific  gene 
transcription  and  muscle  homeostasis  (28).  Interestingly,  our  data  reveals  GSK‐3β 
dependency of atrogin‐1 mRNA expression. This suggests a potential role for GSK‐3β 
in  the  regulation  of  transcription  and  mRNA  translation  via  control  of  atrogin‐1 
expression,  despite  the  lack  of  direct  evidence  to  support  altered  regulation  of 
myofibrillar  protein  synthesis  in  absence  of  GSK‐3β  in  our  study.  Nevertheless,  it 
remains tempting to speculate that, in analogy to Akt, GSK‐3β coordinates contractile 
protein degradation and synthesis. 
 
While  an  important  role  of  GSK‐3β  in  skeletal  muscle  atrophy  is  emerging, 
significant gaps still remain  in our understanding of the regulation of GSK‐3β and  its 
downstream  effector  molecules.  In  this  context,  it  would  be  of  great  interest  to 
investigate  the  potential  interaction  between  GSK‐3β  and  the  FoXO  transcription 
factors as they have been shown to be key transcriptional regulators of the catabolic 
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response  during  atrophy.  It  would  also  be  intriguing  to  investigate  a  possible 
interaction between GSK‐3β and the glucocorticoid receptor (GR) as the GR has been 
shown  to  synergistically  cause MuRF1  promoter  transactivation  with  FoXO  (57).  In 
addition, GR activation has been shown to impede PI‐3K/Akt signaling, allowing FoXO 
translocation  and  atrogene  expression  (23).  The  data  presented  in  this  study  sheds 
new light on the contribution of GSK‐3β to skeletal muscle atrophy and future studies 
may  provide  a  platform  for  the  development  of  novel  therapeutic  strategies  to 
prevent or reverse muscle wasting in chronic disease and ageing. 
 
In conclusion, atrogin‐1 and MuRF1 expression is regulated by GSK‐3β‐dependent 
mechanisms,  which  differentially  rely  on  GSK‐3β  activity.  In  addition,  the  present 
findings reveal for the first time that the loss of endogenous GSK‐3β protein results in 
specific sparing of myofibrillar proteins and myotube size during atrophy. 
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Supplemental table and figures 
Table S3.1  Genes of interest determined by real‐time quantitative reverse transcription PCR (qRT‐PCR). 
Gene name  Forward primer  Reverse primer 
atrogin‐1  5’‐ACCGGCTACTGTGGAAGAGA‐3’  5’‐CCTTCCAGGAGAGAATGTGG‐3’ 
MuRF1  5’‐TGTCTGGAGGTCGTTTCCG‐3’  5’‐CTCGTCTTCGTGTTCCTTGC‐3’ 
GSK‐3α  5’‐CCCTCACCACTTCCTACAACCCA‐3’  5’‐TTGTGGCATCAGATGGCTGC‐3’ 
GSK‐3β  5’‐CCACATGCTCGGATTCAGGC‐3’  5’‐TGTCCACGGTCTCCAGCATTAGTAT‐3’ 
β‐actin  5’‐CTGAATGGCCCAGGTCTGA‐3’  5’‐CCCTCCCAGGGAGACCAA‐3’ 
cyclophilin A  5’‐TTCCTCCTTTCACAGAATTATTCCA‐3’  5’‐CCGCCAGTGCCATTATGG‐3’ 
GAPDH  5’‐CAACTCACTCAAGATTGTCAGCAA‐3’  5’‐TGGCAGTGATGGCATGGA‐3’ 
calnexin  5’‐GCAGCGACCTATGATTGACAACC‐3’  5’‐GCTCCAAACCAATAGCACTGAAAGG‐3’ 
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Figure S3.1  LY294002 reduces myofibrillar protein expression and causes atrophy without  induction of 
apoptosis. Genetic deletion of GSK‐3β attenuates LY294002‐induced myotube atrophy. 
  (A) C2C12 myotubes were exposed to LY294002 [15 μM] or vehicle control (vc) (DMSO) for 24 
h. Protein  levels of MyHC‐f, MyLC‐1, MyLC‐3 and GAPDH were determined  in sonicated cell 
lysates by Western blot analysis. Myosin protein abundance was not corrected for GAPDH. (B) 
C2C12 myotubes (4 days) were transiently transfected with control siRNA (sh‐control), or GSK‐
3β siRNA (sh‐GSK‐3β). 24 h post‐transfection the C2C12 myotubes (5 days) were cultured in the 
presence of LY294002 [15 μM] or vc (DMSO) for 48 h. The sonicated cell lysates were probed 
for  cleaved  caspase‐3. A positive  control  for  cleaved  caspase‐3 was  generated by  culturing 
C2C12 myotubes  in the presence of staurosporine [1 μM] for 20 h. (C) Myotubes at 5 days of 
differentiation were treated with LY294002  [15 μM] or vehicle control  (vc)  (DMSO)  for 48 h 
and  then  assessed  for morphological  changes by  staining with May‐Grünwald Giemsa  (40X 
magnification,  scale  bar  =  1  mm;  inset  =  100X  magnification).  All  data  shown  are 
representative of 3  independent experiments  (mean ± SEM, n=3). * p<0.05  compared with 
control. 
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Figure S3.2  Dexamethasone  reduces  myofibrillar  protein  expression  and  causes  atrophy  without 
induction  of  apoptosis.  Loss  of  GSK‐3β  expression  attenuates  dexamethasone‐induced 
myotube atrophy. 
  (A) C2C12 myotubes were exposed  to Dex  [25  μM] or  vehicle  control  (vc)  (DMSO)  for 24 h. 
Protein  levels  of MyHC‐f, MyLC‐1, MyLC‐3  and  GAPDH were  determined  in  sonicated  cell 
lysates by Western blot analysis. Myosin protein abundance was not corrected for GAPDH. (B) 
C2C12 myotubes (4 days) were transiently transfected with control siRNA (sh‐control), or GSK‐
3β  siRNA  (sh‐GSK‐3β).  24  h  post‐transfection  the  C2C12  myotubes  were  cultured  in  the 
presence of Dex  [25 μM] or vc  (DMSO)  for 48 h. The sonicated cell  lysates were probed  for 
cleaved caspase‐3. A positive control for cleaved caspase‐3 was generated by culturing C2C12 
myotubes  in  the  presence  of  staurosporine  [1  μM]  for  20  h.  (C) Myotubes  at  5  days  of 
differentiation were  treated with Dex  [25  μM] or vehicle  control  (vc)  (DMSO)  for 48 h and 
then  assessed  for  morphological  changes  by  staining  with  May‐Grünwald  Giemsa  (40X 
magnification,  scale  bar  =  1  mm;  inset  =  100X  magnification).  All  data  shown  are 
representative of 3  independent experiments  (mean ± SEM, n=3). * p<0.05  compared with 
control. NS: not significant. 
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Figure S3.3  Verification of GSK‐3β and MuRF1 knockdown by qRT‐PCR.  
  (A) C2C12 myotubes  (4 days) were  transiently  transfected with control siRNA  (sh‐control), or 
GSK‐3β  siRNA  (sh‐GSK‐3β). 24 h post‐transfection,  the C2C12 myotubes were  cultured  in  the 
presence of LY294002 [15 μM] or vehicle control (vc) (DMSO) for 24 h after which the mRNA 
abundance  of  GSK‐3β  and  GSK‐3α  was  determined  by  qRT‐PCR.  (B)  Stably  transfected 
myoblasts (sh‐control/GSK‐3β) were induced to differentiate for 5 days after which they were 
cultured in the presence of Dex [25 μM] or vc (DMSO) for 24 h. Next, the mRNA abundance of 
GSK‐3β and GSK‐3α was determined by qRT‐PCR. (C) Stably transfected myoblasts (sh‐MuRF1) 
and native C2C12 myoblasts were  induced  to differentiate  for 5 days after which  they were 
cultured in the presence of Dex [25 μM], LY294002 [15 μM] or vc (DMSO) for 24 h. Next, the 
mRNA abundance of MuRF1 was determined by qRT‐PCR. All data shown are representative 
of 3 independent experiments (mean ± SEM, n=3). * p<0.05 compared with control; # p<0.05 
refers to a difference between indicated conditions. 
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Figure S3.4  Enzymatic GSK‐3β  inhibition  is not  sufficient  to prevent  loss of MyHC‐f protein content  in 
response to glucocorticoids or impaired IGF‐I/Akt signaling. 
  (A) C2C12 myotubes (5 days) were treated for 48 h with LY294002 [15 μM] or vehicle control 
(vc) (DMSO) and/or CHIR99021 [7 μM], after which the protein  levels of MyHC‐f and GAPDH 
were determined in cell lysates by Western blot analysis. MyHC‐f protein abundance was not 
corrected  for GAPDH.  (B) C2C12 myotubes  (5 days) were cultured  in the presence of Dex  [25 
μM] or vc  (DMSO) and/or CHIR99021  [7 μM]  for 48 h. Protein  levels of MyHC‐f and GAPDH 
were determined in cell lysates by Western blot analysis. MyHC‐f protein abundance was not 
corrected for GAPDH. All data shown are representative of 3 independent experiments (mean 
±  SEM,  n=3).  *  p<0.05  compared  with  control;  #  p<0.05  refers  to  a  difference  between 
indicated conditions. 
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Abstract 
Muscle  wasting  occurs  under  a  variety  of  conditions,  and  in  many  instances 
activation of muscle protein degradation requires endogenous glucocorticoids  (GCs). 
The prototypical  insulin‐like growth factor 1 (IGF‐I)/Akt signaling pathway  is  involved 
in  the  regulation of muscle mass. Glycogen synthase kinase‐3β  (GSK‐3β), a signaling 
kinase  downstream  of  Akt,  has  been  implicated  in  the  induction  of  GC‐induced 
skeletal muscle atrophy in vitro. The purpose of this study was to gain further insight 
into the in vivo role of GSK‐3β in GC‐induced skeletal muscle atrophy. To this end, we 
employed  a  muscle‐specific  GSK‐3β  knockout  mouse  line  (MGSK‐3β  KO),  and 
evaluated the direct contribution of this signaling molecule in two different models of 
GC‐associated muscle wasting,  i.e. fasting as an endogenous model and synthetic GC 
administration as an exogenous model. Skeletal muscle‐restricted depletion of GSK‐3β 
prevented starvation‐induced  loss of muscle mass.  In addition,  the  induction of  two 
important mediators of ubiquitin 26S‐proteasome system (UPS)‐mediated proteolysis, 
atrogin‐1/MAFbx and muscle RING finger 1 (MuRF1) was inhibited, but not completely 
abrogated,  following  nutritional  deprivation.  Similarly,  autophagy‐related  and  GC‐
sensitive gene expression were partially dependent on GSK‐3β. Systemic GC signaling 
mediates  muscle  atrophy  in  response  to  fasting.  Muscle‐specific  deletion  of  the 
glucocorticoid receptor (GR) blocked the induction of atrophy signaling in response to 
synthetic  GCs  using  dexamethasone  (Dex).  Subsequently,  chronic  Dex  instillation 
resulted  in  significant  muscle  atrophy  in  WT  mice,  which  was  absent  in  GSK‐3β‐
deficient muscle.  In conclusion, the data presented  in this study  indicate that  in two 
distinct models of GC‐induced muscle atrophy, GSK‐3β functions as a crucial mediator 
of muscle atrophy, involved in the regulation of two major proteolytic systems, i.e. the 
ubiquitin 26S proteasome system (UPS) and the autophagy‐lysosomal pathway (ALP). 
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Introduction 
Sustained starvation or nutrient deprivation  is characterized by profound skeletal 
muscle atrophy  (2,38). Muscle wasting accompanies a wide  range of  chronic disease 
states (40,51), in which it is associated with increased morbidity and mortality (2,82). In 
addition,  malnutrition  and  semi‐starvation  may  occur  as  a  complication  of  acute 
illness  or  during  exacerbations  of  chronic  disease  (2).  Furthermore,  starvation  is 
characterized by elevated circulating glucocorticoids (GCs) (3,57) and decreased insulin 
and  insulin‐like growth factor (IGF)  levels and signaling  (15,67,71). Under conditions of 
nutrient  limitation,  GCs  are  secreted  by  the  adrenal  cortex  via  the  hypothalamic‐
pituitary‐adrenal (HPA) axis to facilitate hepatic gluconeogenesis  (14), which  is fueled 
by the mobilization of amino acids from skeletal muscle. 
 
It  has  been  postulated  that  the  release  of  endogenous  GCs  during  fasting  is 
required  to  establish muscle wasting  (107).  Indeed,  adrenalectomized  rodents were 
shown to be refractory to muscle atrophy as a consequence of fasting  (4), metabolic 
acidosis (61) and diabetes mellitus (63). Furthermore, GCs have also been implicated as 
a  causal  factor  in  the  onset  of  muscle  wasting  during  sepsis  (98)  or  following 
angiotensin  II  infusion  (92),  further  illustrating  the significance of GCs during muscle 
atrophy. Moreover, synthetic GCs are often administered in the management of acute 
and chronic pulmonary disease (70,79), and treatment with exogenous GCs is sufficient 
to induce muscle atrophy in several experimental models (5,12,21,78,100,104). However, 
the molecular mechanisms by which GCs  stimulate muscle wasting have only been 
partially  elucidated.  Under  normal  conditions  skeletal  muscle  is  preserved  by  a 
balance  between  protein  synthesis  and  breakdown  (49),  but  during  atrophy  this 
balance is disturbed and shifts in favor of degradation (31,72). The direct actions of GC 
hormones on protein turnover occur through genomic and non‐genomic mechanisms 
(91), and previous studies have demonstrated alterations in both protein degradation 
(12,36,100) and synthesis (17,53,83,103) following corticosteroid‐treatment. Both genomic 
as  well  as  non‐genomic  GC  actions  require  the  activation  of  the  glucocorticoid 
receptor (GR) (101). The GR is a ligand‐dependent transcription factor that, upon ligand 
binding, translocates to the nucleus where it dimerises with another ligand bound GR. 
This homodimer can subsequently regulate the activity of specific GR target genes (28). 
 
Wasting  of  muscle  mass  may  be  attributable  to  enhanced  degradation  of 
myofibrils,  which  constitute  the  vast  majority  of  muscle  proteins.  The  targeted 
destruction of myofibrillar proteins is carried out by the ATP‐dependent ubiquitin 26S‐
proteasome  system  (UPS)  (38,89),  which  includes  two  muscle‐specific  E3  ubiquitin 
ligases,  namely  atrogin‐1/MAFbx  (hereinafter  termed  atrogin‐1)  and  muscle  RING 
finger  1  (MuRF1),  whose  expression  is  induced  under  several  atrophic  conditions 
(8,32,73,108).  These  ligases  appear  to  be  essential  for  the  atrophy  process,  as  their 
absence strongly attenuates loss of muscle mass following denervation (8), unloading 
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(46) or synthetic GC‐treatment (5). In addition, the expression of atrogin‐1 and MuRF1 
was shown to be, at least in part, mediated by GCs as muscle‐restricted ablation of the 
GR blocked the induction of these atrophy‐related genes or atrogenes in response to 
GC‐treatment (104,113). However, although GCs have been implicated in the regulation 
of starvation‐induced muscle atrophy  (37,107), the exact contribution of GR signaling, 
and associated atrogene expression remain poorly understood. In contrast to the UPS, 
the  contribution  of  the  autophagy‐lysosomal  pathway  (ALP)  to  GC‐induced muscle 
proteolysis  has  received  little  attention,  in  spite  of  evidence  which  suggests  that 
lysosomal  proteolysis  adds  to muscle  atrophy  in  several models  (6,26,81).  The  ALP‐
associated genes  include, among others, microtubule‐associated proteins 1A/1B  light 
chain 3B  (LC3b), Bcl‐2 and 19 kDa  interacting protein 3  (Bnip3), and GABA  receptor‐
associated  protein  1  (Gabarapl1),  and  appear  to  be  tightly  regulated  at  the 
transcriptional  level. Accordingly,  Forkhead Box O  (FoXO)  transcription  factors were 
found to act as critical liaison molecules governing the expression of the ALP‐related, 
as well as the UPS‐associated E3 ligases atrogin‐1 and MuRF1 (58,94,111). 
 
The  classical  insulin/insulin‐like  growth  factor  1  (IGF‐I)  pathway  affects  cellular 
protein  turnover via a well‐characterized signaling conduit where Akt  functions as a 
cardinal nodal point, with  the ability  to  influence both anabolic as well as  catabolic 
signaling  cues  (31,48).  As  such,  activated  Akt  can  phosphorylate  FoXOs,  resulting  in 
their  cytoplasmic  retention, which  is  required  for  the  suppression  of  atrogin‐1  and 
MuRF1  gene  expression,  and  thus  responsible  for  the  subsequent  attenuation  of 
proteolysis  (77,94). Conversely, phosphorylated Akt can stimulate protein synthesis by 
activating  mammalian  target  of  rapamycin  complex  1  (mTORC1)  signaling  (7,9). 
Therefore, both IGF‐I/insulin ‐and GC‐associated signaling appear to be involved in the 
regulation  of muscle mass,  by  affecting  cellular  protein  turnover.  Furthermore,  in 
recent  years,  evidence  emerged  in  support  of  extensive  cross‐talk  between  these 
signaling  pathways  (52,84,101,102).  Phosphatidylinositol  3‐kinase  (PI‐3K)/Akt  signaling 
may be altered by rapid non‐genomic corticosteroid actions (54,85), as the activated GR 
was recently found to compete with insulin receptor substrate 1 (IRS‐1) for association 
with PI‐3K,  resulting  in  impaired  IRS‐1‐associated PI‐3K/Akt activity  (37). Yet, despite 
our increased understanding of the intricate interplay between the PI‐3K/Akt and GC 
signaling  cascades,  the  diversity  of  mediators  and  the  bidirectional  interaction 
between  both  pathways  imply  that  cross‐talk  may  occur  at  multiple  levels.  For 
instance, in addition to non‐genomic actions, GR signaling may also affect IGF‐I/insulin 
receptor signaling  through genomic actions, or vice versa. For  instance,  recently  the 
GR‐dependent  overexpression  of  the  PI‐3K  subunit  P85α  was  found  to mimic  the 
effect of GCs, resulting in reduced Akt signaling and myotube atrophy (42). 
 
Glycogen  synthase  kinase‐3β  (GSK‐3β)  is  a  constitutively  active  kinase  that  lies 
directly  downstream  of  Akt  (34),  which  can  inactivate  GSK‐3β  via  an  inhibitory 
phosphorylation  at  Ser9  (13),  resulting  in  enhanced  mRNA  translation  initiation  to 
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promote protein  synthesis  (105,106). However,  the contribution of GSK‐3β  to protein 
turnover  is not restricted  to the regulation of protein synthesis. Previous work  from 
our group and others established an  important  role  for GSK‐3β  in  the  regulation of 
GC‐induced  proteolysis  (21,23,100).  Concretely,  genetic  ablation  or  pharmacological 
inhibition  of  GSK‐3β  abrogated  the  induction  of  atrogin‐1  and  MuRF1  mRNA 
expression  in  response  to  synthetic GC‐treatment.  In  addition, previous  findings by 
Schakman et al. clearly  showed  that overexpression of a dominant‐negative GSK‐3β 
(dnGSK‐3β) blocked muscle atrophy  in  response  to  synthetic GCs  (80). However,  the 
exact workings by which GSK‐3β affects GC‐induced muscle proteolysis signaling are 
still unclear. The aim of this current study was to investigate the role of GSK‐3β in two 
distinct models of GC‐associated skeletal muscle atrophy. Using muscle‐specific GSK‐
3β knockout mice (MGSK‐3β KO) we investigated the direct contribution of GSK‐3β in 
skeletal muscle atrophy due to fasting and chronic synthetic GC‐treatment. The results 
presented  in  this  study  confirmed  previous  in  vitro  findings,  and  conclusively 
demonstrate that muscle GSK‐3β  is an  important mediator of GC‐dependent skeletal 
muscle atrophy and associated gene expression. 
Materials and methods 
Animal studies 
All mouse studies were carried out under a protocol approved by the Institutional 
Animal Care Committee of Maastricht University. Male muscle‐specific GSK‐3β and GR 
knockout  mice  (12  weeks  of  age  and  designated  MGSK‐3β  KO  and  MGR  KO, 
respectively)  were  generated  by  crossing  MLC1f‐Cre+/‐  (fast  myosin  light  chain  1 
promoter driving Cre recombinase) mice with animals bearing GR and GSK‐3β alleles 
flanked with  loxP sites  (GSK‐3βfl/fl and GRfl/fl) on a C57BL/6 background, as described 
previously  (20,69). For both mouse  lines, the Cre double negative  littermates  (MLC1f‐
Cre‐/‐) served as controls (WT). Genotyping of all mice was performed using genomic 
DNA  from  tail  tips.  The  various  tissue‐specific  deletions were  determined  by  PCR, 
confirming the presence of Cre, and the absence of the deleted floxed GSK‐3β and GR 
alleles. To study the effects on fasting‐induced muscle atrophy, MGSK‐3β KO and WT 
control mice were deprived of food for 24 h or 48 h, allowing free access to drinking 
water.  The  control  animals  (ad  libitum  group) were  given  free  access  to  food  and 
water  throughout  the  experiment.  Alternatively,  MGSK‐3β  KO,  MGR  KO  and  WT 
control mice were injected subcutaneously (sc) behind the neck just above the scapula 
with  either  vehicle  (vc)  [saline, 0.9% NaCl] or dexamethasone  (Dex) dissolved  in  vc 
[Sigma‐Aldrich, 5 mg/kg body weight]  for 6 h, 48 h or 14 days  (d). For  the 6 h  time 
point, the animals received a single bolus of vc or Dex, whereas for the 48 h and 14 d 
studies,  the animals were  injected every 24 h. The effectiveness of  the dosing was 
verified at the end of the experiment by measuring the spleen mass, which decreased 
significantly due to GC‐induced splenocyte apoptosis. The mice were given ad libitum 
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access  to  food  and  water  throughout  the  experiment.  All  animals  were  housed 
individually in standard cages, and after completion of the experimental protocol the 
mice were euthanized and a heart puncture was performed to collect whole blood for 
glucose  measurements  and  to  obtain  plasma.  Subsequently,  the  soleus,  plantaris, 
gastrocnemius,  tibialis  anterior,  and  extensor  digitorum  longus  (EDL) muscles were 
collected  from  both  hind  limbs  using  standardized  dissection methods.  The  paired 
muscle weights  of  the  hind  limb musculature were measured  and  all  tissues were 
flash‐frozen in liquid nitrogen. 
Tissue processing and histological analyses 
The EDL muscles were embedded  in Tissue‐Tek (Sakura Finetek, the Netherlands) 
and  sectioned  on  a  Leica  CM3050  S  cryostat  at  ‐20°C.  Subsequently,  serial  cross‐
sections (5 μm) were stained with the following primary antibodies: anti‐Type I MyHC 
(#A‐4840), anti‐Type IIb MyHC (#BF‐F3) (both from Developmental Studies Hybridoma 
Bank,  Iowa  City,  IA,  USA),  anti‐Type  IIa MyHC  (#333‐7H1)  (kindly  provided  by  Dr. 
A.F.M.  Moorman,  AMC,  Amsterdam,  the  Netherlands)  and  anti‐laminin  (#L‐9393) 
(Sigma‐Aldrich)  to determine  the myofiber cross‐sectional area  (CSA) and  fiber  type 
distribution. The negatively stained fibers, present after a Type IIb/IIa double‐staining, 
were characterized as Type I/IIx fibers. A subsequent Type I staining revealed that EDL 
muscle  contained  virtually  no  (oxidative)  Type  I  fibers  (<  1.5%)  (data  not  shown), 
implying  that  the  non‐stained  fibers  were  predominantly  Type  IIx.  As  such,  the 
glycolytic  EDL  muscle  was  abundant  in  fast‐twitch  fibers,  showing  the  following 
distribution: Type  IIb, 60%; Type  IIx, 24%; and Type  IIa, 16%  (data not  shown). The 
sections were incubated with the following secondary antibodies: Alexa Fluor 488 (#A‐
21121),  Alexa  Fluor  555  (#A‐21426)  and  Alexa  Fluor  350  (#A‐21426)  (all  from 
Invitrogen, CA, USA). Digital  images of  the  stained  sections were  taken under 200X 
total magnification using an Eclipse E800 (Nikon, Japan). The fiber cross‐sectional area 
(CSA) was measured after having identified five non‐overlapping regions containing a 
total of 100 ‐ 200  individual fibers per animal, which were then analyzed using Lucia 
Software (version 4.81). 
Corticosterone measurements 
The  plasma  corticosterone  levels were  determined  by HPLC.  Cortisol  carboxylic 
acid was added  to  the plasma and corticosterone standards as an  internal standard 
(35). Next,  the  samples  and  standards were  acidified with phosphoric  acid,  and  the 
steroid hormones were subsequently extracted from the plasma using diethyl ether, 
and  dried  with  nitrogen  gas.  The  pellet  was  dissolved  in  eluens  (acetonitrile/ 
methanol/TFA) and incubated with sulphuric acid for 20 minutes (min) to convert the 
steroids  into  fluorescent  products.  Subsequently,  HPLC  analysis  was  performed  as 
described  previously  (60).  All  corticosterone  values  were  corrected  to  the  internal 
standard. 
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RNA isolation and assessment of mRNA abundance for qRT‐PCR 
Plantaris  muscles  were  homogenized  in  ice‐cold  RLT  buffer,  containing  β‐
mercaptoethanol,  using  a  rotating  blade  tissue  homogenizer  (Polytron  PT  1600E, 
Kinematica, Switzerland). The RNA was isolated using the RNeasy Fibrous Tissue Mini 
Kit (Qiagen, Germany) according to the manufacturer’s instructions. Next, 0.4 μg RNA 
was reverse transcribed into cDNA using the Transcriptor First Strand cDNA Synthesis 
kit (Roche Diagnostics GmbH, Germany) according to the manufacturer’s instructions. 
Anchored oligo‐dT primers were used for priming. The mRNA transcript  levels of the 
genes of interest were determined by real‐time quantitative reverse transcription PCR 
(qRT‐PCR). qRT‐PCR primers were designed using Primer Express 2.0 software (Applied 
Biosystems,  CA,  USA)  and  obtained  from  Sigma‐Aldrich.  The  qRT‐PCR  reactions 
contained 2X SensiMix SYBR/Fluorescein mix (Bioline, UK) and primers [300 nM]. The 
PCR reaction was performed by a two‐step PCR and standards were made by making 
5‐fold serial dilutions of pooled cDNA. Relative cDNA concentrations of  the samples 
were  derived  from  the  standard  curve with  at  least  a  R2  >  0.98  and  an  efficiency 
between 90  ‐ 110%. The geNorm  software package was used  to ascertain  the most 
suitable set of reference genes for normalization  (99). The expression of the genes of 
interest was normalized to a normalization factor, based on the geometric average of 
at least three reference genes (ARBP, RPL13A, B2M, GAPDH, calnexin, cyclophilin A, β‐
actin and α‐tubulin). The qRT‐PCR  reactions were performed on a MyiQ single‐color 
real‐time  thermocycler and analyzed using MyiQ 2.0 software  (all  from Bio‐Rad, CA, 
USA). 
Western blotting 
Muscle tissue was homogenized  in  ice‐cold 1X whole cell  lysate buffer  (WCL)  [50 
mM Tris, pH 7.4; 150 mM NaCl; 10% glycerol; 0.5% Nonidet P‐40; 1 mM EDTA; 1 mM 
DTT; 1 mM Na3VO4; 5 mM NaF; 1 mM PMSF; 10 μg/ml Leupeptin; 1% Aprotinin; 10 
mM  β‐glycerophosphate  and  1  mM  Na‐pyro‐PO4]  using  a  rotating  blade  tissue 
homogenizer  (Polytron  PT  1600E,  Kinematica,  Switzerland).  The  total  protein 
concentration was  assessed  by  the  Thermo  Scientific  Pierce  BCA  Protein  Assay  kit 
(Pierce  Biotechnology,  IL,  USA)  according  to  the  manufacturer’s  instructions.  The 
protein lysates were boiled for 5 min at 95°C after the addition of 4X Laemmli sample 
buffer [0.25 M Tris‐HCl pH 6.8; 8% (w/v) SDS; 40% (v/v) glycerol; 0.4 M DTT and 0.04% 
(w/v) Bromophenol Blue]. For SDS‐PAGE 1 ‐ 30 μg of protein was loaded per lane and 
separated on a Criterion XT Precast 4 ‐ 12% Bis‐Tris gel (Bio‐Rad), followed by transfer 
to a 0.45 μm Whatman Protran Nitrocellulose Transfer membrane (Whatman GmbH, 
Germany)  by  electroblotting  (Bio‐Rad  Criterion  Blotter).  Nitrocellulose  blots  were 
incubated overnight (4°C) with specific antibodies directed against: GR (H‐300) (Santa 
Cruz  Biotechnology,  CA,  USA),  p‐GSK‐3β  (Ser9)  (#9336),  GSK‐3β  (#9332),  p‐4E‐BP1 
(Thr37/46)  (#9459),  4E‐BP1  (#9452)  and  GAPDH  (#2118)  (all  from  Cell  Signaling 
Technology),  diluted  in  1X  TBS/0.1%  Tween‐20.  The  blots  were  probed  with  a 
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peroxidase conjugated secondary antibody (#PI‐1000) (Vector Laboratories, CA, USA), 
and  visualized  using  Supersignal  WestPico  Chemiluminescent  Substrate  (Pierce 
Biotechnology) according to the manufacturer’s instructions and exposed to Super RX 
film (FUJIFILM, Japan). The Western blot films were digitalized using a Bio‐Rad GS‐800 
Densitometer and subsequent quantification was done using Quantity One software 
(version 4.5.0) (both from Bio‐Rad). 
Statistical analysis 
Raw data were entered  into SPSS  (version 20.0)  for statistical analysis. All values 
are  represented  as means  and  error  bars  indicate  the  standard  error  of  the mean 
(SEM). The comparisons of mean values were tested parametrically, using a one‐way 
ANOVA  followed by  a post hoc  Fischer’s  LSD  test. A  two‐tailed probability  value of 
p<0.05 between groups was considered statistically significant. 
Results 
Starvation‐induced skeletal muscle atrophy requires GSK‐3β 
Nutrient deprivation  for 48 h  resulted  in a significant and comparable decline  in 
the  body  weights  of  muscle‐specific  GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  (‐16%)  and 
control  mice  (WT)  (‐19%)  compared  with  ad  libitum  fed  animals  (Figure  4.1A). 
Furthermore, irrespective of the genotype, starvation was accompanied by a marked 
loss in liver weight (Figure 4.1B), and associated with a significant increase in plasma 
corticosterone levels (Figure 4.1C), which was paralleled by a significant drop in blood 
glucose concentration  (Figure 4.1D).  In addition, a concomitant decrease  in  the wet 
weights of  the hind  limb EDL  (‐21%), gastrocnemius  (‐14%), plantaris  (‐19%),  tibialis 
(‐13%)  and  soleus  (‐15%) muscles was noted  in  fasted  control mice  compared with 
their non‐fasted counterparts.  In contrast,  in  the MGSK‐3β KO mice muscle atrophy 
was strongly attenuated (M. plantaris (‐10%)) or absent (other muscles) (Figure 4.1E). 
Importantly,  there were no genotype‐related differences  in  the  levels of  circulating 
corticosterone  implying  that  not  the  triggers,  but  rather  the  signaling  of  muscle 
catabolism was affected by muscle GSK‐3β deficiency. 
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Figure 4.1  Starvation‐induced skeletal muscle atrophy requires GSK‐3β. 
  Male muscle‐specific GSK‐3β knockout (MGSK‐3β KO) and WT control mice (GSK‐3βfl/fl) were 
either  fasted  for  48  h  or  fed  ad  libitum  (ad  lib.).  (A)  Body  and  (B)  liver  weights  were 
determined and expressed as a % of weight change over ad libitum WT control. (C) Circulating 
corticosterone  levels [nM] were measured  in the plasma of fasted (24 h) and ad  libitum  fed 
mice,  and  (D)  blood  glucose  concentration  [mM]  was  assessed  in  whole  blood.  (E)  EDL, 
gastrocnemius, plantaris, tibialis and soleus muscle mass was assessed and expressed as a % 
of weight  change over ad  libitum WT  control. All data  shown  represent means ± SEM, n=5 
animals per group (C: n=9). ** p<0.01, *** p<0.001 compared with ad libitum fed WT control 
mice; # p<0.05, ## p<0.01 refers to a difference between indicated conditions. 
 
Starvation‐induced UPS ‐and ALP‐related gene expression in muscle is 
partially dependent on GSK‐3β 
As MGSK‐3β  KO mice  showed  significant muscle  sparing  in  response  to  fasting‐
induced atrophy, we next assessed the mRNA expression levels of the executioners of 
muscle  atrophy,  namely  the  UPS‐associated  genes  atrogin‐1,  MuRF1  and  E3α‐II. 
Starvation resulted in significant increases in the transcript levels of these E3 ubiquitin 
ligases  in  WT  animals  (atrogin‐1,  3.8  fold;  MuRF1,  6.1  fold;  E3α‐II,  1.3  fold). 
Interestingly,  the  induction  of  atrogin‐1  and MuRF1 was  significantly  attenuated  in 
GSK‐3β‐deficient  muscle  (2.2  fold  and  3.2  fold,  respectively),  whereas  the  mRNA 
expression  of  E3α‐II  (1.4  fold)  remained  unaltered  (Figure  4.2A).  Furthermore,  the 
muscle transcript levels of the ALP‐related genes LC3b (1.8 fold), Bnip3 (2.3 fold) and 
Gabarapl1  (3.4  fold) were  all  significantly upregulated  in  fasted WT  animals  (Figure 
2B). However, the induction of LC3b (1.5 fold) and Bnip3 (1.6 fold) mRNA, though still 
significant,  was  attenuated  in  MGSK‐3β  KO  mice,  while  increases  in  Gabarapl1 
transcript  levels  appeared  completely  refractory  to  the  loss  of  muscle  GSK‐3β 
expression (Figure 4.2B). 
Fasting‐induced FoXO and glucocorticoid‐sensitive gene expression in 
muscle are in part mediated by GSK‐3β  
Considering  the  parallel  induction  of  UPS‐mediated  proteolysis  and  ALP‐related 
expression programs  (Figure 4.2),  the mRNA  levels of  the  transcriptional  regulators 
FoXO1  and  FoXO3a  were  investigated  next.  Notably,  FoXO1  and  FoXO3a  mRNA 
transcript  levels were both markedly upregulated  in muscle of starved WT mice  (3.4 
and 1.6  fold,  for  FoXO1  and  FoXO3a  respectively), while  their  induction was  either 
strongly attenuated (FoXO1, 2.4 fold) or completely blocked (FoXO3a) in MGSK‐3β KO 
muscle  in  response  to  fasting  (Figure  4.3A).  Starvation  is  a  well‐established 
endogenous model  of GC‐associated muscle  atrophy  and  previous  in  vitro  studies, 
including our own work, have postulated that GC‐induced muscle proteolysis signaling 
requires GSK‐3β (22, 80, 100). This tempted us to address the contribution of GSK‐3β to 
GC‐sensitive  gene  expression  in  this model.  Remarkably,  increases  in  GC‐sensitive 
gene expression  in  response  to nutrient deprivation,  i.e. glutamate‐ammonia  ligase 
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(Glul) (2.3 fold) and regulated in development and DNA damage responses 1 (REDD1) 
(3.2  fold), were  strongly  suppressed  (Glul,  1.6  fold)  or  absent  (REDD1)  in  GSK‐3β‐
deficient muscle (Figure 4.3B). However, the  induction of Krüppel‐like factor 15 (KLF‐
15)  (2.7  fold) appeared  insusceptible  to  the absence of GSK‐3β expression, whereas 
myostatin mRNA transcript levels were not significantly increased in muscle of fasted 
WT mice.  It  is of  interest  to note  that,  in  spite of  this  lack of  induction, myostatin 
mRNA  abundance  was  significantly  reduced  in  fasted  GSK‐3β‐deficient  muscle, 
suggesting  a dependency of myostatin  gene  expression on GSK‐3β  (Figure 4.3B).  In 
line  with  an  essential  role  for  GCs  and  associated  signaling  in  starvation‐induced 
skeletal muscle atrophy, our data clearly demonstrates that the increase in circulating 
corticosterone levels (Figure 4.1C), in response to nutrient deprivation, was paralleled 
by  significantly  upregulated  mRNA  levels  of  several  UPS‐related  and  GC‐sensitive 
genes, which were largely dependent on GSK‐3β. 
Dexamethasone‐induced MuRF1 and glucocorticoid‐sensitive gene 
expression in muscle requires the glucocorticoid receptor (GR) 
In line with an essential role for GCs and associated signaling in starvation‐induced 
skeletal muscle atrophy, our data clearly demonstrates that the increase in circulating 
corticosterone levels (Figure 4.1C) in response to nutrient deprivation, was paralleled 
by  significantly  upregulated  mRNA  levels  of  several  UPS‐related  and  GC‐sensitive 
genes, which were largely dependent on GSK‐3β. The actions of GCs have been shown 
to  require  activation  of  the GR  (101,110).  To  address  the  contribution  of  the  GR  in 
steering  GC‐sensitive  and  UPS‐related  gene  expression  in  muscle  following 
exogenously  administered GCs, muscle‐specific GR  KO  (MGR  KO)  and  control mice 
(WT)  were  injected  subcutaneously  with  Dex  or  saline  for  6  h.  Dex  instillation 
increased  the mRNA  transcript  levels  of MuRF1  (2.8  fold),  in  contrast  to  atrogin‐1, 
whose expression did not  respond  to Dex  (Figure 4A).  In addition, Dex  induced  the 
transcript levels of the GC‐sensitive genes Glul (1.4 fold), KLF‐15 (1.8 fold), REDD1 (2.3 
fold)  and myostatin  (1.6  fold)  in  control  animals, while  in GR‐deficient muscle  the 
induction  of  these  GC‐sensitive  genes  was  completely  abolished.  Furthermore, 
muscle‐specific deletion of the GR significantly reduced the basal expression levels of 
Glul,  KLF‐15  and  REDD1  (Figure  4.4B).  Finally,  myostatin  expression  levels  were 
markedly reduced in GR‐depleted muscle in response to Dex (Figure 4.4B). Thus, to a 
great  extent,  depletion  of  endogenous  muscle  GR  expression  mirrored  the 
observations  made  in  the  MGSK‐3β  KO  mice  with  regard  to  GC‐sensitive  gene 
expression, suggesting a putative direct or  indirect GSK‐3β‐GR  interaction governing 
transcription. 
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Figure 4.2    Starvation‐induced UPS  ‐and ALP‐related gene expression  in muscle  is partially dependent 
on GSK‐3β.  
  Muscle‐specific GSK‐3β knockout (MGSK‐3β KO) and WT control mice (GSK‐3βfl/fl) were either 
fasted for 24 h or fed ad libitum. (A) At this time point the mRNA transcript levels of atrogin‐1, 
MuRF1, E3α‐II, and  (B) LC3b, Bnip3 and Gabarapl1 were determined  in plantaris muscle. All 
data shown represent means ± SEM, n=9 animals per group. * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 
compared with ad libitum fed WT control mice; # p<0.05, ## p<0.01, ### p<0.001 refers to a 
difference between indicated conditions. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
    
Figure 4.3  Fasting‐induced  FoXO  and  glucocorticoid‐sensitive  gene  expression  in muscle  are  in  part 
mediated by GSK‐3β.  
  Muscle‐specific GSK‐3β knockout (MGSK‐3β KO) and WT control mice (GSK‐3βfl/fl) were either 
fasted  for  24  h  or  fed  ad  libitum,  after  which  the  mRNA  transcript  levels  of  (A)  FoXO1, 
FoXO3a, (B) Glul, KLF‐15, REDD1 and myostatin were determined in plantaris muscle. All data 
shown  represent means  ±  SEM, n=9  animals per  group.  * p<0.05,  **  p<0.01,  *** p<0.001 
compared with ad libitum fed WT control mice; # p<0.05, ## p<0.01, ### p<0.001 refers to a 
difference between indicated conditions. 
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Figure 4.4  Dexamethasone‐induced  MuRF1  and  glucocorticoid‐sensitive  gene  expression  in  muscle 
requires the glucocorticoid receptor (GR).  
  Male  muscle‐specific  GR  knockout  (MGR  KO)  and  WT  control  mice  (GRfl/fl)  were 
subcutaneously (sc) injected with the synthetic glucocorticoid dexamethasone (Dex) [5 mg/kg 
body weight] or vehicle (vc) [saline, 0.9% NaCl]. After 6 h mRNA abundance of (A) atrogin‐1, 
MuRF1, (B) Glul, KLF‐15, REDD1 and myostatin were determined in gastrocnemius muscle. All 
data shown represent means ± SEM, n=6 animals per group. * p<0.05, ** p<0.01 compared 
with vc‐treated WT control mice; # p<0.05, ## p<0.01 refers to a difference between indicated 
conditions. NS: not significant. 
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ALP‐ but not UPS‐associated gene expression is sustained in skeletal 
muscle following GC administration and dependent on GSK‐3β 
We  next  sought  to  address  whether  GC‐induced  UPS  ‐and  ALP‐related  gene 
expression  was  dependent  on  GSK‐3β.  For  this  purpose,  Dex  or  saline  was 
administered  subcutaneously  to  MGSK‐3β  KO  and  WT  mice  for  48  h.  Dex 
administration resulted  in a modest, genotype‐independent decrease  in body weight 
(Supplemental  Figure  S4.2A),  and  significant  losses  in  spleen  mass  reflecting  its 
biological  activity,  regardless  of  the  genotype  (Supplemental  Figure  S4.2A). 
Unexpectedly, Dex instillation did not induce the mRNA transcript levels of atrogin‐1, 
MuRF1 and E3α‐II (Figure 4.5A). MuRF1 expression was even significantly decreased in 
muscle of MGSK‐3β KO and WT mice following 48 h of corticosteroid exposure (Figure 
4.5A).  Contrastingly,  the  ALP‐associated  genes  LC3b  and  Bnip3  were  marginally 
increased  in WT control mice  following systemic Dex‐treatment, while  the  induction 
of Gabarapl1 remained absent (Figure 4.5B). Furthermore, the induction of LC3b and 
Bnip3 was significantly attenuated in MGSK‐3β KO mice, whereas Gabarapl1 transcript 
levels appeared completely refractory to Dex or the loss of muscle GSK‐3β expression 
(Figure 4.5B). 
FoXO ‐and glucocorticoid‐sensitive gene expression is not maintained in 
skeletal muscle following prolonged glucocorticoid administration 
In  agreement  with  the  response  of  UPS‐sensitive  gene  expression  following 
repeated  GC  administration,  there were  no  alterations  in  the  expression  levels  of 
FoXO1  and  FoXO3a,  the  transcriptional  regulators  of  UPS  ‐and  autophagy‐related 
genes  (Figure 4.6A).  In addition,  synthetic GC‐treatment did not  result  in enhanced 
expression  of  Glul,  KLF‐15  and  myostatin,  all  well‐established  GC‐sensitive  genes 
(Figure  4.6B),  and  even  reduced  REDD1  transcript  levels  independently  of  the 
presence of GSK‐3β. 
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Figure 4.5  ALP  ‐but not UPS‐associated gene expression  is  sustained  in  skeletal muscle  following GC 
administration, and dependent on GSK‐3β.  
  Muscle‐specific GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and WT  control mice  (GSK‐3βfl/fl)  received 
daily  injections of Dex or  vc  for  48 h.  (A) At  this  time point  the mRNA  transcript  levels of 
atrogin‐1, MuRF1, E3α‐II, and  (B)  LC3b, Bnip3 and Gabarapl1 were determined  in plantaris 
muscle.  All  data  shown  represent  means  ±  SEM,  n=9  animals  per  group.  **  p<0.01, 
*** p<0.001  compared  with  vc‐treated  WT  control  mice;  #  p<0.05  refers  to  a  difference 
between indicated conditions. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
Figure 4.6  FoXO  ‐and  glucocorticoid‐sensitive  gene  expression  is  not maintained  in  skeletal muscle 
following prolonged glucocorticoid administration.  
  Muscle‐specific GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and WT  control mice  (GSK‐3βfl/fl)  received 
daily  injections of Dex or vc  for 48 h, after which  the mRNA  transcript  levels of  (A) FoXO1, 
FoXO3a, (B) Glul, KLF‐15, REDD1 and myostatin were determined in plantaris muscle. All data 
shown represent means ± SEM, n=9 animals per group. * p<0.05, ** p<0.01 compared with 
vc‐treated WT control mice. 
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Muscle‐specific GSK‐3β expression is required for glucocorticoid‐
induced skeletal muscle atrophy 
Considering the dependency of GSK‐3β on GC‐sensitive and atrogene expression, 
we next sought to  investigate whether GC‐induced skeletal muscle atrophy required 
GSK‐3β. To this end, Dex or saline was administered subcutaneously to MGSK‐3β KO 
and  WT  mice  for  two  weeks.  A  modest,  albeit  statistically  significant,  genotype‐
independent  decline  in  body  weight  was  observed  in  response  to  chronic  Dex‐
treatment  (Figure  4.7A).  Furthermore,  repeated  Dex  challenges  resulted  in  similar 
losses in spleen mass confirming a similar bioactivity of Dex in both WT and MGSK‐3β 
KO mice  (Figure 4.7B). Moreover, a  concurrent decrease  in  the wet weights of EDL 
(‐10%), gastrocnemius  (‐10%), plantaris  (‐13%) and tibialis  (‐10%) muscles was found 
in Dex‐treated control mice compared with saline‐treated controls. In contrast, in the 
MGSK‐3β KO mice no significant muscle atrophy was observed, while the oxidative M. 
soleus  appeared  completely  resistant  against  Dex‐induced  muscle  atrophy  (Figure 
4.7C). Next,  the  fiber  cross‐sectional  area  (CSA) was measured  to  determine  if  the 
rescued atrophy phenotype, evident from the muscle mass data, was also apparent at 
the  individual  fiber  level.  Indeed,  the  predominantly  glycolytic  EDL  muscle,  i.e. 
abundant in Type IIb fast‐twitch fibers, of Dex‐treated WT control mice atrophied and 
a showed a significant decrease in mean Type IIb (‐20%) (data not shown) fiber CSA in 
contrast  to MGSK‐3β KO mice, where no  significant decrease  in CSA was observed. 
This  phenotype was  further  substantiated  by  examining  the  fiber  size  distribution 
curves, which revealed a leftward shift, indicating the presence of a larger proportion 
of smaller  fibers  in Dex‐treated control mice, compared with vehicle‐treated control 
animals (Figure 4.7D). In contrast, there was no observable difference in the fiber size 
distribution  of  vehicle‐treated  and  Dex‐treated  MGSK‐3β  KO  mice  (Figure  4.7D). 
Similar to the observations made in the acute Dex study (Figure 4.5 and Figure 4.6), no 
increases  in  the  transcript  levels  of  UPS,  ALP‐related  and  GC‐sensitive  genes were 
detected in response to daily Dex injections for two weeks (Supplemental Figure S4.3 
B‐D). The p‐GSK‐3β to GSK‐3β ratio  in WT muscle following sustained Dex‐treatment 
remained  unaltered,  and  muscle‐specific  deletion  of  GSK‐3β  resulted  in  > 95% 
reduction  in GSK‐3β  protein  levels.  To  probe  a  potential  contribution of  decreased 
protein  synthesis  signaling  to  the muscle  atrophy  phenotype  observed  in WT  and 
MGSK‐3β KO mice, the protein  levels and phosphorylation status of the rate‐limiting 
translational repressor eIF4E‐binding protein 1  (4E‐BP1) was assessed  (Supplemental 
Figure  S4.3E).  Dex‐treatment  resulted  in  a  genotype‐independent  increase  in 
phosphorylated (2.2 fold) as well as total 4E‐BP1 levels (1.5 fold). This increase in the 
p‐4E‐BP1  to  4E‐BP1  ratio  was  indicative  of  increased  protein  synthesis  signaling 
following  two weeks  of Dex  instillation  (data  not  shown).  These  data  indicate  that 
prolonged Dex administration results in a GSK‐3β‐dependent muscle atrophy, which is 
not explained by alterations in UPS ‐or ALP‐associated proteolysis or 4E‐BP1‐mediated 
regulation of protein synthesis. 
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Figure 4.7  Muscle‐specific  GSK‐3β  expression  is  required  for  glucocorticoid‐induced  skeletal muscle 
atrophy.  
  Muscle‐specific GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and WT  control mice  (GSK‐3βfl/fl)  received 
daily  injections  of  Dex  or  vc  for  14  d.  (A)  End‐point  body  and  (B)  spleen  weights  were 
determined and expressed as a % of weight change of the vc‐treated WT control group.  (C) 
EDL, gastrocnemius, plantaris, tibialis and soleus muscle mass was assessed and expressed as 
a % of weight  change of  the  vc‐treated WT  control  group.  (D) Muscle  fiber  cross‐sectional 
areas (CSA) from the EDL muscle of vc ‐or Dex‐treated WT control (left) or MGSK‐3β KO (right) 
mice was determined from laminin‐stained cross‐sections. Shown are representative laminin‐
stained muscle cross‐sections of the same region within the EDL muscle for each experimental 
group  (200X  magnification,  scale  bar  =  50  µm),  including  the  corresponding  fiber  size 
distribution of Type  IIb  fiber CSA of WT control  (top graph) or MGSK‐3β KO  (bottom graph) 
mice following vc or LPS instillation. All data shown represent means ± SEM, n=9 animals per 
group.  *  p<0.05,  **  p<0.01,  ***  p<0.001  compared  with  vc‐treated  WT  control  mice; 
# p<0.05, ## p<0.01 refers to a difference between indicated conditions. 
 
Discussion 
Skeletal  muscle  atrophy  is  an  incapacitating  consequence  of  several 
pathophysiological  conditions  characterized  by  elevated  endogenous  levels  of  GCs. 
However,  the  exact  molecular  mechanisms  underlying  the  involvement  of  GCs  in 
muscle  wasting  are  not  completely  understood.  The  research  presented  in  this 
manuscript  aimed  at  providing  new  insights  into  how  GC‐driven  transcriptional 
cascades are regulated during muscle atrophy, and focused specifically on the role of 
GSK‐3β  therein. As mentioned earlier, both  IGF‐I/insulin and GC‐associated signaling 
are  involved  in the regulation of muscle mass. However, during catabolic conditions, 
such as starvation, when insulin and IGF‐I levels and associated signaling are generally 
low,  the  pro‐anabolic  PI‐3K/Akt  pathway  is  further  antagonized  by  GR‐dependent 
signaling  (37,42).  GSK‐3β  is  a  downstream  signaling  molecule  in  the  IGF‐I/insulin 
signaling  cascade and  is activated when Akt activity  is  suppressed. Previous  reports 
from  our  group  and  others  clearly  delineated  an  important  role  for GSK‐3β  in  the 
regulation of GC‐induced muscle proteolysis  in vitro, as GSK‐3β  inactivation  inhibited 
the  induction  of  the  atrophy‐associated  genes  atrogin‐1  and  MuRF1  mRNA,  and 
prevented myotube atrophy in response to synthetic GC‐treatment (21,100).  
 
To gain  further  insight  into  the  in vivo  role of GSK‐3β during GC‐induced muscle 
proteolysis, a muscle‐specific GSK‐3β knockout mice line (MGSK‐3β KO) was deployed 
here, to investigate the contribution of GSK‐3β to skeletal muscle atrophy in response 
to  fasting  and  high‐dose  Dex‐treatment. We  determined  that,  in  addition  to  UPS‐
associated gene expression, GSK‐3β is also involved in ALP‐related and GR‐dependent 
transcriptional programs.  Importantly, the present findings reveal that tissue‐specific 
GSK‐3β‐deficiency results in significant sparing of muscle mass following starvation or 
synthetic GC‐treatment. 
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Starvation  is  a well‐established model of GC‐mediated muscle  atrophy,  and has 
been  consistently  shown  to  correlate  with  increased  levels  of  circulating  GCs 
(57,66,107).  In  line with  this,  starvation  for  48  h  resulted  in  a  significant  genotype‐
independent decline in body weight, which was associated with an increase in plasma 
corticosterone levels. The release of corticosterone is essential for the maintenance of 
homeostasis, and enables the organism to cope with stress conditions, such as periods 
of  prolonged  nutrient  deprivation  (10,14).  Starvation  resulted  in  decreased  in  liver 
weights,  irrespective  of  the  genotype,  which  were  most  likely  attributable  to 
enhanced  depletion  of  liver  glycogen  stores  (87).  In  spite  of  hepatic  glycogenolysis, 
blood  glucose  levels  decreased  following  starvation  as  previously  reported  (87), 
independent  of  muscle  GSK‐3β.  A  second  adaptation  to  maintain  constant  blood 
glucose  levels  is  increased  gluconeogenesis.  This  process  is  fueled  by  amino  acids, 
which  are mobilized  from  skeletal muscle,  resulting  in muscle  tissue depletion  (24). 
Indeed, fasted WT control mice displayed extensive atrophy of the  lower hind  limbs. 
However, muscle mass of MGSK‐3β KO mice was remarkably resistant to starvation‐
induced  skeletal  muscle  atrophy.  This  suggests  redirection  of  gluconeogenic 
precursors other than amino acids such as glycerol (29), as blood glucose in MGSK‐3β 
KO mice was maintained at levels similar to fasted WT control mice.  
 
Atrogin‐1 and MuRF1 are both key atrogenes  involved  in UPS‐dependent protein 
degradation,  and  fasting‐induced  increases  in  their  expression  have  been  reported 
previously  (39,50,76,77). Consistent with the observed muscle sparing, and  in  line with 
our  previous  in  vitro  work  (100),  the  expression  of  atrogin‐1  and  MuRF1  was 
significantly attenuated  in starved MGSK‐3β KO mice compared with their respective 
genotypic controls. E3α (or UBR1) was the first ubiquitin ligase to be implicated in the 
muscle atrophy process  (44,45,88), and mediates ubiquitylation of short‐lived proteins 
by the N‐end rule pathway resulting in selective UPS‐dependent proteolysis (88,90,96). 
The expression of E3α was previously shown to be GC‐dependent, as treatment with 
the  GR  antagonist  RU‐38486  significantly  reduced  its  induction  in  septic  muscle 
(25,108). In this study, we detected a slight, albeit significant, increase in the expression 
of E3α‐II  (or UBR2)  (43), an E3α homologue, which, unlike atrogin‐1 and MuRF1, was 
not dependent on muscle GSK‐3β expression. However, the exact contribution of the 
N‐end rule pathway  in muscle wasting remains unclear, as this system was found to 
be non‐essential for GC‐associated muscle catabolism during fasting (1). 
 
In  addition  to  the  UPS,  the  ALP  constitutes  another  major  proteolytic  system 
activated  during muscle wasting. Although  starvation  and GC‐treatment  have  been 
independently linked to the induction of certain autophagic markers (68,75,95,109), the 
requirement of the GR  in mediating ALP‐related expression  in muscle  in response to 
fasting has not previously been established. Nonetheless, autophagy is thought to be 
required  for  the  turnover  of  cellular  constituents,  particularly  during  starvation‐
induced proteolysis (65). In addition, previous studies in skeletal muscle cells suggested 
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that the ALP is an essential contributor to muscle atrophy (64,97). Here, we report that 
fasting  significantly  upregulated  an ALP‐related  transcriptional  program, which was 
partially dependent on GSK‐3β, as  the  induction of Gabarapl1 was  refractory  to  the 
loss  of  GSK‐3β  expression  in  muscle.  Increased  autophagic  flux  following  fasting‐
induced decreases  in  the activity of  the PI‐3K/Akt  signaling pathway were  found  to 
involve FoXO3a activity in skeletal muscle (58,111). 
 
In fact, FoXO transcription factors were found to coordinately regulate both ALP‐
related, as well as UPS‐associated transcriptional programs in muscle, acting as liaison 
molecules governing the expression of the E3 ligases atrogin‐1 and MuRF1 (77,94), and 
the  critical  autophagy‐related  genes  LC3b,  Bnip3  and  Gabarapl1  (58,59,111,112).  The 
current paradigm of FoXO activation entails its dephosphorylation resulting in nuclear 
translocation,  and  subsequent  regulation  of  atrogene  expression  (77,94).  However, 
several  lines  of  evidence  have  implied  a  second  non‐canonical  mode  of  FoXO 
activation,  involving  its  de  novo  expression  during  skeletal  muscle  atrophy.  In 
particular, FoXO expression was found to be upregulated in response to GC‐treatment 
(5,27). Furthermore, Waddell et al. demonstrated  that GC‐induced  increases  in FoXO 
mRNA  expression  were  dependent  on  GR  dimerization  (101),  while  Watson  et  al. 
described decreases in FoXO1 expression in muscle‐specific GR knockout mice (104). In 
addition, work  by  Smith  and  coworkers  also  established  the  dependency  of  FoXO 
expression on  the GR, as  the  sepsis‐induced  induction of FoXO1 was attenuated by 
the GR antagonist RU‐38486 (86). Recently, FoXO3a was identified as a direct GR target 
gene, as  it  contained  functional GREs  in  its promoter  (55). Altogether,  these  studies 
suggest that non‐genomic actions of GR may control non‐canonical FoXO activation in 
GC‐driven muscle  atrophy.  Interestingly,  in  our  study,  fasting  resulted  in markedly 
upregulated  FoXO1  and  ‐3a  mRNA  levels,  which  corresponded  with  simultaneous 
increases  in GC‐sensitive  gene expression  in  skeletal muscle,  including Glul, KLF‐15, 
REDD1 and myostatin. In contrast, this induction of both FoXO and GC‐sensitive gene 
expression was significantly attenuated  in absence of GSK‐3β. As such,  these results 
provide  in  vivo  evidence  to  support  a  key  role  for  GSK‐3β  regulation  of  FoXO 
expression  in control of the proteolytic transcriptional programs of the UPS and ALS, 
and suggest this may involve genomic actions of the GR. 
 
To more directly assess whether GSK‐3β  controls GR‐dependent muscle atrophy 
and proteolytic gene expression, the requirement of GSK‐3β was tested in a GC (Dex)‐
induced model of muscle atrophy. First we confirmed that Dex‐induced GC‐sensitive 
and  proteolytic  gene  expression  required  muscle  GR  expression.  As  indicated, 
genomic GC actions  require  the activation of  the GR  (101).  In  line with  this,  skeletal 
muscle‐restricted  deletion  of  the GR  blunted  the  Dex‐induced  induction  of  several 
well‐established GC‐sensitive genes,  including Glul  (11), KLF‐15  (84), REDD1  (18,41) and 
myostatin  (30,56).  Previous  work  has  shown  that  GCs  are  sufficient  to  induce 
expression of atrogin‐1 and MuRF1  in both cell culture and  in vivo  (12,74,100,104), and 
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several  studies  have  indicated  that  GR‐dependent  signaling  is  required  for  the 
induction  of  these  ligases  (104,108,113). Our  data  corroborated  these  findings,  since 
Dex‐induced expression of MuRF1 was blocked  in GR‐deficient muscle. The apparent 
discrepancy between atrogin‐1 and MuRF1 with regard to their induction in response 
to  Dex  may  have  been  due  to  the  fact  that  the  MuRF1  gene  has  a  functional 
glucocorticoid  response  element  (GRE)  in  its  promoter, whereas  no GRE  has  been 
demonstrated conclusively in the vicinity of the atrogin‐1 gene (101). Instead, the GC‐
induced  upregulation  of  atrogin‐1  transcript  levels  may  require  non‐canonical 
activation  of  FoXO  driven  transcriptional  responses  (77),  providing  a  possible 
explanation  for  the  lack  of  any  atrogin‐1  induction  6  h  post  Dex  administration. 
Consequently,  transactivation  of  the  MuRF1  promoter  may  occur  instantaneously 
following GR  activation, whereas non‐canonical  FoXO  activation‐mediated  atrogin‐1 
expression may not yet have been completed 6 h post Dex administration. 
 
As these data confirmed KLF‐15, Glul, REDD1 and myostatin as genuine GR‐target 
genes  induced  by GCs,  this  supported  the  notion  that  the  attenuated  induction  of 
these  genes  in  absence  of muscle  GSK‐3β  following  fasting  reflects  control  of  GR‐
mediated gene expression by GSK‐3β  in skeletal muscle. To further address this, WT 
and  MGSK‐3β  KO  mice  were  treated  with  the  synthetic  GC  Dex.  Similar  to  the 
observations  made  in  the  starvation  study,  muscle‐specific  deletion  of  GSK‐3β 
resulted  in  significant  sparing of muscle mass  following  chronic Dex administration. 
Subsequent  examination  of  the  fiber  cross‐sectional  area  (CSA)  and  fiber  size 
distribution curves  in WT and MGSK‐3β KO mice attenuated muscle fiber atrophy,  in 
line with  the  sparing  of muscle mass.  Intriguingly,  EDL,  gastrocnemius  and  tibialis 
muscle  wet  weights  of  vehicle‐treated  MGSK‐3β  KO  mice  were  modestly,  but 
significantly  increased  compared  with  WT  animals.  The  mechanism  behind  this 
observation was  not  determined  here  since  it  is  beyond  the  scope  of  the  current 
study. However, it should be noted that in the starvation study no significant increases 
in muscle mass were found in ad libitum fed MGSK‐3β KO mice compared to WT mice. 
In addition,  increased muscle mass  in GSK‐3β‐deficient muscle was not accompanied 
by increased muscle fiber size, suggesting this increase in muscle mass may not reflect 
muscle hypertrophy, but changes in interstitial fluid retention which may be inherent 
to  differences  between  the  two  experimental  models.  Interestingly,  the  oxidative 
soleus muscle was  completely  refractory  to Dex‐induced muscle wasting.  Typically, 
GC‐induced muscle atrophy predominantly affects fast‐twitch type  II glycolytic fibers 
(particularly  IIx and  IIb), with  little or no  impact on oxidative type  I fibers  (16,62). For 
this  reason,  fast‐twitch  glycolytic  muscles,  i.e.  M.  EDL  or  M.  tibialis,  are  more 
susceptible  to GC‐induced  atrophy  than  oxidative muscles,  such  as M.  soleus.  The 
mechanisms behind  such  fiber  specificity are  currently unknown. However,  Shimizu 
and colleagues argued that glycolytic muscles have an evolutionary preserved role for 
the storage of nutrients under the control of the GC‐GR axis, and that GR‐dependent 
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gene expression  is a purposeful mechanism  for nutrient supply  from  these muscles, 
for instance during starvation (84). 
 
In  response  to  Dex  administration,  LC3b  and  Bnip3  transcript  levels  were 
upregulated, and these  increases were dependent on GSK‐3β, similar as observed  in 
response to fasting. However, no increases in the mRNA expression of UPS‐related or 
GC‐sensitive  genes  were  detected  following  48  h  of  Dex  exposure.  It  has  been 
established that proteolytic gene expression  is  induced early  in the atrophy process; 
generally preceding the onset of muscle loss in several experimental models (32,73,93). 
It was therefore surprising not to find any increases in atrogene or GC‐sensitive gene 
expression  following  48  h  of Dex‐treatment,  despite  confirmation  of  the  biological 
activity of the water‐soluble Dex used in this study, based on the observed decreases 
in  spleen mass,  reflecting  splenocyte apoptosis  (33), as a well‐described  response  to 
prolonged exposure to excess GC levels. 
 
Similar  to  the observations made  in  the  acute Dex  study,  the mRNA expression 
levels of UPS‐related and GC‐sensitive genes were not increased following two weeks 
of Dex administration. In addition to enhanced skeletal muscle proteolysis, decreased 
protein synthesis may also  lie at the basis of muscle atrophy. We therefore assessed 
the  potential  contribution  of  altered  protein  synthesis  to  the  muscle  atrophy 
phenotype  observed  in  WT  and  MGSK‐3β  KO  mice.  GCs  have  been  shown  to 
negatively modulate translation  initiation by dephosphorylation of 4E‐BP1  (83), which 
may result from mTOR inhibition through increased expression of REDD1. In contrast, 
we  observed  increased  phosphorylation  of  4E‐BP1  following  sustained  Dex 
administration, which was  indicative  of  increased  protein  synthesis.  In  the  above‐
mentioned study, attenuation of  translation  initiation was an acute response  to GC‐
treatment  (83), and another report suggested that  in model of GC‐associated muscle 
atrophy  decreases  in  protein  synthesis  were  of  a  transient  nature  (47).  However, 
regardless  of  whether  protein  synthesis  was  reduced  or  increased  following  Dex‐
treatment, our data are not in support of a major role of altered protein synthesis in 
the development of muscle atrophy in this model, due to the fact that any changes in 
protein  synthesis  signaling  in  response  to  Dex  occurred  independently  of  the 
genotype. Consequently, these observations cannot be reconciled with the differential 
muscle mass depletion in WT and MGSK‐3β KO mice in response to Dex.  
 
The absence of changes in UPS‐related gene expression contrasts previous reports 
by Baehr et al.  (5) and Watson et al.  (104),  in which  increased MuRF1 and atrogin‐1 
expression  in  skeletal muscle was  observed  at multiple  time  points  following  Dex 
administration. Slight changes  in the experimental model may  lie at the basis of this 
apparent discrepancy, as  the  total dose may have differed between  the  studies, as 
well as  the  route of administration. As opposed  to our  treatment  regimen of  single 
daily  sc‐injections with Dex,  this was provided by  the drinking water  in  the  former 
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studies.  GC  signaling  in  skeletal  muscle  may  therefore  have  been  of  a  more 
continuous nature due to sustained Dex levels, in contrast to the intermittent rises in 
Dex following sc delivery. Many GC‐controlled responses, including gene expression in 
skeletal muscle are transient in nature, or governed by circadian rhythm (19). This may 
explain  the  apparent  absence  of  differentially  expressed  UPS  ‐and  GR‐dependent 
genes 24 h  following  the  last Dex administration, as  these were clearly  induced 6 h 
post Dex  instillation. Nevertheless, our data  reveal  that  increases  in ALP‐associated 
gene expression, as well as muscle atrophy induced by GCs requires muscle GSK‐3β.  
 
In conclusion, our data provide in vivo evidence to support a key role for GSK‐3β in 
GC‐dependent  muscle  atrophy,  and  suggest  GSK‐3β  controls  UPS  and  ALP 
transcriptional programs by regulation of genomic actions of the GR. 
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Figure S4.1  Determination of muscle‐specific GSK‐3β  (MGSK‐3β KO) and glucocorticoid receptor  (MGR 
KO) knockout.  
  (A) Muscle‐specific GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and WT  control mice  (GSK‐3βfl/fl) were 
either fasted for 24 h or fed ad libitum, after which the mRNA transcript levels of GSK‐3β were 
determined  in plantaris muscle. (B) Muscle‐specific GSK‐3β knockout (MGSK‐3β KO) and WT 
control mice (GSK‐3βfl/fl) received daily injections of Dex or vc for 48 h. At this time point the 
mRNA  transcript  levels of GSK‐3β were determined  in plantaris muscle.  (C) Gastrocnemius 
muscle of WT control and MGR KO mice was collected and lysates were prepared for protein 
analysis  by  Western  blotting.  Shown  are  representative  immunoblots  of  GR  and  GAPDH 
determined  in  whole muscle  homogenates.  All  data  shown  represent means  ±  SEM,  n=9 
animals per group. *** p<0.001 compared with vc‐treated WT control mice. 
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Figure S4.2  Loss of body weight and  spleen mass  in  response  to dexamethasone‐treatment  for 48 h. 
Muscle‐specific GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and WT  control mice  (GSK‐3βfl/fl)  received 
daily injections of Dex or vc for 48 h. (A) End‐point body and spleen weights were determined 
and expressed as a % of weight change of the vc‐treated WT control group. All data shown 
represent means ± SEM, n=9 animals per group. *** p<0.001 compared with vc‐treated WT 
control mice.  
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Figure S4.3  Protein  synthesis  and  degradation  signaling  following  chronic  dexamethasone‐treatment. 
Muscle‐specific GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and WT  control mice  (GSK‐3βfl/fl)  received 
daily injections of Dex or vc for 14 d, after which the mRNA transcript levels of (A) atrogin‐1, 
MuRF1, (B) LC3b, Bnip3, (C) FoXO1, FoXO3a (D) Glul and KLF‐15 were determined in plantaris 
muscle. (E) Gastrocnemius muscle of WT control and MGSK‐3β KO mice, subjected to Dex or 
vc for 14 d, was collected and lysates were prepared for analysis of protein synthesis signaling 
markers  by  Western  blotting.  Representative  immunoblots  accompanied  by  quantitative 
densitometry  data  are  shown.  Protein  levels  of  phospho‐GSK‐3β  (p‐GSK‐3β),  total GSK‐3β, 
phospho‐4E‐BP1  (p‐4E‐BP1)  and  total  4E‐BP1  were  determined  in  whole  muscle 
homogenates. Accompanying bar graphs represent data as a % of the vc control WT group. All 
data shown represent means ± SEM, n=9 animals per group. * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 
compared with  vc‐treated WT  control mice;  #  p<0.05,  ##  p<0.01,  ###  p<0.001  refers  to  a 
difference between indicated conditions. 
 
 
Table S4.1  Genes of interest determined by real‐time quantitative reverse transcription PCR (qRT‐PCR). 
Gene name  Forward primer  Reverse primer 
atrogin‐1  5’‐ACCGGCTACTGTGGAAGAGA‐3’  5’‐CCTTCCAGGAGAGAATGTGG‐3’ 
MuRF1  5’‐TGTCTGGAGGTCGTTTCCG‐3’  5’‐CTCGTCTTCGTGTTCCTTGC‐3’ 
E3α‐II  5’‐AGAGAGGAGCGATAAGCTACCCCAGA‐3’  5’‐CCACACACGAGGCACAGAGTAGG‐3’ 
LC3b  5’‐GAGCAGCACCCCACCAAGAT‐3’  5’‐CGTGGTCAGGCACCAGGAA‐3’ 
Bnip3  5’‐AGGTTTTCCTTCCATCTCTGTTACTG‐3’  5’‐TGTGTGAACAGAAGTCAGATCCAAA‐3’ 
Gabarapl1  5’‐CCCTCCCACCAGTGCTACCAT‐3’  5’‐TCATCACTGTAGGCCACATACAGAAAA‐3’ 
Glul  5’‐GGCCATGCGGGAGGAGA‐3’  5’‐GGTGCCTCTTGCTCAGTTTGTCA ‐3’ 
KLF‐15  5’‐TGCAGCAAGATGTACACCAAGAG‐3’  5’‐ATCGCCGGTGCCTTGAC‐3’ 
REDD1  5’‐CGGGCCGGAGGAAGACT‐3’  5’‐CTGCATCAGGTTGGCACACA‐3’ 
myostatin  5’‐GGCCATGATCTTGCTGTAACCT‐3’  5’‐CGGCAGCACCGGGATT‐3’ 
FoXO1  5’‐AAGAGCGTGCCCTACTTCAAGGATA‐3’  5’‐CCATGGACGCAGCTCTTCTC‐3’ 
FoXO3a  5’‐TGCTGACGGGTTGGATTTTAACTT‐3’  5’‐AAACGGATCACTGTCCACTTGCT‐3’ 
GSK‐3β  5’‐CCACATGCTCGGATTCAGGC‐3’  5’‐TGTCCACGGTCTCCAGCATTAGTAT‐3’ 
β‐actin  5’‐CTGAATGGCCCAGGTCTGA‐3’  5’‐CCCTCCCAGGGAGACCAA‐3’ 
cyclophilin A  5’‐TTCCTCCTTTCACAGAATTATTCCA‐3’  5’‐CCGCCAGTGCCATTATGG‐3’ 
GAPDH  5’‐CAACTCACTCAAGATTGTCAGCAA‐3’  5’‐TGGCAGTGATGGCATGGA‐3’ 
calnexin  5’‐GCAGCGACCTATGATTGACAACC‐3’  5’‐GCTCCAAACCAATAGCACTGAAAGG‐3’ 
ARBP  5’‐GGACCCGAGAAGACCTCCTT‐3’  5’‐GCACATCACTCAGAATTTCAATGG‐3’ 
RPL13A  5’‐CACTCTGGAGGAGAAACGGAAGG‐3’  5’‐GCAGGCATGAGGCAAACAGTC‐3’ 
B2M  5’‐CTTTCTGGTGCTTGTCTCACTGA‐3’  5’‐GTATGTTCGGCTTCCCATTCTC‐3’ 
α‐tubulin  5’‐CGTAGACCTGGAACCCACGGT‐3’  5’‐TGCCTGTGATGAGCTGCTCA‐3’ 
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Abstract 
Skeletal muscle atrophy occurs under a variety of acute and chronic conditions and 
is  often  associated with  increased  endogenous  levels  of  glucocorticoids  (GCs).  The 
expression  of  the muscle‐specific  E3  ubiquitin  ligases  atrogin‐1/MAFbx  and muscle 
RING finger 1 (MuRF1) is induced under multiple catabolic conditions such as systemic 
inflammation  and  excess  GC  levels.  We  investigated  the  direct  contribution  of 
glycogen synthase kinase‐3β  (GSK‐3β), a downstream molecule  in  insulin‐like growth 
factor  1  (IGF‐I)/Akt  signaling,  in  pulmonary  inflammation‐induced  skeletal  muscle 
atrophy  using  a  muscle‐specific  GSK‐3β  knockout  mouse  line  (MGSK‐3β  KO). 
Pulmonary  inflammation  was  induced  by  intratracheal  lipopolysaccharide  (IT‐LPS) 
instillation  and  resulted  in  increased  levels  of  plasma  corticosterone  and  muscle 
wasting, which was associated with an  induction of the E3 ubiquitin  ligases atrogin‐1 
and MuRF1, GC‐sensitive  genes,  and markers  of  the  autophagy‐lysosomal  pathway 
(ALP).  Interestingly,  MGSK‐3β  KO  mice  were  protected  against  pulmonary 
inflammation‐induced  muscle  atrophy,  and  loss  of  muscle  GSK‐3β  significantly 
attenuated  increases  in  the  transcript  levels  of  ubiquitin  26S‐proteasome  system 
(UPS), ALP‐related and GC‐sensitive genes.  Similarly, muscle‐specific deletion of  the 
glucocorticoid  receptor  (GR)  also  conveyed  resistance  to  pulmonary  inflammation‐
induced muscle atrophy and proteolytic signaling, including FoXO1 and ‐3a expression, 
implying a  requirement  for GSK‐3β  in  regulating GR‐dependent and associated UPS‐ 
and ALP‐related gene expression. Importantly, these current findings expand upon our 
earlier  observations  identifying  GSK‐3β  as  an  important  mediator  of  GC‐induced 
skeletal muscle  atrophy,  and  support  the  existence of  a GSK‐3β  ‐ GR  signaling  axis 
regulating muscle  atrophy,  and  associated  gene  expression  induced  by  pulmonary 
inflammation. 
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Introduction 
Skeletal muscle  atrophy  is  a  debilitating  feature  of  a wide  variety  of  acute  and 
chronic  lung  diseases  such  as  sepsis/acute  respiratory  distress  syndrome  (ARDS), 
chronic  obstructive  pulmonary  disease  (COPD),  and  cancer  (67,122). Other  catabolic 
conditions, characterized by erosion of lean body mass include semi‐starvation, disuse 
and  aging  (33,47).  Under  normal  conditions  skeletal  muscle  protein  content  is 
maintained  by  a  balance  between  protein  synthesis  and  degradation  (65).  Under 
catabolic  circumstances,  however,  this  balance  is  perturbed  and  shifts  in  favor  of 
degradation (48,85). 
 
Enhanced muscle proteolysis during muscle  atrophy has been  shown  to  involve 
activation  of  the  ATP‐dependent  ubiquitin  26S‐proteasome  system  (UPS)  (47).  A 
specific  set  of  atrophy‐related  genes,  commonly  referred  to  as  “atrogenes”,  are 
upregulated  similarly  in muscle  in  several atrophy models, and as  such,  comprise a 
common  series  of  transcriptional  adaptations  leading  to  accelerated  protein 
breakdown  (66,87).  The  rate‐limiting  enzymes  involved  in  the  UPS‐dependent 
degradation  of  muscle  proteins  include  two  muscle‐specific  E3  ubiquitin  ligases, 
namely  atrogin‐1/MAFbx  (hereinafter  termed  atrogin‐1)  and muscle  RING  finger  1 
(MuRF1), whose  expression  is  upregulated  under  diverse  atrophic  conditions  (7,34, 
87,120). Moreover, genetic studies have shown that the null deletion of MuRF1 abates 
the  loss  of  muscle  mass  during  denervation  (7),  unloading  (59)  and  synthetic  GC‐
treatment (5), whereas loss of atrogin‐1 expression spares muscle mass following loss 
of innervation (7). In recent years, it has become apparent that, in addition to the UPS, 
the autophagy‐lysosomal pathway (ALP) plays a key role in the degradation of skeletal 
muscle proteins (74,79,91). These two major proteolytic systems are subject to intense 
cross‐talk  (53), and are  tightly  regulated at  the  transcriptional  level. Forkhead Box O 
(FoXO)  transcription  factors  have  been  demonstrated  to  act  as  critical  liaison 
molecules, governing the expression of the autophagy‐associated genes microtubule‐
associated proteins 1A/1B light chain 3A (LC3), Bcl‐2 and 19 kDa interacting‐protein 3 
(Bnip3)  and  GABA  receptor‐associated  protein  1  (Gabarapl1),  as  well  as  the  UPS‐
related E3 ligases atrogin‐1 and MuRF1 (73,93,105,128). 
 
Glucocorticoids  (GCs)  are  a  class  of  steroid  hormones  that  elicit  a  plethora  of 
biological actions essential for the maintenance of homeostasis (80). GCs are released 
by the adrenal gland via the hypothalamic‐pituitary‐adrenal (HPA) axis and contribute 
to  substrate  metabolism  (11).  These  hormones  are  also  important  regulators  of 
immune  and  inflammatory  processes  as  they  quench  the  pathophysiological 
responses to inflammation, for instance in trauma or during acute and severe chronic 
disease  courses  (40).  Many  pathological  conditions  (e.g.  sepsis,  fasting,  metabolic 
acidosis and cachexia), characterized by muscle atrophy, are associated with sustained 
and  pronounced  elevations  in  circulating  GCs  (41,67,119).  Physiological  levels  of 
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endogenous GCs, and  in particular cortisol  in humans and corticosterone  in rodents, 
appear  indispensable  for  the  induction  of muscle  atrophy  in  several models  (45,93). 
Moreover,  in  the  clinical  setting,  GCs  are  often  exogenously  administered  in  the 
management  of  acute  and  chronic  pulmonary  disease  (84,94),  and  exposure  to 
synthetic GCs is sufficient to induce muscle proteolysis in various experimental models 
(5,16,22,112,116). 
 
The mechanisms  by which  GCs  influence  the  balance  of  protein  turnover may 
occur  through genomic and non‐genomic actions of the glucocorticoid receptor  (GR) 
(104),  and  functional  impairment  of  the  GR  markedly  reduces  GC‐induced  loss  of 
muscle  mass  (52,62,72).  The  GR  is  a  ubiquitously  expressed,  ligand‐dependent 
transcription factor that governs developmental and metabolic functions  in response 
to GCs. In absence of its ligand, the GR is inactive and sequestered in the cytoplasm by 
the heat shock protein 90  (Hsp90)‐chaperone complex. Upon  ligand binding,  the GR 
undergoes a conformational change resulting in its release from Hsp90, allowing it to 
translocate to the nucleus. GR homodimers can, in turn, regulate the transcription of 
specific  target  genes  by  binding  to GC  response  elements  (GREs)  of GC‐responsive 
genes (29). The genomic actions of the GR have been implicated in the suppression of 
protein synthesis in skeletal muscle. For example, repression of mammalian target of 
rapamycin  complex  1  (mTORC1)  signaling  in  response  to  GCs  has  recently  been 
demonstrated  to  involve  enhanced  transcription  of  regulated  in  development  and 
DNA  damage  responses  1  (REDD1)  (18,114).  Furthermore,  GCs  may  affect  protein 
synthesis  by  reducing muscle  insulin‐like  growth  factor  1  (IGF‐I)  expression  (30,69), 
whereas  treatment  of  cultured  muscle  cells  with  synthetic  GCs  was  reported  to 
increase  the  expression  of  the  p85  subunit  of  phosphatidylinositol  3‐kinase  (PI‐3K) 
(55,115),  leading  to  suppression  of  PI‐3K  activity  (109)  and myotube  atrophy  (55).  In 
addition to these genomic effects of GCs, PI‐3K/Akt signaling may also be altered by 
rapid non‐genomic corticosteroid actions (70,100). For instance, Hu et al. reported that 
the  activated GR  competes with  insulin  receptor  substrate  1  (IRS‐1)  for  association 
with  PI‐3K  subunits  p110  and  p85,  resulting  in  impaired  IRS‐1‐associated‐PI‐3K/Akt 
activity  (45).  This  is  likely  responsible  for  reduced  protein  synthesis  signaling  by 
diminishing  translation  initiation  through  increased  availability of dephosphorylated 
eIF4E‐binding protein 1  (4E‐BP1)  (97), and  reduced activity of p70S6 kinase  (p70S6K) 
(96).  
 
Next to their inhibitory role in protein synthesis signaling, GCs also serve an active 
role  in enhanced proteolysis signaling during muscle atrophy. E3α (or UBR1) was the 
first  ubiquitin  ligase  to  be  implicated  in  the muscle  atrophy  process  (57,58,102),  and 
treatment  with  the  GR  antagonist  RU‐38486  significantly  reduced  its  induction  in 
septic muscle  (25,120). Likewise,  the expression of atrogin‐1 and MuRF1 appeared  to 
be, at  least  in part, mediated by GCs, as pharmacological  inhibition  (120) or genetic 
deletion of the GR (116,129) blunted the induction of these atrogenes during sepsis, or 
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following  synthetic  GC‐treatment.  In  fact,  evidence  for  both  genomic  and  non‐
genomic  GR  actions  in  regulating  atrogene  expression  during  GC‐mediated muscle 
atrophy exists. Recently, the direct GR target gene Krüppel‐like factor 15 (KLF‐15) was 
found  to  participate  in  muscle  catabolism  by  enhancing  atrogin‐1  and  MuRF1 
promoter  activity,  whilst  increasing  FoXO  mRNA  expression  (98).  Furthermore, 
elevated FoXO1 and FoXO3a transcript levels were demonstrated to coincide with GC‐
induced muscle wasting  (28,93),  and Waddell  and  associates  reported  that  GR  and 
FoXO1  synergistically  caused  MuRF1  promoter  transactivation.  Intriguingly,  in  the 
latter  study,  FoXO mRNA  levels were  reduced  in  dimerization‐deficient mutant GR 
mice  (GRdim)  (113).  Currently,  the  functional  implication  of  FoXO  mRNA  regulation 
remains elusive, as FoXO‐mediated expression of atrogin‐1 and MuRF1  is dependent 
on  its nuclear  localization, which  is determined by Akt phosphorylation  (93,105), and 
non‐genomic  GR  actions  may  therefore  direct  FoXO  activity  through  competition 
between the GR and IRS‐1 for association with PI‐3K (45). 
 
Phosphorylation and subsequent activation of Akt via the prototypical IGF‐I/insulin 
pathway has been considered as the nodal point at which the anti‐catabolic and pro‐
anabolic  actions  of  IGF‐I/insulin  are  integrated  (33,64). GSK‐3β  is  a  signaling  protein 
directly  downstream  of  Akt  and  in  addition  to  its  well‐described  role  in  protein 
synthesis (118), it is also involved in protein degradation (111). Previously, it was shown 
that  pharmacological  GSK‐3β  inhibition  decreased  general  protein  degradation 
comparably  to  IGF‐I  in  a model  of  GC‐associated muscle  proteolysis  (22,24,68),  and 
Schakman  et  al.  reported  that  overexpression  of  a  dominant‐negative  GSK‐3β 
prevented  GC‐induced  muscle  atrophy  (95).  Earlier  work  by  our  lab  delineated  a 
significant role for GSK‐3β in the regulation of GC‐induced skeletal muscle atrophy, as 
GC‐induced  increases  in atrogin‐1 and MuRF1  transcript  levels were blocked  in GSK‐
3β‐deficient  myotubes,  resulting  in  specific  sparing  of  myofibrillar  proteins  (112). 
However,  the  exact  molecular  mechanisms  by  which  GSK‐3β  contributes  to  GC‐
induced muscle proteolysis remain poorly understood. Therefore, the main objective 
of this current study was to investigate the role of GSK‐3β in a model of GC‐associated 
pulmonary  inflammation‐induced muscle  atrophy.  Using mice  with muscle‐specific 
deletions of GSK‐3β or the GR, we determined that GSK‐3β regulates GR‐dependent, 
UPS ‐and ALP‐related transcriptional programs. Moreover, we show for the first time 
that  tissue‐specific  GSK‐3β‐deficiency  protects  against  muscle  wasting  following 
lipopolysaccharide (LPS)‐induced acute pulmonary inflammation. 
Materials and Methods 
Animal studies 
All mouse studies were carried out under a protocol approved by the Institutional 
Animal Care Committee of Maastricht University. Male muscle‐specific GSK‐3β and GR 
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knockout  mice  (12  weeks  of  age  and  designated  MGSK‐3β  KO  and  MGR  KO, 
respectively)  were  generated  by  crossing  MLC1f‐Cre+/‐  (fast  myosin  light  chain  1 
promoter driving Cre recombinase) mice with animals bearing GR and GSK‐3β alleles 
flanked with  loxP sites  (GSK‐3βfl/fl and GRfl/fl) on a C57BL/6 background, as described 
previously  (21,82). For both mouse  lines, the Cre double negative  littermates  (MLC1f‐
Cre‐/‐,  GSK‐3βfl/fl  and  GRfl/fl)  served  as  controls  (WT).  Genotyping  of  all  mice  was 
performed  using  genomic  DNA  from  tail  tips.  The  various  tissue‐specific  deletions 
were  determined  by  PCR,  confirming  the  presence  of  Cre,  and  the  absence  of  the 
deleted floxed GSK‐3β and GR alleles. All animals were housed individually in standard 
cages and were given ad libitum access to food and water throughout the experiment. 
Acute  lung  inflammation  was  induced  in  anesthetized  [75  mg/kg  ketamine  and 
3 mg/kg  xylazine] mice  by  intratracheal  (IT)  instillation  of  60  μg  lipopolysaccharide 
(LPS) (Escherichia coli, serotype O55:B5, Sigma‐Aldrich, St. Louis, MO, USA) dissolved 
in 50 μl sterile saline [0.9% NaCl] as described previously (37). Vehicle (vc)‐treated mice 
were  instilled with  50  μl  LPS‐free  sterile  saline.  After  intratracheal  instillation,  the 
mice were kept in an upright position for 10 minutes (min) to allow the fluid to spread 
throughout  the  lungs. Mice  (n=6,  unless  stated  otherwise  in  figure  legends) were 
euthanized 12 hours (h), 24 h or 48 h post LPS  instillation and a heart puncture was 
performed to collect whole blood to obtain plasma. The soleus, gastrocnemius, tibialis 
anterior, plantaris and extensor digitorum  longus  (EDL) muscles were collected  from 
both hind  limbs using  standardized dissection methods.  The paired muscle weights 
were measured and all tissues were flash‐frozen in liquid nitrogen. 
Tissue processing and histological analyses 
The  EDL muscle was  embedded  in  Tissue‐Tek  (Sakura  Finetek,  the Netherlands) 
and  sectioned  on  a  Leica  CM3050  S  cryostat  at  ‐20°C.  Subsequently,  serial  cross‐
sections (5 μm) were stained with the following primary monoclonal antibodies: anti‐
Type  I  MyHC  (#A4840),  anti‐Type  IIb  MyHC  (#BF‐F3)  (both  from  Developmental 
Studies Hybridoma Bank,  Iowa City,  IA, USA), anti‐Type  IIa MyHC  (#333‐7H1)  (kindly 
provided  by  Dr.  A.F.M.  Moorman,  AMC,  Amsterdam,  the  Netherlands)  and  anti‐
laminin  (#L‐9393)  (Sigma‐Aldrich)  to determine  fiber  cross‐sectional  area  (CSA)  and 
fiber  type  distribution.  The  negatively  stained  fibers,  present  after  a  Type  IIb/IIa 
double‐staining, were characterized as Type  I/IIx fibers. A subsequent Type  I staining 
revealed that the EDL muscle contained virtually no (oxidative) Type  I fibers (< 1.5%) 
(data not shown),  implying that the non‐stained fibers were predominantly Type  IIx. 
As  such,  the  glycolytic  EDL muscle was  abundant  in  fast‐twitch  fibers,  showing  the 
following  distribution:  Type  IIb,  68%;  Type  IIx,  20%;  and  Type  IIa,  11%  (data  not 
shown). The  sections were  incubated with  the  following  secondary antibodies: goat 
anti‐mouse IgG Alexa Fluor 488 (#A‐21121), goat anti‐mouse IgM Alexa Fluor 555 (#A‐
21426) and goat anti‐rabbit  IgG Alexa Fluor 350  (#A‐11069)  (all  from  Invitrogen, CA, 
USA).  Digital  images  of  the  stained  sections  were  taken  under  200X  total 
magnification using an Eclipse E800 microscope (Nikon, Japan) connected to a digital 
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camera  (DXM,  1200  NF,  Nikon,  Japan).  The  fiber  CSA  was measured  after  having 
identified five non‐overlapping regions containing a total of 100 ‐ 200 individual fibers 
per animal, which were then analyzed using Lucia software (version 4.81). 
Corticosterone measurements 
The  plasma  corticosterone  levels were  determined  by HPLC.  Cortisol  carboxylic 
acid was added  to plasma and corticosterone standards as an  internal standard  (43). 
Next, the samples and standards were acidified with phosphoric acid, and the steroid 
hormones  were  subsequently  extracted  from  the  plasma  using  diethyl  ether,  and 
dried  with  nitrogen  gas.  The  pellet  was  dissolved  in  eluens  (acetonitrile/ 
methanol/TFA) and  incubated with sulphuric acid  for 20 min to convert the steroids 
into  fluorescent products.  Subsequently, HPLC analysis was performed as described 
previously (75). All corticosterone values were corrected to the internal standard. 
Cell culture 
The murine skeletal muscle cell  line C2C12 was obtained  from  the American Type 
Culture Collection (ATCC # CRL1772, Manassas, VA, USA). Myoblasts were cultured in 
growth medium  (GM),  composed  of  low  glucose  [1  g/l] Dulbecco’s Modified  Eagle 
Medium  (DMEM)  containing  antibiotics  [50  U/ml  Penicillin  and  50  μg/ml 
Streptomycin] (all from Gibco, MD, USA) and 9% (v/v) Fetal Bovine Serum (FBS) (PAA 
Laboratories GmbH, Austria)  or  differentiation medium  (DM), which  contained  low 
glucose DMEM with 0.9% heat‐inactivated FBS (30 min at 56°C) and antibiotics. Wild‐
type  (WT)  (GSK‐3β+/+) and GSK‐3β‐null  (GSK‐3β‐/‐) mouse embryonic  fibroblast  (MEF) 
cell  lines were  generously provided by Dr.  J.R. Woodgett  (Ontario Cancer  Institute, 
Toronto, Canada)  (44) and cultured  in GM, composed of high glucose DMEM [4.5 g/l] 
containing  antibiotics  and  9%  FBS,  or  DM,  which  contained  high  glucose  DMEM 
supplemented with 0.9% heat‐inactivated FBS and antibiotics. The C2C12 cells were on 
Matrigel coated [1:50 in DMEM] 35 mm dishes (both from BD Biosciences, MA, USA), 
and all cells were plated at a density of 104/cm2 and cultured in GM for 24 h prior to 
transfection  or  induction  of  differentiation.  The  C2C12  myoblasts  underwent 
differentiation  into  myotubes  following  growth  factor  withdrawal  (124).  The 
differentiating  cells  were  provided  with  fresh  DM  every  48  h  and  2  h  before 
stimulation.  Dexamethasone  (Dex),  LiCl  (both  from  Sigma‐Aldrich)  and  CHIR99021 
(kindly  provided  by Dr.  P.  Cohen, MRC  Protein  Phosphorylation Unit, University  of 
Dundee, UK) were added after 5 days (d) (C2C12) or 1 d (MEF) of culture in DM for the 
indicated times and concentrations. 
Stable transfection 
Vectors expressing shRNA directed against GSK‐3β were constructed by inserting a 
duplex of annealed oligonucleotides  containing  the 19‐nt  target  sequences  into  the 
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pRetro‐Super  (pRS)  vector  (9,10)  (kindly  provided  by  Dr.  R.  Agami,  the Netherlands 
Cancer  Institute,  Amsterdam,  the  Netherlands).  Ecotropic  retroviral  supernatants 
were produced by  transfection of phoenix packaging cells  (kindly provided by Dr. G. 
Nolan, Stanford University, USA), cultured  in high glucose [4.5 g/l] DMEM containing 
antibiotics [50 U/ml Penicillin and 50 μg/ml Streptomycin] and 9% (v/v) FBS, with the 
pRS  GSK‐3β  shRNA  vector  or  the  pRS  control  vector  by  calcium  phosphate 
precipitation. The  tissue  culture medium was  filtered  through a 0.45  μm  filter 48 h 
post‐transfection  and  the  supernatant  containing  the  viral  particles  was  used  for 
infection of the C2C12 cells after the addition of Polybrene  [4 μg/ml]  (Sigma‐Aldrich). 
The cells were infected for at least 6 h and allowed to recover for 24 h with fresh GM. 
The  infected cells were selected with Puromycin [2.5 μg/ml] for at  least 96 h. Of the 
three target sequences tested, the pRS vector containing the 19‐nt target sequences 
5′‐GTTGTATATGTATCAGCTG‐3′ demonstrated the strongest RNA silencing for GSK‐3β. 
Silencing efficiency was evaluated by qRT‐PCR or Western blot analysis for GSK‐3β. 
Transient transfections and plasmids 
Transient transfections were performed using Nanofectin (PAA, Austria), and in all 
cases  included  a  co‐transfection  with  pSV‐β‐gal  to  correct  for  differences  in 
transfection  efficiency  (Promega,  WI,  USA).  The  transfection  mix  was  prepared 
according to the manufacturer’s instructions and contained 3.2 µl Nanofectin per 1 µg 
plasmid.  For each  transfection, 1  ‐ 2.5 µg expression plasmid DNA or empty  vector 
controls  were  used  per  35  mm  dish.  The  transfection  mix  was  added  to 
undifferentiated  C2C12  myoblasts  or  MEFs  at  least  6  h  prior  to  carrying  out  an 
experiment.  The GRE‐luciferase  reporter  plasmid was  used  to measure GC‐induced 
transcriptional  activity.  To  determine  luciferase  and  β‐galactosidase  (β‐gal)  activity, 
the  cells  were  lysed  in  1X  luciferase  reporter  lysis  buffer  and  stored  at  ‐80°C. 
Subsequently,  luciferase  (Promega)  and  β‐gal  (Tropix,  MA,  USA)  activity  were 
measured according to the manufacturer’s instructions. 
RNA isolation and assessment of mRNA abundance for qRT‐PCR 
Muscle  tissue  was  homogenized  in  ice‐cold  RLT  buffer,  containing  β‐
mercaptoethanol,  using  a  rotating  blade  tissue  homogenizer  (Polytron  PT  1600E, 
Kinematica, Switzerland). RNA was  isolated using the RNeasy Fibrous Tissue Mini Kit 
(Qiagen,  Germany)  according  to  the  manufacturer’s  instructions.  C2C12  cells  were 
washed  twice with  ice‐cold  1X  PBS,  after which  total  RNA was  isolated  using  the 
ToTALLY  RNA  kit  (Ambion,  TX,  USA)  according  to  the manufacturer’s  instructions. 
Next,  0.4  μg  RNA  was  reverse  transcribed  into  cDNA  using  the  Transcriptor  First 
Strand  cDNA  Synthesis  kit  (Roche  Diagnostics  GmbH,  Germany)  according  to  the 
manufacturer’s  instructions. Anchored oligo‐dT primers were used  for priming.  The 
mRNA  transcript  levels  of  the  genes  of  interest  (Supplemental  Table  S5.1)  were 
determined by  real‐time quantitative  reverse  transcription PCR  (qRT‐PCR). The qRT‐
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PCR primers were designed using Primer Express 2.0  software  (Applied Biosystems, 
CA, USA) and obtained from Sigma‐Aldrich. qRT‐PCR reactions contained 2X SensiMix 
SYBR/Fluorescein  mix  (Bioline,  UK)  and  primers  [300  nM].  The  PCR  reaction  was 
performed by a two‐step PCR and the standards were made by making a 5‐fold serial 
dilution of pooled cDNA. Relative cDNA concentrations of the samples were derived 
from the standard curve with at least a R2 > 0.98 and an efficiency between 90 ‐ 110%. 
The  geNorm  software  package  was  used  to  ascertain  the  most  suitable  set  of 
reference genes  for normalization  (110). The expression of  the genes of  interest was 
normalized to a normalization factor, based on the geometric average of at least three 
reference genes (ARBP, RPL13A, B2M, GAPDH, calnexin, cyclophilin A, β‐actin and α‐
tubulin).  The  qRT‐PCR  reactions were  performed  on  a MyiQ  single‐color  real‐time 
thermocycler and analyzed using MyiQ 2.0 software (all from Bio‐Rad, CA, USA). 
Nuclear extracts 
Nuclear  and  cytoplasmic  protein  extracts  of  gastrocnemius  muscles  were 
fractionated by differential lysis of powered tissue in two consecutive steps. First, the 
powdered tissue was lysed in Buffer A [20 mM HEPES buffered with KOH, pH 7.8; 20 
mM KCl; 4 mM MgCl2; 0.2 mM EDTA, pH 8.0; 1 mM DTT; 0.2 mM Na3VO4; 0.2 mM NaF; 
0.4 mM PMSF; 5 μg/ml Leupeptin],  followed by a 1 h  incubation  step on a  rotating 
platform at 4°C after which Buffer B  [10% Nonidet P‐40] was added  to separate  the 
nuclei  from  the cytoplasm. After a  short centrifugation  step  (1 min/14000  rpm)  the 
supernatant (cytoplasmic fraction) was removed and the pellet, containing the nuclei, 
was washed (Buffer A + B) to clear away any residual cytoplasmic proteins. Finally, the 
nuclei were lysed in Buffer C [100 mM HEPES buffered with KOH, pH 7.8; 100 mM KCl; 
600 mM NaCl; 0.2 mM EDTA, pH 8.0; 20% glycerol; 1 mM DTT; 0.2 mM Na3VO4; 0.2 
mM NaF; 0.7 mM PMSF] and incubated on a rotating platform for 1 h at 4°C. Next, the 
protein  lysates were centrifuged (8 min/14000 rpm) and the supernatant was stored 
at ‐80°C. 
Western blotting 
Muscle tissue was homogenized  in  ice‐cold 1X whole cell  lysate buffer  (WCL)  [50 
mM Tris, pH 7.4; 150 mM NaCl; 10% glycerol; 0.5% Nonidet P‐40; 1 mM EDTA; 1 mM 
DTT; 1 mM Na3VO4; 5 mM NaF; 1 mM PMSF; 10 μg/ml Leupeptin; 1% aprotinin; 10 
mM  β‐glycerophosphate  and  1  mM  Na‐pyro‐PO4]  using  a  rotating  blade  tissue 
homogenizer  (Polytron  PT  1600E,  Kinematica,  Switzerland).  The  total  protein 
concentration was  assessed  by  the  Thermo  Scientific  Pierce  BCA  Protein  Assay  kit 
(Pierce  Biotechnology,  IL,  USA)  according  to  the  manufacturer’s  instructions.  The 
protein lysates were boiled for 5 min at 95°C after the addition of 4X Laemmli sample 
buffer [0.25 M Tris‐HCl pH 6.8; 8% (w/v) SDS; 40% (v/v) glycerol; 0.4 M DTT and 0.04% 
(w/v) Bromophenol Blue]. For SDS‐PAGE 1 ‐ 30 μg of protein was loaded per lane and 
separated on a Criterion XT Precast 4 ‐ 12% Bis‐Tris gel (Bio‐Rad), followed by transfer 
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to a 0.45 μm Whatman Protran Nitrocellulose Transfer membrane (Whatman GmbH, 
Germany)  by  electroblotting  (Bio‐Rad  Criterion  Blotter).  Nitrocellulose  blots  were 
incubated overnight (4°C) with specific antibodies directed against: GR (H‐300) (Santa 
Cruz  Biotechnology,  CA,  USA),  p‐eIF2Bε  (Ser539)  (#44‐530G)  (Invitrogen),  p‐mTOR 
(Ser2448)  (#2971), mTOR  (#2983), p‐Akt  (Ser473)  (#9271), Akt  (#9272), p‐GSK‐3β  (Ser9) 
(#9336),  GSK‐3β  (#9332),  p‐p70S6K  (Thr389)  (#9206),  p70S6K  (#2708),  p‐4E‐BP1 
(Thr37/46)  (#9459), 4E‐BP1  (#9452), p‐S6  (Ser235/236)  (#2211), p‐FoXO1 (Ser256)  (#9461), 
FoXO1 (#2880), p‐FoXO3a (Ser253) (#9466), FoXO3a (#2497) p‐GR (Ser220) (#4161) and 
GAPDH (#2118) (all from Cell Signaling Technology), diluted in 1X TBS/0.1% Tween‐20. 
The blots were probed with a peroxidase conjugated secondary antibody  (#PI‐1000) 
(Vector  Laboratories,  CA,  USA),  and  visualized  using  Supersignal  WestPico 
Chemiluminescent Substrate  (Pierce Biotechnology) according  to  the manufacturer’s 
instructions and exposed  to Super RX  film  (FUJIFILM,  Japan). The Western blot  films 
were digitalized using a Bio‐Rad GS‐800 Densitometer and subsequent quantification 
was done using Quantity One software (version 4.5.0) (both from Bio‐Rad). 
Statistical analysis 
Raw data were entered  into SPSS  (version 15.0)  for statistical analysis. All values 
are  represented  as means  and  error  bars  indicate  the  standard  error  of  the mean 
(SEM).  For  in  vivo  data,  comparisons  of  mean  values  were  tested  parametrically 
(unless otherwise indicated in figure legends), using a one‐way ANOVA followed by a 
post  hoc  Fischer’s  LSD  test.  Statistical  significance  of  in  vitro  data was  tested  non‐
parametrically,  using  the  Mann‐Whitney  U  test.  A  two‐tailed  probability  value  of 
p<0.05 between groups was considered statistically significant. 
Results 
Pulmonary inflammation‐induced muscle atrophy is accompanied by 
elevated circulating corticosterone levels and glucocorticoid receptor 
(GR)‐signaling in skeletal muscle 
Pulmonary  inflammation  induced  by  intratracheal  instillation  of  LPS  (IT‐LPS) 
resulted in a progressive and significant decline in body weight of wild‐type (WT) mice 
(Supplemental Figure S5.1A). In addition, a concomitant decrease in hind limb muscle 
mass  (Figure  5.1A,  and  Supplemental  Figure  S5.1B)  was  noted  following  IT‐LPS 
instillation, which was accompanied by progressive  increases  in the mRNA transcript 
levels  of  the  atrophy‐related  genes  atrogin‐1,  MuRF1  and  E3α‐II  (Figure  5.1A). 
Furthermore, IT‐LPS administration coincided with an increase in circulating GC levels. 
Increases  in plasma corticosterone were already apparent after 4 h, peaked at 24 h 
and were maintained 48 h post instillation (Figure 5.1B). This increase in endogenous 
GCs  was  paralleled  by  significantly  upregulated  mRNA  levels  of  two  GC‐sensitive 
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genes,  glutamate‐ammonia  ligase  (Glul)  and  Krüppel‐like  factor  15  (KLF‐15), 
illustrating  that  elevated  circulating  corticosterone  levels  evoke  GR  signaling  in 
skeletal muscle (Figure 5.1C). 
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Figure 5.1  Pulmonary  inflammation‐induced muscle  atrophy  is  accompanied  by  elevated  circulating 
corticosterone levels and glucocorticoid receptor (GR)‐signaling in skeletal muscle. 
  Male  C57BL/6  mice  (12  weeks)  were  subjected  to  intratracheal  (IT)  instillation  of 
lipopolysaccharide (LPS) or vehicle (vc) (IT‐NaCl). At the  indicated time points the mice were 
terminally  anaesthetized  for  the  collection of blood  and muscle  tissue.  (A) Muscle weights 
were determined, as shown here for plantaris muscle (expressed as % weight change over vc). 
In  addition,  mRNA  abundance  of  atrogin‐1,  MuRF1  and  E3α‐II  was  assessed  in  plantaris 
muscle. (B) Circulating corticosterone levels [nM] were measured in the plasma of vc (IT‐NaCl) 
and  IT‐LPS challenged mice at  the  indicated  time points.  (C) mRNA expression  levels of  the 
glucocorticoid‐sensitive genes Glul and KLF‐15 were assessed in plantaris muscle, collected at 
the  indicated  times  of  vc  ‐and  IT‐LPS‐treated  animals.  All  mRNA  expression  data  were 
normalized to geNorm. All data shown represent means ± SEM, n=3 animals per group. The 
statistical  differences  were  tested  non‐parametrically,  using  the  Mann‐Whitney  U  test.  * 
p<0.05 compared with the vc‐treated group. NS: not significant. 
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Muscle GSK‐3β is required for pulmonary inflammation‐induced 
skeletal muscle atrophy 
Previous in vitro studies, including our own work, have postulated that GC‐induced 
muscle  atrophy  requires  GSK‐3β  signaling  (23,95,112).  To  address  whether  GC‐
associated pulmonary  inflammation‐induced skeletal muscle atrophy was dependent 
on GSK‐3β  in vivo, muscle‐specific GSK‐3β knockout  (MGSK‐3β KO) and control mice 
(WT) were exposed  to  IT‐LPS or  saline  for 48 h. LPS  induced a  significant decline  in 
body  weight  after  24  h,  which  further  progressed  48  h  post  instillation  (‐15%) 
(Supplemental  Figure  S5.1C).  In  addition,  a  decrease  in  the wet weights  of  soleus 
(‐11%), plantaris  (‐11%),  gastrocnemius  (‐7%),  tibialis  (‐10%)  and EDL  (‐8%) muscles 
was  found  in  IT‐LPS‐treated  control mice  compared with  saline‐treated  controls.  In 
the MGSK‐3β KO mice, however, no significant muscle atrophy was observed (Figure 
5.2A, and Supplemental Figure S5.2A). Next, the fiber cross‐sectional area (CSA) of the 
EDL muscle was measured  to determine  if  the  rescued atrophy phenotype, evident 
from the muscle mass data, was also apparent at the individual fiber level. Indeed, M. 
EDL of LPS‐exposed WT control mice showed a significant decrease  in mean Type  IIb 
(‐5%),  IIa  (‐23%)  and  IIx  (‐19%)  fiber CSA  in  contrast  to  IT‐LPS‐treated MGSK‐3β KO 
mice, where no significant decrease in CSA was observed (Figure 5.2B). LPS instillation 
even  increased the mean Type  IIb CSA of GSK‐3β‐deficient muscle (Figure 5.2B). This 
apparent  increase  in  fiber  size  in  MGSK‐3β  KO  muscle  following  LPS  was  further 
substantiated  by  examining  the  fiber  size  distribution  curves,  which  revealed  a 
rightward  shift  in  contrast  to  the  leftward  shift observed  in  LPS‐treated WT  control 
mice,  when  compared  with  vehicle  (vc)‐treated  WT  animals  (Figure  5.2C,  and 
Supplemental Figure S5.2C). Moreover, there was no observable difference in Type IIb 
fiber  size distribution of vc‐treated animals between both genotypes  (Supplemental 
Figure S5.2B).  In addition, the Type  IIa and Type  I/IIx  fiber size distribution reflected 
the mean CSA data, revealing an increased proportion of smaller fibers in response to 
IT‐LPS in WT mice, whereas muscle fiber size was maintained in MGSK‐3β KO animals 
(Supplemental Figure S5.2C). Here too, there was no observable difference between 
both genotypes  in Type  IIa and Type  I/IIx fiber size distribution of vc‐treated animals 
(Supplemental  Figure  S5.2C).  IT‐LPS  instillation  resulted  in  an  increase  in  circulating 
plasma GC  levels (Figure 2D), and coincided with elevated chemokine (C‐X‐C) motif 1 
(CXCL1), chemokine (C‐X‐C) motif 2 (CXCL2) and tumor necrosis factor‐α (TNF‐α) mRNA 
transcript  levels  in the  lung (Supplemental Figure S5.3A). Importantly, there were no 
genotype‐related  differences  in  the  expression  pattern  of  these  lung  inflammatory 
markers  and  circulating  corticosterone  levels,  implying  that  not  the  triggers  (i.e. 
inflammation,  corticosterone),  but  rather  the  signaling  of  muscle  catabolism  was 
affected by muscle GSK‐3β deficiency. 
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Figure 5.2  Muscle GSK‐3β is required for pulmonary inflammation‐induced skeletal muscle atrophy. 
  Male muscle‐specific GSK‐3β knockout (MGSK‐3β KO) and WT control mice (GSK‐3βfl/fl) were 
subjected to IT‐LPS or vc for 48 h. (A) Plantaris muscle mass was assessed and expressed as a 
% of weight change over vc WT control. (B) Muscle fiber cross‐sectional areas (CSA) from the 
EDL muscle of vc or  LPS‐treated  control  (left) or MGSK‐3β KO  (right) mice was determined 
from  laminin‐stained cross‐sections. Shown are representative  laminin‐stained muscle cross‐
sections  of  the  same  region  within  the  EDL  muscle  for  each  experimental  group  (200X 
magnification, scale bar = 50 µm),  including  the corresponding histograms of  the mean CSA 
measurements of EDL Type IIb, Type IIa and Type IIx fibers. (C) Fiber size distribution of Type 
IIb fiber CSA of WT control (left) or MGSK‐3β KO (right) mice following vc or LPS  instillation. 
(D) Circulating corticosterone levels were measured in the plasma of vc‐ and IT‐LPS challenged 
WT  control  and MGSK‐3β  KO mice  following  48  h  of  treatment. All  data  shown  represent 
means ± SEM, n=6 animals per group. ** p<0.01, *** p<0.001 compared with the vc‐treated 
WT control group; # p<0.05, ### p<0.001 refers to a difference between indicated conditions. 
NS: not significant. 
 
Effects of acute pulmonary inflammation on muscle protein synthesis 
signaling 
To gain  insight  into  the contribution of altered protein synthesis signaling  to  the 
muscle atrophy phenotype observed in WT and MGSK‐3β KO mice, the protein levels 
and phosphorylation state of mTOR and its downstream effectors p70S6K and 4E‐BP1 
as well as Akt, the upstream activator of mTOR were assessed. The increase in the p‐
Akt to Akt ratio in WT muscle following LPS instillation was indicative of elevated Akt 
activity, whereas the p‐Akt levels in GSK‐3β‐deficient muscle remained unaltered, and 
was comparable to saline‐treated controls. Likewise, p‐GSK‐3β  levels were  increased 
in  WT  muscle  of  LPS‐instilled  mice,  although  this  did  not  correspond  with  the 
unaltered phosphorylation  state of  the GSK‐3β  substrate eukaryotic  initiation  factor 
2Bε  (eIF2Bε)  (Figure  5.3A).  Muscle‐specific  deletion  of  GSK‐3β  resulted  in  a  95% 
reduction  in GSK‐3β protein  levels which was accompanied by decreased  levels of p‐
eIF2Bε (‐62%), indicative of reduced GSK‐3β activity (Figure 5.3A). In contrast to p‐Akt 
and  p‐GSK‐3β,  mTOR,  p70S6K  and  S6  phosphorylation  were  not  affected  by  LPS 
exposure or GSK‐3β deficiency (Figure 5.3B). Conversely, LPS‐treatment decreased 4E‐
BP1  phosphorylation  in both WT,  as well  as GSK‐3β‐deficient muscle,  and  this was 
further  confirmed  by  a  shift  of  the  hyperphosphorylated  γ‐isoform  (2  ‐  3  fold 
reduction) to non‐phosphorylated 4E‐BP1 (α‐isoform) (2‐3 fold increase; Figure 5.3B); 
suggestive of decreased protein synthesis signaling 48 h post instillation. 
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Figure 5.3  Effects of acute pulmonary inflammation on muscle protein synthesis signaling. 
  Tibialis muscle of WT control and MGSK‐3β KO mice, subjected to  IT‐LPS or vc for 48 h, was 
collected  and  lysates were  prepared  for  analysis  of  protein  synthesis  signaling markers  by 
Western  blotting.  Representative  immunoblots  accompanied  by  quantitative  densitometry 
data are shown. (A) Protein levels of phospho‐Akt (p‐Akt), total Akt, phospho‐GSK‐3β (p‐GSK‐
3β),  total GSK‐3β, phospho‐eukaryotic  initiation  factor 2Bε  (p‐eIF2Bε), GAPDH,  (B) phospho‐
mammalian  target  of  rapamycin  (p‐mTOR),  total mTOR,  phospho‐p70S6K  (p‐p70S6K),  total 
p70S6K,  phospho‐S6  (p‐S6),  phospho‐4E‐BP1  (p‐4E‐BP1),  total  4E‐BP1  and  GAPDH  were 
determined  in whole muscle homogenates. Accompanying bar graphs represent data as a % 
of the vc control WT group corrected for GAPDH. All data are shown as a ratio of phospho‐ to 
total protein for each target (except p‐eIF2Bε, p‐S6 and (p‐) 4E‐BP1). All data shown represent 
means ± SEM, n=6 animals per group. * p<0.05, ** p<0.01 compared with the vc‐treated WT 
control group; ## p<0.01, ### p<0.001  refers  to a difference between  indicated conditions. 
ND: not detectable. 
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UPS‐ and ALP‐related gene expression in glucocorticoid‐associated 
muscle atrophy is dependent on GSK‐3β 
While protein synthesis signaling appeared unaffected by genetic ablation of GSK‐
3β, increases in the transcript levels of the E3 ubiquitin ligases in WT animals following 
IT‐LPS  instillation  (atrogin‐1, 6.8  fold; MuRF1, 10.6  fold; E3α‐II, 1.5  fold) were either 
strongly  attenuated  (atrogin‐1,  4.5  fold; MuRF1,  6.4  fold)  or  completely  abrogated 
(E3α‐II)  in  GSK‐3β‐deficient  muscle  (Figure  5.4A).  To  model  the  GC‐associated 
induction of the UPS in vitro, GSK‐3β‐deficient or appropriate control myotubes were 
exposed  to  the  synthetic GC Dex  for  24 h. Genetic  ablation  of GSK‐3β  significantly 
reduced the basal expression and induction of both atrogin‐1 and MuRF1 in response 
to  Dex  (Supplemental  Figure  S5.4A).  Following  IT‐LPS  instillation, muscle  transcript 
levels of the ALP‐related genes microtubule‐associated proteins 1A/1B  light chain 3B 
(LC3b)  (2.4  fold),  Bnip3  (2.5  fold)  and  Gabarapl1  (2.9  fold)  were  all  significantly 
upregulated in WT animals. However, the induction of LC3b (1.8 fold) and Bnip3 (1.9 
fold) mRNA, though still significant, was markedly attenuated in MGSK‐3β KO mice. In 
contrast,  increases  in Gabarapl1  transcript  levels appeared  completely  refractory  to 
the  loss of muscle GSK‐3β expression  (Figure 5.4B). Similarly, mRNA transcript  levels 
of LC3b, Bnip3 and Gabarapl1 were all significantly upregulated  in Dex‐treated C2C12 
myotubes,  while  loss  of  endogenous  GSK‐3β  expression  using  siRNA  completely 
blunted  the mRNA  expression  induction  of  these  ALP‐related  genes  (Supplemental 
Figure  S5.4B).  Isoform  specificity  of  the  knockdown  was  confirmed  by  mRNA 
expression analysis of GSK‐3β and GSK‐3α (Supplemental Figure S5.4C).   
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Figure 5.4  UPS‐  and  ALP‐related  gene  expression  in  glucocorticoid‐associated  muscle  atrophy  is 
dependent on GSK‐3β. 
  MGSK‐3β KO and WT control mice were subjected  to  IT‐LPS or vc  for 48 h.  (A) At  this  time 
point  the  mRNA  transcript  levels  of  the  UPS‐related  atrogin‐1,  MuRF1,  E3α‐II,  and  (B) 
autophagy‐lysosomal  pathway  (ALP)‐related  LC3b,  Bnip3  and  Gabarapl1  genes  were 
determined  in  plantaris muscle.  All  data  shown  represent means  ±  SEM,  n=6  animals  per 
group. * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 compared with the vc‐treated WT control group; # 
p<0.05, ## p<0.01 refers to a difference between indicated conditions. 
 
Pulmonary inflammation‐induced expression of FoXO1 and ‐3a requires 
GSK‐3β 
Considering  the  parallel  induction  of  UPS‐mediated  proteolysis  and  ALP‐related 
expression programs  following  LPS  administration,  FoXO1  and  ‐3a expression  levels 
and post‐translational modification by phosphorylation were assessed next. Nuclear 
levels  of  FoXO1  (4.3  fold)  and  FoXO3a  (3.6  fold) were  significantly  elevated  in WT 
muscle  following  LPS‐treatment,  and  to  a  lesser  extent  (FoXO1, 2.9  fold) or  absent 
(FoXO3a)  in muscle  of MGSK‐3β  KO  animals  (Figure  5A).  Surprisingly,  the  protein 
abundance  of  phosphorylated  FoXO1  and  ‐3a,  reflecting  cytosolic  and  hence 
transcriptionally  inactive  FoXO,  was  markedly  increased  in  muscle  of  LPS‐treated 
animals  (12.1 and 2.6  fold,  for p‐FoXO1 and p‐FoXO3a  respectively), but  to a  lesser 
extent  (p‐FoXO1,  5.4  fold)  or  absent  (p‐FoXO3a)  in  muscle  of  MGSK‐3β  KO  mice 
(Figure 5.5B). Further, total cellular protein levels of both FoXO1 (7.3 fold) and FoXO3a 
(2.7 fold) were significantly increased in response to LPS, albeit less distinct in muscle 
of  IT‐LPS‐treated MGSK‐3β KO  animals  (4.4  fold  and 2  fold,  for  FoXO1 and  FoXO3a 
respectively) (Figure 5.5C). Notably, FoXO1 and FoXO3a mRNA transcript  levels were 
both markedly upregulated  in WT mice exposed  to LPS  (4.2 and 2.1  fold,  for FoXO1 
and FoXO3a respectively), whereas this induction was completely blocked in MGSK‐3β 
KO muscle in response to LPS (Figure 5.5D). Dependency of FoXO1 and ‐3a expression 
in skeletal muscle on GSK‐3β was further investigated in cultured myotubes. Likewise, 
loss of endogenous GSK‐3β expression using siRNA (left panels) or physiological GSK‐
3β inhibition, by means of IGF‐I‐induced serine 9 (Ser9) phosphorylation (right panels), 
resulted in reduced mRNA expression levels of FoXO1 and FoXO3a (Figure 5.5E). 
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Figure 5.5  Pulmonary inflammation‐induced expression of FoXO1 and ‐3a requires GSK‐3β. 
  MGSK‐3β KO and WT control mice were  subjected  to  IT‐LPS or vc  for 48 h, after which  (A) 
nuclear  FoXO1 and  FoXO3a protein  levels were determined by Western blotting  in nuclear 
extracts (NUC) of gastrocnemius muscle. Nuclear FoXO protein abundance was normalized to 
Histone H3. (B) Next, phospho‐FoXO1 ‐and 3a (p‐FoXO1 and p‐FoXO3a) and (C) total FoXO1 ‐
and  3a  protein  levels  were  assessed  in  whole  tibialis  muscle  homogenates  by  Western 
blotting and corrected for GAPDH. All accompanying bar graphs depict densitometric analysis 
results,  represented  as  a  %  of  the  vc  control  WT  group.  (D)  FoXO1  and  FoXO3a  mRNA 
expression  levels were determined  in plantaris muscle of MGSK‐3β KO and WT control mice 
subjected  to  IT‐LPS or vc  for 48 h.  (E) Stably  transfected  (sh‐control/GSK‐3β) or native C2C12 
myoblasts were induced to differentiate for 5 d, after which FoXO1 and FoXO3a mRNA levels 
were assessed. Alternatively, native C2C12 myotubes were cultured in the presence of IGF‐I for 
24 h prior to the determination of FoXO mRNA abundance. All data shown represent means ± 
SEM,  n=6  animals  per  group.  Cell  culture  data  are  representative  of  3  independent 
experiments (n=3 per group). * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 compared with the vc‐treated 
WT  control  group,  vc  or  sh‐control;  #  p<0.05,  ##  p<0.01  refers  to  a  difference  between 
indicated conditions. 
 
 
Glucocorticoid‐sensitive gene expression in skeletal muscle is 
dependent on GSK‐3β 
The previously  reported  transcriptional  regulation of FoXO expression by  the GR 
(98),  tempted  us  to  address  the  contribution  of  GSK‐3β  to  GC‐sensitive  gene 
expression. Remarkably, increases in GR target gene expression in response to IT‐LPS 
in WT muscle, i.e. KLF‐15 (2.3 fold), Glul (3.6 fold), REDD1 (7.4 fold) and myostatin (1.7 
fold) were  strongly  suppressed  (Glul, 2.3  fold) or absent  in GSK‐3β‐deficient muscle 
(Figure 5.6A). The dependency of GC‐sensitive gene expression on GSK‐3β expression 
was further examined  in vitro. Here too, Dex supplementation significantly  increased 
the mRNA  transcript  levels of KLF‐15  (11  fold), Glul  (4.4  fold) and REDD1  (2.3  fold), 
whereas  genetic  ablation  of  GSK‐3β  markedly  attenuated  KLF‐15  (2.1  fold),  or 
completely prevented the Dex‐induced increases in Glul and REDD1 mRNA abundance 
(Figure  5.6B).  In  addition,  the basal  expression of  KLF‐15  and Glul was  significantly 
reduced  in absence of GSK‐3β  (Figure 5.6B), or by  IGF‐I or  insulin‐mediated GSK‐3β 
inactivation via Ser9 phosphorylation (Figure 5.6C). Likewise, pharmacological GSK‐3β 
inhibition  using  CHIR99021  significantly  suppressed  Dex‐induced  GR  target  gene 
expression,  suggesting  that  enzymatic  GSK‐3β  activity  was  likely  involved  in  the 
transcriptional regulation GC‐sensitive genes (Supplemental Figure S5.5A). 
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Figure 5.6  Glucocorticoid‐sensitive gene expression in skeletal muscle is dependent on GSK‐3β. 
  (A) MGSK‐3β KO and WT control mice were subjected to IT‐LPS or vc for 48 h, after which the 
mRNA  transcript  levels  of  the  glucocorticoid‐sensitive  genes  Glul,  KLF‐15,  REDD1  and 
myostatin were assessed. (B) Alternatively, stably transfected myoblasts (sh‐control/GSK‐3β) 
were induced to differentiate for 5 days, and cultured for an additional 24 h in the presence of 
Dex [25 µM] or vc (DMSO), upon which the mRNA abundance of Glul, KLF‐15 and REDD1 was 
determined. (C) Fully differentiated native C2C12 myotubes (5 d) were cultured for 24 h with or 
without  IGF‐I  [5 nM and 10 nM] or  insulin  [25 nM and 100 nM] and vc  [0.1% BSA  in HBSS] 
after which  the mRNA  expression  levels of Glul  and KLF‐15 were  assessed. All data  shown 
represent means  ±  SEM,  n=6  animals  per  group.  Cell  culture  data  are  representative  of  3 
independent experiments (n=3 per group). * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 compared with 
the vc‐treated (vc) WT control group or sh‐control; # p<0.05, ## p<0.01 refers to a difference 
between indicated conditions. 
 
GSK‐3β is not required for nuclear translocation of the glucocorticoid 
receptor (GR) or direct GR‐mediated transcriptional activation 
As  both  pharmacological  inhibition  and  genetic  deletion  of GSK‐3β  consistently 
showed  suppression of GC‐sensitive gene expression, we next  investigated whether 
reduced GR target gene expression following GSK‐3β inhibition correlated with altered 
phosphorylation  and  nuclear  translocation  of GR. Nuclear  levels  of  phosphorylated 
and  total GR  corresponded,  and  nuclear  accumulation  of  (phosphorylated) GR was 
already apparent after 2.5 h exposure  to Dex.  Interestingly, neither pharmacological 
GSK‐3β inhibition, either by LiCl (data not shown) or CHIR99021 (Supplemental Figure 
S5.5B,  top panel), nor genetic ablation of GSK‐3β,  impeded nuclear  translocation of 
GR (Figure 5.7A, top panel), despite effective knockdown of GSK‐3β protein expression 
(75%) or enzymatic activity; evidenced by decreased phosphorylation of  its substrate 
eIF2Bε: 80% and 100% for sh‐GSK‐3β or CHIR99021, respectively (Figure 5.7A, bottom 
panel, and Supplemental Figure S5.5B, bottom panel). There were no alterations  in 
nuclear levels of GR or p‐GR in muscle of IT‐LPS‐treated MGSK‐3β KO mice or their WT 
littermates  (Figure 5.7C), despite elevated  transcript  levels of GR  target genes 48 h 
post IT‐LPS  instillation (Figure 5.6A). This may have been due to the transient nature 
of nuclear GR shuttling, as nuclear GR protein  levels were no  longer  increased upon 
prolonged exposure to Dex (21 h). Similarly, nuclear p‐GR levels were only marginally 
increased after 21 h of Dex‐treatment (Figure 5.7A, center panel), compared with the 
explicit  increase  in p‐GR nuclear abundance 2.5 h post Dex supplementation  (Figure 
5.7A, top panel). To assess whether GR‐dependent transactivation capacity relied on 
GSK‐3β,  sh‐GSK‐3β  and  appropriate  C2C12  control  myoblasts  (sh‐control)  were 
transiently transfected with a reporter construct driven by a promoter containing GC‐
sensitive  transcriptional  response  elements  (GREs).  Alternatively,  C2C12  myoblasts 
were transfected with a GRE reporter construct, and either cultured  in the presence 
or  absence  of  CHIR99021.  Intriguingly,  Dex‐induced  GR‐dependent  transcriptional 
activity was not affected by either genetic deletion or pharmacological  inhibition of 
GSK‐3β (Figure 5.7B, top graph and Supplemental Figure S5.5C). Similar observations 
were made  in  primary WT  and GSK‐3β‐null mouse  embryonic  fibroblasts  (MEFs)  in 
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response  to  Dex  (Figure  5.7B,  bottom  graph  and  Supplemental  Figure  S5.5C). 
Interestingly, a pronounced accretion in nuclear GSK‐3β protein abundance was noted 
in response to prolonged Dex exposure (21 h) (Figure 5.7D, bottom panel). In addition 
to the increase in nuclear GSK‐3β protein levels, the phosphorylation status of GSK‐3β 
was  significantly  reduced,  suggestive  of  elevated  nuclear  activity  of  GSK‐3β  in 
response to Dex (Figure 5.7D, bottom panel). However, this  increase  in nuclear GSK‐
3β  protein  abundance  and  activity  was  not  yet  observed  2.5  h  post  Dex 
supplementation  (Figure  5.7D,  top  panel).  In  concordance  with  the  in  vitro  data, 
nuclear GSK‐3β protein abundance was significantly  increased  in muscle of WT mice 
challenged  with  LPS,  although  nuclear  p‐GSK‐3β  levels  were  also  upregulated, 
implying  that  48  h  post  IT‐LPS  instillation  nuclear  GSK‐3β  activity  was  no  longer 
increased (Figure 5.7E).  
Pulmonary inflammation‐induced muscle atrophy is mediated through 
the glucocorticoid receptor (GR) 
Considering the dependency of both muscle atrophy and GC signaling on GSK‐3β, 
we  next  addressed whether muscle GR‐mediated  signaling  cues were  required  for 
acute pulmonary  inflammation‐induced muscle atrophy. To  this end, muscle‐specific 
GR KO  (MGR KO) and control mice  (WT) were treated with  IT‐LPS or saline for 48 h. 
Protein expression analysis revealed that muscle‐specific deletion of GR resulted  in a 
75% reduction in GR protein levels, which was accompanied by decreased levels of p‐
GR (‐80%) (Supplemental Figure S5.6A). Further, LPS induced a significant decrease in 
body weight  after  24  h, which  further  progressed  48  h  post  instillation,  albeit  less 
pronounced  in  MGR  KO  mice  (‐10%)  compared  with  WT  control  mice  (‐13%) 
(Supplemental  Figure  S5.6B).  In  addition,  a  decrease  in  the wet weights  of  soleus 
(‐4%), plantaris (‐17%), gastrocnemius (‐7%), tibialis (‐6%) and EDL (‐9%) muscles was 
found  in  IT‐LPS‐treated  control mice  compared with  saline‐treated  controls.  In  the 
MGR KO mice, however, no significant muscle atrophy was observed (Figure 8A, and 
Supplemental Figure S5.6C). Furthermore,  loss of muscle GR expression resulted  in a 
modest  but  statistically  significant  increase  in  the wet weight  of M.  gastrocnemius 
(Supplemental Figure S5.6C). The increase in plasma corticosterone levels following IT‐
LPS instillation (Figure 5.8B) coincided with increases in the mRNA transcript levels of 
Glul  (4.8  fold),  KLF‐15  (2.9  fold),  REDD1  (7.5  fold)  and myostatin  (2.8  fold)  in WT 
animals,  while,  despite  raised  corticosterone  levels  in  GR‐deficient  muscle,  the 
induction of these GC‐sensitive genes was either significantly attenuated (1.5 fold and 
1.67  fold,  for KLF‐15 and myostatin,  respectively) or completely abolished  (Glul and 
REDD1) (Figure 5.8C). 
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Muscle protein synthesis signaling is decreased in response to acute 
pulmonary inflammation independently of muscle GR signaling 
The  data  revealing  increased  Akt  activity  48  h  following  LPS  exposure  in  WT 
animals are suggestive of an attempt of the muscle to counteract the catabolic effect 
of  LPS,  and  as  such,  to  re‐establish basal Akt  signaling  (Figure 5.3).  To  gain  further 
insight  into the acute effect of pulmonary  inflammation on muscle protein synthesis 
signaling, MGR KO and  control mice  (WT) were exposed  to  IT‐LPS  for 12 h.  In  clear 
contrast with the 48 h study, the p‐Akt to Akt ratio in WT muscle remained unaltered 
in  response  to  LPS.  Likewise,  no  differences  were  observed  in  p‐GSK‐3β/GSK‐3β 
expression  levels  in WT muscle of LPS‐instilled mice, and  this corresponded with an 
unaltered  phosphorylation  state  of  the  GSK‐3β  substrate  eIF2Bε  (Figure  5.9A,  top 
panel).  In contrast to p‐Akt and p‐GSK‐3β, mTOR and S6 phosphorylation was clearly 
reduced  following  LPS  challenge.  Remarkably,  the  LPS‐induced  decrease  in  S6 
phosphorylation was not accompanied by an altered phosphorylation state of p70S6K, 
its  upstream  regulatory  kinase  (Figure  5.9A,  bottom  panel).  Furthermore,  LPS‐
treatment  decreased  4E‐BP1  phosphorylation  in  both  WT  as  well  as  GR‐deficient 
muscle, which was further confirmed by a shift of the hyperphosphorylated γ‐isoform 
(3  fold  reduction)  to  non‐phosphorylated  4E‐BP1  (α‐isoform)  (2  ‐  3  fold  increase; 
Figure 5.9A, bottom panel). Altogether, it appeared that 12 and 48 h following IT‐LPS 
instillation muscle protein  synthesis  signaling was perturbed downstream of mTOR, 
independent of Akt. Next, the contribution of the GR in the regulation of FoXO protein 
expression was  assessed.  In  contrast  to  the  increase  in  FoXO  phosphorylation  and 
total protein abundance, observed 48 h post IT‐LPS instillation (Figure 5.5B and 5.5C, 
respectively),  the  protein  levels  of  phosphorylated  as well  as  total  FoXO were  not 
elevated  following 12 h of  IT‐LPS  instillation  (Figure 5.9B).  In  concordance with  the 
observed reduction  in FoXO mRNA expression,  loss of muscle‐specific GR expression 
significantly decreased FoXO1 and FoXO3a protein abundance,  in control conditions, 
suggesting that basal FoXO expression may, in part, be regulated by GR (Figure 5.9B). 
In view of the complete rescue of the muscle atrophy phenotype in the MGSK‐3β and 
MGR KO  studies,  reductions  in protein  synthesis did not  likely  contribute  to muscle 
atrophy,  but  this  was  rather  the  consequence  of  increased  muscle  proteolysis 
signaling. 
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Figure 5.7  GSK‐3β is not required for nuclear translocation of the glucocorticoid receptor (GR) or direct 
GR‐mediated transcriptional activation. 
  Stably transfected myoblasts (sh‐control/GSK‐3β) were induced to differentiate for 5 d, after 
which myotubes were cultured in the presence of Dex [25 µM] or vc (DMSO) for 2.5 h or 21 h. 
(A) Nuclear protein abundance of phosphorylated  (p‐GR),  total GR and  (D) phospho‐GSK‐3β 
(p‐GSK‐3β),  total GSK‐3β was determined  in nuclear  lysates  (NUC) by Western blotting and 
normalized to Histone H3. (A) Phospho‐eukaryotic initiation factor 2Bε (p‐eIF2Bε) and GSK‐3β 
protein expression was assessed in cytoplasmic fractions (CYT) and corrected for GAPDH. (B) 
Plasmids encoding a luciferase reporter gene controlled by an inducible promoter  containing 
glucocorticoid  response  elements  (GREs)  or  β‐galactosidase  (β‐gal)  were  transiently 
transfected  in  stable GSK‐3β  knockdown  (sh‐GSK‐3β)  and  control  (sh‐control)  cell  lines,  or 
GSK‐3β‐null  (GSK‐3β‐/‐)  and  WT  control  (GSK‐3β+/+)  mouse  embryonic  fibroblasts  (MEFs). 
Transfected  cells were cultured  in  the presence of Dex  [25 µM] or vc  (DMSO)  for 6 h after 
which  luciferase  and  β‐gal  activity were measured.  Shown  are  representative  graphs  of  3 
independent experiments (n=3). MGSK‐3β KO and WT control mice were subjected to IT‐LPS 
or vc for 48 h, after which nuclear protein abundance of (C) phosphorylated (p‐GR), total GR 
or  (E)  phospho‐GSK‐3β  (p‐GSK‐3β),  total  GSK‐3β was  assessed  in  nuclear  lysates  (NUC)  of 
gastrocnemius  muscle  by  Western  blot  analysis  and  normalized  to  Histone  H3.  All 
accompanying bar graphs depict densitometric analysis results, represented as a % of the vc 
control  WT  or  vc  sh‐control  group  corrected  for  Histone  H3.  Cell  culture  data  are 
representative  of  3  independent  experiments  (n=3  per  group),  and  in  vivo  data  represent 
means ± SEM, n=6 animals per group. * p<0.05, *** p<0.001 compared with  the compared 
with the vc‐treated WT control or vc sh‐control group. ND: not detectable. 
 
FoXO, UPS and ALP‐associated gene expression in glucocorticoid‐
dependent muscle atrophy require the glucocorticoid receptor (GR) 
Given the potential link between GR, FoXO and GSK‐3β, highlighted in Figures 5.5 
and 5.6, it was tempting to address the contribution of GR to the regulation of FoXO 
mRNA expression. Similar to the observations made in MGSK‐3β KO mice, LPS‐induced 
increases  in FoXO1 and FoXO3a mRNA were also completely blunted  in GR‐deficient 
muscle  (Figure 5.10A). Next, we sought to address the contribution of the GR  in the 
activation of the UPS. The mRNA abundance of the atrophy‐associated genes atrogin‐
1  (6.65  fold),  MuRF1  (7.22  fold)  and  E3α‐II  (2.46  fold)  were  all  significantly 
upregulated in WT mice in response to LPS. Interestingly, the induction of MuRF1 and 
E3α‐II was  completely blocked  in GR‐deficient muscle, while atrogin‐1 mRNA  levels, 
though markedly attenuated  (2.53  fold), remained  increased  following LPS exposure 
(Figure 5.10B). Given  the previously established  role of GSK‐3β  in  the  regulation of 
ALP‐related and GR  target gene expression  (Figure 5.4 and Figure 5.6,  respectively), 
the requirement of the GR in the induction of the pulmonary inflammation‐associated 
autophagy  program  was  investigated  next.  Following  IT‐LPS  instillation,  muscle 
transcript levels of the ALP‐related genes LC3b (2.9 fold), Bnip3 (5 fold) and Gabarapl1 
(2.9 fold) were all significantly upregulated  in WT animals, while their  induction was 
completely abolished in GR‐deficient muscle (Figure 5.10 C). 
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Figure 5.8  Pulmonary  inflammation‐induced muscle  atrophy  is mediated  through  the  glucocorticoid 
receptor (GR). 
  Male muscle‐specific GR knockout (MGR KO) and WT control mice (GRfl/fl) were subjected to 
IT‐LPS or vc for 48 h. (A) Treatment‐induced change in plantaris muscle mass expressed as a % 
of weight change over vc WT control. (B) Circulating corticosterone  levels were measured  in 
the  plasma  of  vc‐  and  IT‐LPS  challenged WT  control  and MGR  KO mice  following  48  h  of 
treatment. (C) Next, mRNA transcript levels of the glucocorticoid‐sensitive genes Glul, KLF‐15, 
REDD1 and myostatin were determined  in gastrocnemius muscle. All data  shown  represent 
means ± SEM, n=8‐12 animals per group. * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 compared with the 
vc‐treated  WT  control  group;  ###  p<0.001  refers  to  a  difference  between  indicated 
conditions. 
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Figure 5.9  Muscle  protein  synthesis  signaling  is  decreased  in  response  to  acute  pulmonary 
inflammation independently of muscle GR signaling. 
  Plantaris muscle of WT  control and MGR KO mice,  subjected  to  IT‐LPS or  vc  for 12 h, was 
collected and lysates were prepared for analysis of protein synthesis and protein degradation‐
related signaling markers by Western blotting. Representative immunoblots accompanied by 
quantitative  densitometry  data  are  shown.  (A)  Protein  levels  of  phospho‐Akt  (p‐Akt),  total 
Akt, phospho‐GSK‐3β  (p‐GSK‐3β),  total GSK‐3β, phospho‐eukaryotic  initiation  factor 2Bε  (p‐
eIF2Bε),  phospho‐mammalian  target  of  rapamycin  (p‐mTOR),  total mTOR,  phospho‐p70S6K 
(p‐p70S6K),  total  p70S6K,  phospho‐S6  (p‐S6),  phospho‐4E‐BP1  (p‐4E‐BP1),  total  4E‐BP1, 
GAPDH and  (B) phospho‐FoXO1  ‐and 3a  (p‐FoXO1 and p‐FoXO3a) and  total  FoXO1  ‐and 3a 
protein  levels  were  assessed  in  whole  muscle  homogenates.  Accompanying  bar  graphs 
represent data as a % of the vc control group corrected for GAPDH. All data are shown as a 
ratio  of  phospho‐  to  total  protein  for  each  target  (except  p‐eIF2Bε,  p‐S6,  (p‐)4E‐BP1, 
(p‐)FoXO1 and (p‐)FoXO3a ). All data shown represent means ± SEM, n=6 animals per group. 
* p<0.05, ** p<0.01 compared with the vc‐treated WT control group. 
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Figure 5.10  FoXO, UPS and ALP‐associated gene expression in glucocorticoid‐dependent muscle atrophy 
require the glucocorticoid receptor (GR). 
  MGR KO and WT control mice were subjected to IT‐LPS or vc for 48 h. At this time point the 
mRNA transcript  levels of (A) FoXO1, FoXO3a  , (B) the UPS‐related atrogin‐1, MuRF1, E3α‐II, 
and  (C)  the  ALP‐associated  LC3b,  Bnip3  and  Gabarapl1  genes  were  determined  in 
gastrocnemius muscle. All data  shown  represent means  ±  SEM, n=8‐12  animals per  group. 
*** p<0.001  compared  with  the  vc‐treated  WT  control  group;  #  p<0.05,  ##  p<0.01,  ### 
p<0.001 refers to a difference between indicated conditions. 
Discussion 
Although  elevated  endogenous  GC  levels  have  been  associated  with  muscle 
atrophy  in  many  pathophysiological  conditions,  the  exact  molecular  mechanisms 
through  which  GCs  induce  skeletal muscle  wasting  remain  largely  undefined.  The 
present  study  provides  new  insights  into  how GR  ‐and  FoXO‐driven  transcriptional 
programs are regulated in response to GCs, and how this affects proteolysis signaling 
in muscle.  Here, we  propose  a  novel GSK‐3β  ‐ GR  signaling  axis  that  controls GC‐
mediated skeletal muscle atrophy in vivo. 
 
Specifically, we investigated the contribution of GSK‐3β and GR in a model of GC‐
associated  muscle  atrophy  induced  by  pulmonary  inflammation.  Intratracheal  LPS 
instillation  (IT‐LPS)  is a well‐established model of pulmonary  inflammation  (37,51,78), 
which  is  accompanied  by  a  potent  systemic  inflammatory  response  (63),  and 
associated with  significant muscle wasting  (38,63).  As  indicated,  GCs  are  important 
physiological inhibitors of the inflammatory response (40), and inflammation following 
LPS  challenge,  has  been  consistently  shown  to  correlate  with  increased  levels  of 
circulating  GCs  (36,42,69,99).  In  this  study,  lung  inflammation  following  topical  LPS 
instillation  was  accompanied  by  increases  in  plasma  corticosterone  levels,  and 
importantly, muscle‐specific deletion of the GR  (MGR KO) prevented skeletal muscle 
atrophy, qualifying this as an appropriate model for studying the involvement of GSK‐
3β  in  GC‐mediated  muscle  atrophy.  Our  data  demonstrating  the  prevention  of 
pulmonary  inflammation‐induced muscle  atrophy  in MGR  KO mice  are  in  line with 
previous studies showing that administration of GR receptor antagonists prevented or 
attenuated  muscle  atrophy  (39,52,62,72),  and  associated  signaling  (120),  in  sepsis  or 
following synthetic GC‐treatment. However, our current work extends these findings 
in that GR was specifically targeted  in muscle, which circumvents any potential non‐
specific  (127) or  systemic actions other  than  in muscle by  these GR antagonists, and 
thus provides unequivocal proof  to  implicate muscle GC‐GR  signaling  in  pulmonary 
inflammation‐induced muscle atrophy. Based on previous in vitro findings, suggesting 
a  dependency  of  GC‐induced  myotube  atrophy  on  GSK‐3β  (112),  we  therefore 
hypothesized  that  skeletal  muscle‐restricted  depletion  of  GSK‐3β  could  protect 
against pulmonary  inflammation‐induced muscle atrophy. Using mice with a muscle‐
specific deletion of GSK‐3β (MGSK‐3β KO), we determined that GSK‐3β regulates GR‐
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dependent,  ubiquitin  26S‐proteasome  system  (UPS)  ‐and  autophagy‐lysosomal 
pathway (ALP)‐related transcriptional programs, and is required for GC‐driven muscle 
atrophy in vivo. In addition, the findings presented in this manuscript strongly suggest 
that  in  the  presence  of  elevated  corticosterone  levels  and  sustained  pulmonary 
inflammation,  not  the  triggers,  but  rather  the  signaling  of muscle  catabolism was 
affected by GSK‐3β ‐and GR‐deficiency. 
 
MGR  KO mice were  remarkably  resistant  to  the  atrophy‐inducing  effects of  LPS 
observed  in  the WT animals. As highlighted earlier,  skeletal muscle atrophy may be 
the consequence of alterations in the balance between muscle protein synthesis and 
degradation  (92). Protein synthesis signaling via IRS‐1/PI‐3K/Akt  is subject to negative 
regulation by GCs. Specifically, non‐genomic actions of the GR following GC‐treatment 
have been described,  suppressing Akt  activity by  competition between  the GR  and 
IRS‐1  for  association  with  PI‐3K  (45).  Indeed,  analyses  of muscle  protein  synthesis 
signaling markers  revealed a decreased activity  status of proximal protein  synthesis 
regulators downstream of mTORC1 following 12 h of IT‐LPS. However, considering the 
unaltered phosphorylation state of Akt,  it was unlikely  that non‐genomic GR actions 
were  responsible  for  the  inhibition of proximal protein  synthesis  signaling. This was 
further  confirmed,  since muscle‐specific deletion of  the GR did not  affect basal  ‐or 
atrophy stimulus‐induced expression or phosphorylation of these critical mediators of 
protein synthesis. 
 
This suggested that sparing of muscle mass  in the MGR KO mice  involved altered 
proteolysis signaling. Acute loss of muscle mass in various catabolic conditions mainly 
reflects accelerated degradation of muscle proteins  (32,48,65). Early reports suggested 
that a  large proportion of muscle proteins are degraded by  the N‐end rule pathway 
(102,103), which mediates ubiquitylation  of  short‐lived  proteins  resulting  in  selective 
proteolysis by the UPS (108). In this context, expression of the ubiquitin ligase E3α was 
reported  to be GC‐dependent,  as  sepsis‐induced  increases  in muscle E3α  transcript 
levels were blocked by the GR antagonist RU‐38486  (25,120). Similarly, we found that 
the  induction  of  E3α‐II  (or  UBR2)  (56),  an  E3α  homologue,  was  dependent  on  GR 
expression in muscle, suggesting that the upregulation of E3α‐II was also mediated by 
GCs. However,  the exact  role of  the N‐end  rule pathway  is muscle wasting  remains 
unclear,  as  this  system  was  found  to  be  dispensable  for  GC‐associated  muscle 
catabolism during fasting  (1), and  is subject to extensive enzyme redundancy  (12).  IT‐
LPS  administration  was  also  associated  with  upregulated  expression  of  the  E3 
ubiquitin ligases atrogin‐1 and MuRF1. LPS‐induced increases of these atrogenes have 
been  reported  previously  (26,49,63),  and  both  atrogin‐1  and  MuRF1  are  centrally 
involved in proteasomal degradation of muscle proteins during atrophy (12,33). Several 
lines of evidence have suggested that GCs can regulate the expression of these ligases 
in  both  cell  culture  and  in  vivo  (8,16,88,93),  and  recent  studies  indicated  that  GR‐
dependent  signaling  is  indispensable  for  the  induction  of  atrogin‐1  and  MuRF1 
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(116,120,129). Consistent with  the observed muscle  sparing,  skeletal muscle‐restricted 
deletion  of  the  GR  blocked  the  induction  of  atrogin‐1  and  MuRF1  following  LPS 
instillation. 
 
The ALP is a second major proteolytic system activated during muscle atrophy. GC‐
treatment has been linked to the induction of certain autophagic markers (90,123), but 
to our knowledge the requirement of the GR  in regulating ALP‐related expression  in 
muscle has not previously been addressed. Similar to the UPS, we demonstrated that 
ALP‐associated gene transcripts required the GR  in skeletal muscle. This dependency 
of UPS ‐and ALP‐related mRNA expression on the GR suggested that these proteolytic 
genes were  regulated by genomic actions of  the GR.  Interestingly, MuRF1  (113) and 
Bnip3  (90)  are  direct  targets  of  the  GR,  both  containing  a  functional  GRE  in  their 
promoter.  The  lack of  any MuRF1  and Bnip3  induction  in MGR  KO mice may have 
therefore  been  due  to  decreased  promoter  transactivation  in  absence  of  direct 
genomic GR actions.  In  contrast, no GREs have been  identified  in  the promoters or 
enhancer  regions of  the atrogin‐1, LC3b and Gabarapl1 genes,  thus  rendering direct 
genomic  GR  actions  as  an  unlikely  mechanism  in  the  apparently  coordinated 
expression of UPS ‐and ALP‐related genes. Rather, the transcriptional upregulation of 
atrogin‐1  in  response  to  GCs  is  thought  to  be  mediated  by  FoXO  (93).  FoXO 
transcription  factors  are  important  regulators  of  UPS  ‐as well  as  ALP‐related  gene 
expression (73,93,105,128). Although a FoXO1‐GR interaction was found to synergistically 
increase  MuRF1  promoter  transactivation  (113),  the  mechanisms  by  which  GCs 
regulate FoXO activity remain scantily defined. Moreover,  the observed dependency 
of  FoXO‐mediated  UPS  ‐and  ALP‐related  expression  programs  on  the  GR,  unlikely 
involved  non‐genomic  GR  actions  affecting  PI‐3K/Akt  signaling,  since  the 
phosphorylation status of Akt and FoXO remained unaltered in GR‐deficient muscle in 
response to LPS. 
 
Thus  far,  the  reciprocal  interaction  between  IGF‐I/insulin  and  GR  signaling  has 
been  attributed  to  non‐genomic  mechanisms.  However,  very  recently  the  p85α 
subunit of PI‐3K was identified as a direct GR target gene, and its overexpression was 
sufficient to cause reductions in C2C12 myotube diameter, mimicking the effect of GCs 
(55), suggesting that the interaction between PI‐3K/Akt and GR signaling also involves 
genomic GR actions. In support of this contention, we found that activated PI‐3K/Akt 
signaling reduced basal expression levels of the GR‐dependent genes Glul and KLF‐15 
in  cultured  muscle  cells.  PI‐3K/Akt  signaling  inhibits  GSK‐3  activity  (17),  and 
interestingly, enzymatic inhibition or depletion of GSK‐3β protein levels was sufficient 
to  reduce  basal  and  block  Dex‐induced  expression  of  these  GR‐driven  genes. 
Additional expression analyses in the MGSK‐3β KO study corroborated these findings 
and, as such, provided unequivocal confirmation for the requirement of GSK‐3β in the 
regulation of GC‐sensitive genes. Regulation of GC‐sensitive gene expression by GSK‐
3β is not entirely without precedent, as enzymatic GSK‐3β inhibition abolished the GC‐
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induced  increase  in  cyclooxygenase‐1  (COX‐1)  expression  in  cardiomyocytes  (106). 
Previously,  GSK‐3β  inactivation  was  demonstrated  to  inhibit  UPS‐related  gene 
expression  comparably  to  IGF‐I,  which  resulted  in  specific  sparing  of  myofibrillar 
proteins  in a model of GC‐induced muscle proteolysis  (112). Here, we extended these 
findings by showing that Dex‐treatment was sufficient to induce ALP‐associated gene 
expression in vitro, and that this upregulation was dependent on GSK‐3β, suggesting a 
role  for GSK‐3β  in  the  regulation of GC‐driven UPS  ‐and ALP‐related  transcriptional 
programs. Of  note,  the  physiological  relevance  of  this  dependency  of  GC‐sensitive 
gene  expression  on  GSK‐3β  was  further  demonstrated  in  vivo.  Similar  to  the 
observations  made  in  the  MGR  KO  study,  muscle‐specific  deletion  of  GSK‐3β 
prevented pulmonary  inflammation‐induced  loss of muscle mass. Examination of the 
fiber CSA  in WT and MGSK‐3β KO mice  confirmed  the phenotype evident  from  the 
muscle wet weights. The reduction in mean Type IIa and IIx fiber CSA was abrogated in 
MGSK‐3β KO animals, and  LPS  instillation even  increased  the mean Type  IIb CSA of 
GSK‐3β‐deficient muscle. The mechanism responsible for this remarkable finding was 
not determined here since it is beyond the scope of the current study. In line with the 
rescued  atrophy  phenotype,  LPS‐induced  increases  in  atrogin‐1, MuRF1  and  E3α‐II 
transcript  levels were  significantly attenuated  in GSK‐3β‐deficient muscle.  In  further 
analogy with  the MGR KO  study, ALP‐associated  gene  expression, with  the notable 
exception of Gabarapl1, also appeared to be subject to control by GSK‐3β. 
 
Rather  unexpectedly,  the  phospho‐  to  total  ratio  of  Akt  and  GSK‐3β  was 
dramatically  increased  in WT mice  following 48 h of  IT‐LPS. This may have possibly 
represented  an  attempt  to  restore  protein  synthesis,  as  this  increment  in  the 
phosphorylation  status  of  Akt  and  GSK‐3β  was  not  observed  12  h  following  LPS 
administration.  In  agreement  with  this,  initial  LPS  studies  revealed  that  muscle 
atrophy  and  associated  atrogene  expression  peaked  48  h  post  IT‐LPS  instillation, 
suggestive  of  a  turning  point  leading  to  recovery  from  atrophy  (data  not  shown). 
Furthermore, MGSK‐3β  KO muscle  did  not  reveal  enhanced Akt  signaling,  implying 
that reduced protein synthesis signaling unlikely contributed to muscle atrophy here, 
since  muscle  mass  was  preserved,  nevertheless,  in  absence  of  GSK‐3β.  Increased 
expression  of  REDD1  is  GR‐dependent  (54)  and  was  previously  shown  to  result  in 
inhibition  of mTORC1  signaling  (50,121).  Interestingly,  the  LPS‐induced  induction  of 
REDD1 was prevented  in absence of GSK‐3β and GR expression  in muscle. However, 
reduction of REDD1 expression did not result  in restoration of mTORC1 signaling, as 
evidenced by similar decreases in 4E‐BP1 phosphorylation in muscle of WT and MGSK‐
3β KO and MGR KO animals following LPS challenge. These results therefore suggest 
that distinct mechanisms, such as  inflammation, may  lie at the basis of the apparent 
inconsistency between REDD1 expression and mTORC1 activity observed in absence of 
GSK‐3β or GR. Indeed, sepsis or endotoxin‐induced decreases  in translation  initiation 
may  be  mediated  by  inflammatory  cytokines  such  as  TNF‐α  (60,61),  and  occur 
independently of REDD1 in GSK‐3β ‐and GR‐deficient muscle following IT‐LPS. On the 
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whole,  general  protein  synthesis  signaling  was  still  decreased  48  h  post  LPS 
instillation, best  illustrated by enhanced expression and  reduced phosphorylation of 
the rate‐limiting translational repressor 4E‐BP1 in a genotype‐independent fashion. In 
spite  of  this,  our  findings  are  not  in  support  of  a  major  role  of  altered  protein 
synthesis in the development of muscle atrophy in this model, as muscle atrophy was 
prevented  in  MGSK‐3β  KO  and  MGR  KO  mice,  despite  reduced  muscle  protein 
synthesis signaling. 
 
Previously,  both  the  ALP  and  UPS  proteolytic  systems  were  shown  to  be 
coordinately  regulated  by  FoXO  transcription  factors  (73,93,105,128).  The  current 
paradigm  of  FoXO  activation  entails  its  dephosphorylation,  resulting  in  nuclear 
translocation,  and  subsequent  regulation  of  atrogene  expression  (93,105).  However, 
counter‐intuitively, FoXO1  ‐and 3a phosphorylation  levels were dramatically  induced 
in atrophying WT muscle. Surprisingly, despite these strongly elevated p‐FoXO levels, 
concomitant  increases  in FoXO nuclear protein abundance were observed  following 
IT‐LPS.  Simultaneous  phosphorylation  and  nuclear  accumulation  of  FoXO  could  be 
explained  by  de  novo  FoXO  synthesis,  capable  of  overriding  Akt‐mediated  nuclear 
exclusion  of  FoXO.  Indeed,  FoXO  mRNA  and  protein  expression  were  markedly 
upregulated,  implying a second non‐canonical mode of FoXO activation  in control of 
GC‐mediated muscle  atrophy,  operating  independently  of  FoXO  regulation  through 
phosphorylation.  A  number  of  studies  support  this  role  for  genomic  GR‐mediated 
actions  in  control of  FoXO expression. Previously, Waddell  et al. demonstrated GC‐
induced  increases  in  FoXO  mRNA  expression,  which  were  dependent  on  GR 
dimerization  (113),  and Watson  et  al.  described  decreases  in  FoXO1  expression  in 
muscle‐specific  GR  knockout  mice  (116).  Furthermore,  Smith  and  associates 
demonstrated  that  sepsis‐induced  FoXO1  expression  was  attenuated  by  the  GR 
antagonist RU‐38486 (101). In agreement with this, FoXO3a was recently identified as a 
direct GR target gene, as it contained functional GREs in its promoter (71). In addition 
to direct genomic GR actions, a recent study by Shimizu and co‐workers proposed that 
FoXO  expression was  also  subject  to  indirect  genomic  effects  (98).  Specifically,  the 
transcription  factor  KLF‐15  was  identified  as  a  direct  GR  target  gene  which 
subsequently  induced  FoXO  mRNA  expression,  thereby  contributing  to  the 
transcription of atrogin‐1 and MuRF1 (98). 
 
Here,  we  report  that  FoXO  expression  was  dependent  on  GSK‐3β  and  GR 
expression. The observed reductions in UPS ‐and ALP‐related gene expression in both 
studies were likely the result of decreased nuclear FoXO accumulation, consequent to 
reduced FoXO expression. However, this does not rule out the possibility that GSK‐3β 
may have directly contributed to nuclear translocation of FoXO, since a direct GSK‐3β‐
FoXO3a  interaction was  implicated  in  the  regulation of FoXO3a activity and nuclear 
translocation  in  the brain  (130). According  to another  recent  report, GSK‐3β directly 
interacts  with  FoXO1  in  kidney  cells,  regulating  the  expression  of  several 
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gluconeogenic  genes  (89).  Nonetheless,  our  data  convincingly  show  that  despite 
effective Akt‐mediated FoXO phosphorylation, the nuclear exclusion mechanism was 
overridden by GR‐dependent upregulation of FoXO expression, resulting  in sustained 
elevated levels of nuclear FoXO1 ‐and 3a controlling UPS ‐and ALP‐related expression 
programs. As  such,  activated  insulin/IGF‐I  signaling may  act  at  two  levels  to  inhibit 
FoXO‐dependent  gene  expression.  First,  Akt‐mediated  phosphorylation  prevents 
nuclear accretion of FoXO, and secondly, GSK‐3β inactivation by Akt may decrease GR‐
driven FoXO expression. Although the present study provides compelling in vivo and in 
vitro evidence  to  support  a  key  role  for GSK‐3β  in  the genomic  regulation of  FoXO 
expression,  whether  IGF‐I‐mediated  decreases  in  FoXO  mRNA  transcripts  are 
mediated  through  GSK‐3β  inactivation  remains  to  be  addressed.  In  this  context, 
expression of a constitutively active S9A GSK‐3β mutant (caGSK‐3β) should negate any 
inhibitory effects of  IGF‐I or  insulin on FoXO mRNA. The striking similarities between 
the MGSK‐3β KO and MGR KO studies with regard to GC‐sensitive, and UPS ‐and ALP‐
related  transcriptional  programs  were  suggestive  of  a  GSK‐3β  ‐  GR  signaling 
mechanism operating upstream of FoXO. We therefore postulate that a GSK‐3β ‐ GR‐
mediated  signaling axis  controls  FoXO‐dependent UPS  ‐and ALP gene expression by 
regulation  of  de  novo  FoXO  expression,  which  is  capable  of  overruling  FoXO 
phosphorylation and nuclear exclusion mechanisms (Figure 5.11). 
 
To further elucidate the molecular mechanism underlying the requirement of GSK‐
3β on GR‐dependent gene expression, we investigated whether GSK‐3β deficiency or 
enzymatic  GSK‐3β  inhibition  affected  GR  nuclear  translocation  and  transactivation 
capacity. No GR accumulation was observed in nuclear lysates of skeletal muscle 48 h 
post  IT‐LPS,  which  may  have  been  due  to  the  early  and  transient  nature  of  GR 
translocation, as observed  in cultured myotubes exposed to the GR agonist Dex. The 
GR  is phosphorylated at multiple Ser residues  in a hormone‐dependent manner  (46), 
and phosphorylation of the mouse GR at Ser220 is associated with its enhanced nuclear 
retention  and  transcriptional  activation,  promoting  a  conformational  change which 
facilitates  cofactor  interaction  (15,46).  Importantly,  genetic  or  pharmacological 
inhibition  of GSK‐3β  in  these  experiments  revealed  that  the  nuclear  localization  or 
phosphorylation  of  the  GR  in  response  to  Dex  did  not  require  GSK‐3β.  To  assess 
whether GSK‐3β was involved in GR DNA‐binding, the GRE transcriptional activity was 
evaluated  in GSK‐3β‐deficient  C2C12 myoblasts,  as well  as  in GSK‐3β‐null  (GSK‐3β‐/‐) 
mouse  embryonic  fibroblasts  (MEFs)  transiently  transfected  with  a  GRE  reporter 
construct. Neither enzymatic  inhibition, nor genetic deletion of GSK‐3β reduced GRE 
luciferase  reporter  activity, despite  effective  downregulation  of GC‐sensitive  genes. 
These findings  implied that GR DNA‐binding was not compromised upon  inactivation 
or  genetic  deletion  of  GSK‐3β.  Discrepancies  between  endogenous  gene 
expression/promoter  activation  and  promoter  activity  measurements  using 
transiently  transfected  reporter  constructs may  point  at  regulation  at  the  level  of 
chromatin  remodeling,  cofactor  recruitment  or  effects  on  RNA  polymerase  II.  The 
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family of p300/CBP co‐activator proteins has been shown to interact with the GR and 
play  a  central  role  in  coordinating  and  integrating  multiple  signaling‐dependent 
transcriptional events  (13,27). The p300/CBP  co‐activators are endowed with histone 
acetyl transferase (HAT) activity, and recently GC‐induced muscle protein degradation 
was  demonstrated  to  be  p300/HAT‐dependent  (126).  Furthermore,  GC‐treatment 
reduces  the nuclear  expression  and  activity of  histone  deacetylases  (HDACs)  (2,126). 
Very  recently,  GSK‐3β  was  demonstrated  to  be  involved  in  the  ligand‐dependent 
activation of the GR, as GSK‐3β knockdown impaired the Dex‐mediated binding of the 
GR and RNA polymerase II to the endogenous promoter of GC‐sensitive genes (86). 
 
The  fact  that, neither  activity nor physical presence of GSK‐3β was  required  for 
nuclear  localization  or  transactivation  of  the  GR,  prompted  us  to  investigate  the 
possibility  of  a  regulatory  role  for  GSK‐3β  within  the  nucleus.  GSK‐3β  nuclear 
translocation has been reported previously  (81), but surprisingly  little  is known about 
the  regulation  of  its  intracellular  compartmentalization.  Interestingly,  in  cultured 
myotubes  Dex‐treatment  resulted  in  nuclear  accretion  of  GSK‐3β,  while  increased 
nuclear  localization  of  GSK‐3β  was  also  noted  in  WT  animals  with  pulmonary 
inflammation.  In  view  of  the  differences  in  translocation  kinetics  between  both 
molecules, it seems improbable that GSK‐3β and GR translocated to the nucleus as a 
complex.  Notably,  changes  in  GSK‐3β  nuclear  protein  abundance  did  not  reflect 
increases  in total cellular GSK‐3β  levels. Gene transcription  is eventually determined 
by  DNA  accessibility  and  the  activity  of  the  basal  transcriptional  apparatus.  The 
nuclear  presence  of  GSK‐3β  reported  here  suggested  the  potential  regulation  of 
chromatin modulation  factors  and  transcription  factors  by  GSK‐3β.  Previously,  the 
expression  and  DNA‐binding  activity  of  the  transcription  factor  CCAAT/enhancer‐
binding protein β (C/EBPβ) in muscle was found to be dependent on GCs (83,125). More 
recent data  revealed  that C/EBPβ‐deficient myotubes were  resistant  to Dex‐induced 
atrophy, and silencing of C/EBPβ expression inhibited atrogin‐1 and MuRF1 expression 
in response to Dex (35). Interestingly, GSK‐3β‐dependent phosphorylation of C/EBPβ in 
the  nucleus  resulted  in  acquisition  of  DNA‐binding  activity  (107).  In  addition  to 
enhanced Dex‐induced nuclear accumulation of GSK‐3β, a  concomitant  reduction  in 
the phosphorylation state of nuclear GSK‐3β at Ser9 was noted following synthetic GC‐
treatment.  Intriguingly,  as  phosphorylation  at  this  residue  is  mediated  by  Akt, 
decreased nuclear GSK‐3β phosphorylation may therefore reflect reduced Akt activity, 
possibly  through  non‐genomic  actions  of  the  GR  inhibiting  PI‐3K/Akt  signaling  in 
response to Dex. Conversely, increased Akt phosphorylation coincided with markedly 
elevated levels of nuclear p‐GSK‐3β in skeletal muscle 48 h post LPS instillation, while 
nuclear GSK‐3β protein abundance remained elevated. Moreover, as phosphorylation 
at Ser9  is the best‐defined mode of GSK‐3β activity regulation  (17), decreased nuclear 
phosphorylation  of  GSK‐3β  was  indicative  of  elevated  enzymatic  activity,  and 
therefore  suggested  that  GSK‐3β  kinase  activity  may  have  played  a  role  in  the 
modulatory  effects  on GR‐dependent  transcriptional  regulation.  In  agreement with 
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this,  enzymatic  GSK‐3β  inhibition  significantly  attenuated  basal  and  abolished  GC‐
sensitive  gene  expression  in  response  to  Dex.  These  results  suggest  a  dynamic 
regulation of nuclear GSK‐3β translocation and activity, which is in line with a previous 
report  revealing  rapid and  transient  increases  in nuclear GSK‐3β kinase activity  (20). 
Thus, Akt‐mediated  inactivation of nuclear GSK‐3β possibly signifies the end‐point of 
IT‐LPS‐induced  GC‐sensitive  gene  expression,  which  is  in  concordance  with  earlier 
time‐course experiments showing  that atrogene expression peaked 48 h post  IT‐LPS 
instillation. 
 
The  GR  is  a  liaison  molecule  involved  in  a  variety  of  downstream  molecular 
cascades resulting  in muscle atrophy. Some of the GR‐dependent genes  investigated 
in this study have been implicated in processes related to muscle protein turnover and 
protein metabolism.  Recently,  a mutually  exclusive  cross‐talk  between  the GR  and 
mTORC1 was suggested (98). Specifically, the GR was reported to activate a secondary 
transcription network driven by KLF‐15, which negatively affected mTORC1 activity, by 
enhancing branched‐chain amino acid transaminase 2 (BCAT2) expression resulting in 
subsequent BCAA degradation  (98).  Furthermore, GR‐driven  transcriptional  cascades 
provide integrated cues toward muscle breakdown and coordinated nutrient supply to 
other organs. Transcriptional upregulation of glutamate‐ammonia  ligase (Glul)  is GC‐
dependent  (14),  and  essential  for  increased  biosynthesis  of  glutamine  to  support 
hepatic  gluconeogenesis  during  muscle  wasting  (6).  LPS‐induced  increases  in  Glul 
mRNA  levels  were  blocked  in  GSK‐3β  ‐and  GR‐deficient  muscle,  which  may  have 
resulted in impaired amino acid secretion by skeletal muscle. Subsequent intracellular 
accumulation of amino acids could have  initiated a negative  feedback  signal halting 
further proteolysis. In addition to the KLF‐15 ‐ BCAT2 signaling axis, other GC‐induced 
products can also repress mTORC1 activity in skeletal muscle. Myostatin is a cytokine 
which  acts  as  a  master  negative  regulator  of  skeletal  muscle  mass  (19,77).  It  was 
previously shown  to be  regulated  in a GC‐dependent  fashion  (31,72), and FoXO1 was 
demonstrated  to  mediate  myostatin  expression  in  conjunction  with  Smad 
transcription  factors  (3).  In  turn,  overexpression  of  myostatin  promotes  FoXO1 
expression, and leads to increased expression of the atrogenes atrogin‐1 and MuRF1, 
suggesting a functional relationship with myostatin signaling and the regulation of the 
UPS  (76). Notably,  in  addition  to  REDD1  and  KLF‐15, myostatin  also  contributes  to 
protein  synthesis by negatively  affecting Akt/mTORC1  signaling  (4,117).  So beyond  a 
direct role in muscle proteolysis signaling through FoXO, the GSK‐3β ‐ GR signaling axis 
may indirectly control muscle protein synthesis and degradation by regulating REDD1, 
KLF‐15 and myostatin expression in response to GCs. 
 
In summary, we propose a novel GSK‐3β ‐ GR signaling axis, which controls a UPS ‐
and ALP‐related gene expression program and muscle atrophy through non‐canonical 
regulation of FoXO activation (Figure 5.11). The findings presented in this manuscript 
therefore  suggest  that GSK‐3β may be  considered as a  central  regulator of  skeletal 
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muscle  atrophy,  and warrant  further  investigation  into  the  therapeutic potential of 
GSK‐3β as a pharmacological target to combat muscle wasting. 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
Figure 5.11  A  GSK‐3β  ‐  GR  signaling  axis  controls  ubiquitin  26S‐proteasome  system  (UPS)  ‐and 
autophagy‐lysosomal  pathway  (ALP)‐mediated  skeletal muscle  protein  breakdown  via  de 
novo synthesis of FoXO transcription factors.  
  Anabolic factors such as insulin or IGF‐I stimulate PI‐3K signaling which results in activation of 
Akt.  Phosphorylated  Akt,  in  turn,  inactivates  GSK‐3β.  Besides  steering  anabolic  signaling, 
phosphorylated Akt may also regulate cytoplasmic sequestration of FoXO transcription factors 
(canonical FoXO regulation), resulting in a decrease in proteolysis signaling by downregulating 
ubiquitin 26S‐proteasome system  (UPS) and autophagy‐lysosomal pathway  (ALP)‐dependent 
muscle  protein  breakdown.  Conversely,  under  catabolic  conditions  (which  may  include 
glucocorticoid  (GC)  signaling) Akt  activity  is perturbed,  resulting  in nuclear  translocation of 
FoXO.  GCs  may  decrease  Akt  signaling  via  genomic  or  non‐genomic  actions  of  the 
glucocorticoid  receptor  (GR).  Inhibition of  IGF‐I/Akt signaling  results  in activation of GSK‐3β. 
Activated  GSK‐3β  may  control  GR  transactivation,  thereby  affecting  GC‐sensitive  gene 
expression,  including FoXO. De novo  synthesis of FoXO  (non‐canonical  FoXO  regulation) via 
the GSK‐3β ‐ GR signaling axis can override Akt‐mediated nuclear FoXO exclusion mechanisms 
and determine UPS ‐and ALP‐related gene expression. 
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Supplemental table and figures 
Table S5.1  Genes of interest determined by real‐time quantitative reverse transcription PCR (qRT‐PCR). 
Gene name  Forward primer  Reverse primer 
atrogin‐1  5’‐ACCGGCTACTGTGGAAGAGA‐3’  5’‐CCTTCCAGGAGAGAATGTGG‐3’ 
MuRF1  5’‐TGTCTGGAGGTCGTTTCCG‐3’  5’‐CTCGTCTTCGTGTTCCTTGC‐3’ 
E3α‐II  5’‐AGAGAGGAGCGATAAGCTACCCCAGA‐3’  5’‐CCACACACGAGGCACAGAGTAGG‐3’ 
LC3b  5’‐GAGCAGCACCCCACCAAGAT‐3’  5’‐CGTGGTCAGGCACCAGGAA‐3’ 
Bnip3  5’‐AGGTTTTCCTTCCATCTCTGTTACTG‐3’  5’‐TGTGTGAACAGAAGTCAGATCCAAA‐3’ 
Gabarapl1  5’‐CCCTCCCACCAGTGCTACCAT‐3’  5’‐TCATCACTGTAGGCCACATACAGAAAA‐3’ 
Glul  5’‐GGCCATGCGGGAGGAGA‐3’  5’‐GGTGCCTCTTGCTCAGTTTGTCA ‐3’ 
KLF‐15  5’‐TGCAGCAAGATGTACACCAAGAG‐3’  5’‐ATCGCCGGTGCCTTGAC‐3’ 
REDD1  5’‐CGGGCCGGAGGAAGACT‐3’  5’‐CTGCATCAGGTTGGCACACA‐3’ 
myostatin  5’‐GGCCATGATCTTGCTGTAACCT‐3’  5’‐CGGCAGCACCGGGATT‐3’ 
FoXO1  5’‐AAGAGCGTGCCCTACTTCAAGGATA‐3’  5’‐CCATGGACGCAGCTCTTCTC‐3’ 
FoXO3a  5’‐TGCTGACGGGTTGGATTTTAACTT‐3’  5’‐AAACGGATCACTGTCCACTTGCT‐3’ 
CXCL1  5’‐CACTGCACCCAAACCGAAG‐3’  5’‐TCAGGGTCAAGGCAAGCC‐3’ 
CXCL2  5’‐CCCTGGTTCAGAAAATCATCCAAA‐3’  5’‐TTTGGTTCTTCCGTTGAGGGAC‐3’ 
TNF‐α  5’‐GGGCCACCACGCTCTTC‐3’  5’‐TACAGGCTTGTCACTCGAATTTTG ‐3’ 
GSK‐3α  5’‐CCCTCACCACTTCCTACAACCCA‐3’  5’‐TTGTGGCATCAGATGGCTGC‐3’ 
GSK‐3β  5’‐CCACATGCTCGGATTCAGGC‐3’  5’‐TGTCCACGGTCTCCAGCATTAGTAT‐3’ 
β‐actin  5’‐CTGAATGGCCCAGGTCTGA‐3’  5’‐CCCTCCCAGGGAGACCAA‐3’ 
cyclophilin A  5’‐TTCCTCCTTTCACAGAATTATTCCA‐3’  5’‐CCGCCAGTGCCATTATGG‐3’ 
GAPDH  5’‐CAACTCACTCAAGATTGTCAGCAA‐3’  5’‐TGGCAGTGATGGCATGGA‐3’ 
calnexin  5’‐GCAGCGACCTATGATTGACAACC‐3’  5’‐GCTCCAAACCAATAGCACTGAAAGG‐3’ 
ARBP  5’‐GGACCCGAGAAGACCTCCTT‐3’  5’‐GCACATCACTCAGAATTTCAATGG‐3’ 
RPL13A  5’‐CACTCTGGAGGAGAAACGGAAGG‐3’  5’‐GCAGGCATGAGGCAAACAGTC‐3’ 
B2M  5’‐CTTTCTGGTGCTTGTCTCACTGA‐3’  5’‐GTATGTTCGGCTTCCCATTCTC‐3’ 
α‐tubulin  5’‐CGTAGACCTGGAACCCACGGT‐3’  5’‐TGCCTGTGATGAGCTGCTCA‐3’ 
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Figure S5.1  LPS‐induced pulmonary inflammation results in loss of body weight and is accompanied by 
skeletal muscle atrophy. 
  Male C57BL/6 mice were subjected to intratracheal (IT) instillation of lipopolysaccharide (LPS) 
or vehicle (vc) (IT‐NaCl). At the indicated time points the mice were terminally anaesthetized 
for the collection of blood and muscle tissue. (A) Body weights and (B) muscle weights were 
determined,  as  shown here  for  gastrocnemius  and  tibialis muscles  (expressed  as % weight 
change over  vc).  (C) Male muscle‐specific GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and WT  control 
mice (GSK‐3βfl/fl) were subjected to IT‐LPS or vc for 48 h. Body weights were measured every 
24 h and expressed as a % of the starting weight. All data shown represent means ± SEM, (A) 
(B) n=3 and (C) n=6 and  animals per group. * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 compared with 
the vc‐treated WT control group. 
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Figure S5.2  Muscle‐specific  deletion  of  GSK‐3β  prevents  pulmonary  inflammation‐induced  skeletal 
muscle atrophy. 
  Muscle‐specific  GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and  WT  control  mice  (GSK‐3βfl/fl)  were 
subjected to IT‐LPS or vc for 48 h. (A) Soleus, gastrocnemius, tibialis and EDL muscle mass was 
assessed and expressed as a % of weight change over vc WT control.  (B) Type  IIb  fiber size 
distribution of vc‐treated animals between both genotypes (C) Fiber size distribution of Type 
IIa (left) and Type IIx (right) fiber CSA of WT control or MGSK‐3β KO mice following vc or LPS 
instillation.  All  data  shown  represent  means  ±  SEM,  n=6  animals  per  group.  *  p<0.05 
compared with  the  vc‐treated WT  control  group; # p <0.05  refers  to a difference between 
indicated conditions. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure S5.3  LPS‐induced pulmonary inflammation is not affected by muscle GSK‐3β deficiency. 
  Muscle‐specific  GSK‐3β  knockout  (MGSK‐3β  KO)  and  WT  control  mice  (GSK‐3βfl/fl)  were 
subjected to IT‐LPS or vc for 48 h. (A) At this time point the mRNA transcript levels of CXCL1, 
CXCL2 and TNF‐α were determined in lung tissue and normalized to geNorm. All data shown 
represent means ± SEM, n=6 animals per group. ** p<0.01, *** p<0.001 compared with the 
vc‐treated WT control group.  
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Figure S5.4  UPS  ‐and  ALP‐related  gene  expression  in  glucocorticoid‐associated  muscle  atrophy  is 
dependent on GSK‐3β in cultured myotubes. 
  Stably  transfected myoblasts  (sh‐control/GSK‐3β) were  induced  to differentiate  for 5 d, and 
cultured for an additional 24 h in the presence of Dex [25 µM] or vc (DMSO), after which the 
mRNA abundance of (A) atrogin‐1, MuRF1, (B) LC3b, Bnip3, Gabarapl1, (C) GSK‐3β and GSK‐3α 
was  determined.  All  data  shown  represent  means  ±  SEM  (n=3  per  group)  and  are 
representative  of  3  independent  experiments.  *  p<0.05  compared  with  the  vc‐treated 
sh‐control group; # p<0.05 refers to a difference between indicated conditions. 
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Figure S5.5  Pharmacological  GSK‐3β  inhibition  does  not  affect  nuclear  translocation  of  the 
glucocorticoid  receptor  (GR)  or  direct  GR‐mediated  transcriptional  activation,  despite 
reduced glucocorticoid‐sensitive gene expression. 
  Fully differentiated native C2C12 myotubes (5 d) were cultured for 24 h the presence of Dex [25 
µM] or vc  (DMSO) and/or CHIR99021  [7 µM], after which the mRNA abundance of  (A) Glul, 
KLF‐15, REDD1 and myostatin was determined.  (B) Alternatively, nuclear protein abundance 
of  phosphorylated  (p‐GR)  and  total  GR  was  determined  in  nuclear  lysates  (NUC)  and 
normalized  to  Histone  H3  (top  panel),  while  phospho‐eukaryotic  initiation  factor  2Bε  (p‐
eIF2Bε)  protein  expression  was  assessed  in  cytoplasmic  fractions  (CYT)  and  corrected  for 
GAPDH (bottom panel) by Western blotting. (C) Plasmids encoding a luciferase reporter gene 
controlled by an  inducible promoter   containing glucocorticoid response elements  (GREs) or 
β‐galactosidase (β‐gal) were transiently transfected  in native C2C12 myoblasts, or GSK‐3β‐null 
(GSK‐3β‐/‐) and WT control (GSK‐3β+/+) mouse embryonic fibroblasts (MEFs). Transfected cells 
were cultured in the presence of Dex [25 µM] or vc (DMSO) and/or CHIR99021 [7 µM] for 6 h 
after which  luciferase  and  β‐gal  activity were measured  (top  graphs).  Alternatively, mRNA 
expression  levels  of  Glul,  KLF‐15  and  GSK‐3β  were  determined  (bottom  graphs).  All  data 
shown  represent means  ±  SEM  (n=3  per  group)  and  are  representative  of  3  independent 
experiments.  *  p<0.05  compared with  the  vc‐treated  control  group;  #  p<0.05  refers  to  a 
difference between indicated conditions. 
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Figure S5.6  Muscle‐specific  deletion  of  the  glucocorticoid  receptor  (GR)  prevents  pulmonary 
inflammation‐induced skeletal muscle atrophy. 
  Muscle‐specific GR knockout (MGR KO) and WT control mice (GRfl/fl) were subjected to IT‐LPS 
or vc  for 48 h.  (A) Muscle‐specific deletion of  the GR was confirmed by Western blotting  in 
plantaris  muscle  and  normalized  to  GAPDH.  The  accompanying  bar  graphs  depict 
densitometric analysis results represented as a % of the vc control WT. (B) Body weights were 
measured every 24 h and expressed as a % of the starting weight. (C) Soleus, gastrocnemius, 
tibialis and EDL muscle mass was assessed and expressed as a % of weight change over vc WT 
control.  All  data  shown  represent  means  ±  SEM,  n=8‐12  animals  per  group.  *  p<0.05, 
*** p<0.001 compared with the vc‐treated WT control group; # p<0.05, ### p<0.001 refers to 
a difference between indicated conditions. 
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Abstract 
Pulmonary  inflammation  in  acute  and  chronic  disease  is  often  accompanied  by 
skeletal muscle atrophy. Glycogen  synthase kinase‐3  (GSK‐3) has been  implicated  in 
the  regulation  of  muscle  protein  turnover  and  myonuclear  turnover;  two  crucial 
processes that determine skeletal muscle mass. In the present study, we investigated 
the effect of  the selective GSK‐3  inhibitor SB216763 on muscle mass and  regulatory 
markers  in  a  guinea  pig  model  of  lipopolysaccharide  (LPS)‐induced  pulmonary 
inflammation.  The  guinea  pigs  were  pretreated  with  either  intranasally  instilled 
SB216763  or  corresponding  vehicle  30 minutes  prior  to  each  LPS/saline  challenge 
twice weekly. Pulmonary  inflammation and  indices of muscle mass were determined 
after 12 weeks. Repeated LPS instillation induced pulmonary inflammation, which was 
not  affected  by  GSK‐3  inhibition  using  SB216763.  Intriguingly,  GSK‐3  inhibition 
prevented  the  LPS‐induced  loss  of  skeletal  muscle  mass  and  myofiber  atrophy. 
Furthermore, indices of protein synthesis and degradation signaling were not altered 
in guinea pig muscle homogenates. Additionally, cultured mouse skeletal muscle cells 
were  incubated  with  tumor  necrosis  factor‐α  (TNF‐α)  or  glucocorticoids  (GCs)  to 
model putative triggers of muscle atrophy induced by pulmonary inflammation, in the 
presence  or  absence  of  GSK‐3  inhibitors  to  assess  the  effects  on  myogenesis. 
Interestingly,  inhibition of myogenesis of cultured muscle cells by TNF‐α or synthetic 
GCs was completely prevented in the presence of GSK‐3 inhibitors. In conclusion, in an 
animal  model  of  LPS‐induced  pulmonary  inflammation,  GSK‐3  inhibition  prevents 
skeletal  muscle  atrophy  without  affecting  pulmonary  inflammation.  Resistance  to 
inflammation  ‐or  GC‐induced  impairment  of myogenic  differentiation,  imposed  by 
GSK‐3  inhibition, suggests  that sustained myogenesis contributes  to maintenance of 
muscle mass  despite  persistent  pulmonary  inflammation.  Collectively,  these  results 
indicate  that  inhibition of GSK‐3 may be a novel  therapeutic  strategy  to prevent or 
reverse muscle wasting in chronic inflammatory disease. 
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Introduction 
Skeletal muscle  atrophy  is  a  common  and  disabling  feature  of  several  chronic 
degenerative  and  inflammatory  diseases  characterized  by  an  acute  or  persistent 
chronic inflammatory response (63). Pulmonary inflammation has been suggested as a 
trigger and perpetuating  factor of muscle wasting  in COPD. Skeletal muscle atrophy 
may  be  the  consequence  of  a  disturbed  balance  between  protein  synthesis  and 
degradation  in  favor  of  the  latter;  due  to  either  accelerated  breakdown  of muscle 
proteins, or reduced protein synthesis (20,21,44). Insulin‐like growth factor 1 (IGF‐I) and 
insulin  are  both  anabolic  factors  that  affect  cellular  protein  turnover  via  a  well‐
characterized signaling conduit that includes phosphorylation of phosphatidylinositol‐
3 kinase  (PI‐3K),  resulting  in  the activation of Akt/PKB  (hereinafter  termed Akt)  (21). 
Phosphorylated Akt can, in turn, stimulate protein synthesis by activating mammalian 
target of rapamycin complex 1 (mTORC1) signaling, characterized by phosphorylation 
of  its  downstream  substrates  eIF4E‐binding  protein  1  (4E‐BP1)  and  p70S6  kinase 
(p70S6K)  (21).  Conversely,  Akt  activation  results  in  the  phosphorylation  and 
subsequent cytoplasmic retention of the Forkhead box O (FoXO) class of transcription 
factors,  which  have  been  implicated  in  the  coordination  of  proteolytic  gene 
expression (65,71,82). 
 
In  addition  to  protein  turnover, myonuclear  turnover,  i.e.  the  balance  between 
myonuclear  loss  and  myonuclear  accretion,  may  constitute  an  additional  cellular 
mechanism  determining muscle mass  (23).  Efficient  regeneration  and  restoration  of 
muscle  mass  following  injury  or  recovery  from  atrophy  requires  activation, 
proliferation and subsequent differentiation of satellite cells into myoblasts that fuse 
with  existing  or  form  new  myofibers  (30,51).  Besides  myoblast  fusion,  myogenic 
differentiation  is  characterized  by  increased  transcriptional  activity  of  muscle 
regulatory  factors  (MRFs)  (e.g. MyoD, myogenin), which promote  the expression of 
muscle‐specific  genes,  including  contractile/sarcomeric  proteins  such  as  troponin  I 
(TnI),  myosin  light  chain  (MyLC)  and  myosin  heavy  chain  (MyHC),  and  enzymes 
involved in muscle energy metabolism (e.g. muscle creatine kinase (MCK)) (52).  
 
Systemic inflammation in chronic disease manifests itself as increased activation of 
circulating  inflammatory cells and elevated  levels of  tumor necrosis  factor‐α  (TNF‐α) 
or  interleukin‐1β  (IL‐1β),  as well  as  increased  serum  concentrations of  acute phase 
proteins  such  as  C‐reactive  protein  (CRP)  (8,18,66), which may  directly  or  indirectly 
contribute  to  skeletal  muscle  atrophy  (1,40).  In  a  mouse  model  of  pulmonary 
inflammation,  we  recently  demonstrated  that  muscle  nuclear  factor‐κB  (NF‐κB) 
activation  was  required  for  the  transition  from  inflammatory‐  to  muscle  atrophy 
signaling (39), suggesting that systemic inflammation contributes to the loss of skeletal 
muscle mass  following  acute  pulmonary  inflammation.  Furthermore,  the  release  of 
glucocorticoids (GCs) as an endogenous response to inflammation, or treatment with 
synthetic GCs, as a common intervention during acute or endstage chronic respiratory 
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disease, may also evoke or aggravate muscle wasting as GCs are potent  inducers of 
muscle atrophy (3,9,84,86). 
 
Currently,  pharmacological  treatment  approaches  of muscle  atrophy  in  chronic 
respiratory  diseases  are  limited  (32,49,62).  Therapeutic  interventions  should  aim  at 
suppression of triggers of muscle atrophy, e.g. pulmonary  inflammation, or at direct 
modulation of the signaling pathways that regulate muscle mass. Glycogen synthase 
kinase‐3 (GSK‐3) is a ubiquitously expressed serine/threonine kinase, occurring in two 
closely related isoforms, namely GSK‐3α and GSK‐3β, which share extensive homology 
in their kinase domains (61,87,88). GSK‐3β is a signaling protein directly downstream of 
Akt,  which  plays  an  important  role  in  a  myriad  of  cellular  processes,  including 
inflammatory signaling  (10,31) and protein synthesis  (85), through regulation of mRNA 
translation initiation via suppression of eukaryotic initiation factor 2B (eIF2B) activity. 
Recent  data  from  our  group  and  others  suggest  a  pivotal  role  for  GSK‐3β  in  the 
determination  of  muscle  mass,  as  it  is  involved  in  both  protein  and  myonuclear 
turnover. Concretely, it was established that muscle atrophy, resulting from increased 
proteolysis signaling following synthetic GC‐reatment, requires GSK‐3β (80). In another 
study  by  our  group  physiological  and  pharmacological  GSK‐3  inhibition  enhanced 
myoblast fusion and myotube formation,  in support of an  important role of GSK‐3  in 
the regulation of myonuclear turnover (54). 
 
Considering  the  significance  of  GSK‐3  in  the  cellular  processes  controlling 
inflammatory signaling and muscle mass, the purpose of this study was to assess the 
potential  therapeutic effects of enzymatic GSK‐3  inhibition on muscle wasting  in an 
established model of lipopolysaccharide (LPS)‐induced pulmonary inflammation, using 
the  selective  inhibitor  3‐(2,4‐dichlorophenyl)‐4‐(1‐methyl‐1H‐indol‐3‐yl)‐1H‐pyrrole‐
2,5‐dione (SB216763)  (26). The data presented  in this study demonstrate that topical 
application of a GSK‐3 inhibitor does not affect pulmonary inflammation, but reduces 
skeletal  muscle  atrophy.  Subsequent  cell  culture  experiments  suggested  this  may 
involve  maintenance  of  myogenesis,  as  GSK‐3  inhibition  restored  muscle 
differentiation  in  the  presence  of  effectors  of  systemic  inflammation.  Collectively, 
these current findings indicate that GSK‐3 may constitute a novel therapeutic target in 
the treatment of skeletal muscle atrophy in chronic inflammatory disease. 
Materials and Methods 
Animal studies 
Male,  outbred  specified  pathogen‐free  Dunkin  Hartley  guinea  pigs  (Harlan, 
Heathfield, UK) were  used  in  this  study. All  protocols  described  in  this manuscript 
were  approved  by  the  University  of  Groningen  Committee  for  Animal 
Experimentation. 
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Experimental protocol 
Thirty‐six guinea pigs were randomly assigned to four experimental groups (n=9), 
namely:  (1)  vehicle‐treated,  saline‐challenged;  (2)  SB216763‐treated  saline‐
challenged;  (3)  vehicle‐treated,  LPS‐challenged,  and  (4)  SB216763‐treated, 
LPS‐challenged.  The  guinea  pigs  were  treated  twice  per  week  for  12  consecutive 
weeks by intranasal instillation of 100 μl SB216763 [2 mM in 10% (v/v) DMSO in sterile 
saline]  or  vehicle  [100  μl  10%  (v/v)  DMSO  in  sterile  saline].  After  the  intranasally 
instilled solution was aspirated,  the animals were kept  in an upright position  for an 
additional 2 minutes  (min),  to allow sufficient spreading of  the  fluid  throughout  the 
lungs.  The  animals were  intranasally  instilled with  100  μl  LPS  [10 mg/ml  in  sterile 
saline] or sterile saline, 30 min post SB216763 or vehicle instillation. 
 
SB216763  is  a  selective  GSK‐3  inhibitor  (3‐(2,4‐dichlorophenyl)‐4‐(1‐methyl‐1H‐
indol‐3‐yl)‐1H‐pyrrole‐2,5‐dione)  (Tocris  Cookson,  Bristol,  UK)  and  the  LPS  was 
derived from Escherichia coli, serotype 055:B5 (Sigma‐Aldrich, MO, USA). Twenty‐four 
hours  after  the  last  instillation,  the  guinea  pigs  were  sacrificed  by  experimental 
concussion,  followed by  rapid exsanguination. Next,  the heart,  lungs and a series of 
hind  limb muscles  including  the M. gastrocnemius, M.  tibialis anterior, M. plantaris 
and M. extensor digitorum longus (EDL) were collected using standardized dissection 
methods.  Independent muscle weights of a  single hind  limb were measured and all 
tissues were immediately flash‐frozen in liquid nitrogen. 
Tissue processing and histological analyses 
The  left  lung  lobe was  inflated and  fixed with  formalin at a constant pressure of 
25 cm  H2O  for  24  h.  The  formalin  fixed  lungs  were  embedded  in  paraffin  and 
subsequently  cut  in  tissue  sections  (4  µm).  The  granulocytes  were  identified  by 
staining the sections with diaminobenzidine (DAB) [0.3 mg/ml]. The inflammatory cells 
present  within  a  50 µm  distance  from  the  airway  lumen  were  quantified  and 
expressed relative to basement membrane  length. The airway sections were digitally 
photographed and all analyses were done in a blinded manner. The EDL muscles were 
embedded  in Tissue‐Tek  (Sakura Finetek,  the Netherlands) and sectioned on a Leica 
CM3050 S cryostat at  ‐20°C. Subsequently, serial cross‐sections  (5 μm) were stained 
with  the  following primary  antibodies:  anti‐Type  I MyHC  (#A‐4840)  (Developmental 
Studies  Hybridoma  Bank,  Iowa  City,  IA,  USA),  and  anti‐laminin  (#L‐9393)  (Sigma‐
Aldrich) to determine the fiber cross‐sectional area (CSA) and fiber type distribution. 
The sections were incubated with the following secondary antibodies: Alexa Fluor 555 
(#A‐21426) and Alexa Fluor 350  (#A‐21426)  (both  from  Invitrogen, CA, USA). Digital 
images of  the  stained  sections were  taken under 200X  total magnification using an 
Eclipse E800 microscope (Nikon, Japan) connected to a digital camera (DXM, 1200 NF, 
Nikon,  Japan).  The  CSA was measured  after  having  identified  five  non‐overlapping 
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regions containing a total of 100  ‐ 200  individual fibers per animal, which were then 
analyzed using Lucia software (version 4.81). 
Cell culture 
The murine skeletal muscle cell  line C2C12  (ATCC # CRL1772, Manassas, VA, USA) 
was  cultured  in  growth medium  (GM),  composed of  low  glucose  [1  g/l] Dulbecco’s 
Modified  Eagle Medium  (DMEM)  containing  antibiotics  [50  U/ml  Penicillin  and  50 
μg/ml Streptomycin] and 9% (v/v) Fetal Bovine Serum (FBS) (all from Gibco, MD, USA). 
The C2C12 cells were plated overnight in GM at 104/cm2 on BD Matrigel coated [1:50 in 
DMEM low glucose] 35 mm dishes as described previously (both from BD Biosciences, 
MA, USA) (41). Differentiation was induced by growth factor withdrawal (90), replacing 
GM with differentiation medium (DM) [DMEM, low glucose, with 1% heat‐inactivated 
FBS and antibiotics]. The synthetic GC dexamethasone (hereinafter referred to as Dex) 
(Sigma‐Aldrich), TNF‐α (Calbiochem, CA, USA), with or without LiCl (Sigma‐Aldrich) or 
CHIR99021 [5 μM] (kindly provided by Dr. Cohen, MRC Protein Phosphorylation Unit, 
University  of  Dundee,  UK)  were  directly  added  to  the  culture  medium  upon  the 
induction of differentiation and again 24 h  later when  the cells were provided with 
fresh DM. The myocytes were allowed to differentiate for a total of 72 h,  in absence 
or presence of Dex [10 μM] or TNF‐α [1 ng/ml]. 
Stable cell line and luciferase activity determination 
Measurements  of  troponin  I  (TnI)  promoter  activity  during  differentiation were 
performed  by  creating  a  stable  C2C12  cell  line  carrying  a  genomic  TnI  promoter‐
luciferase  reporter  gene  as  described  previously  (43).  To  determine  the  luciferase 
activity,  the  cells were washed  twice  in  ice‐cold  1X  PBS,  lysed  in  1X  reporter  lysis 
buffer  (Promega, Madison, WI, USA) and  stored at  ‐80°C. The  lysates were  spun at 
14000 rpm (4°C) prior to analysis, and the soluble fraction was used to measure the 
luciferase activity according  to  the manufacturer’s  instructions  (Promega). The  total 
protein  concentration was  assessed  using  a Bio‐Rad protein  assay  kit  (Bio‐Rad,  CA, 
USA) according  to  the manufacturer’s  instructions. All data were corrected  for  total 
protein content. 
Nuclei count and myogenic index 
The total number of nuclei (100X magnification) in 4 or more fields was counted to 
determine the amount of nuclei present after 72 h of differentiation. The myonuclear 
distribution  was  assessed  by  counting  all  nuclei  within  four  linked  images  (100X 
magnification). The nuclei were assigned to one of three classes: (1) single nucleated 
myoblasts;  (2)  dividing  or  fusing  bi‐nucleated  myoblasts,  and  (3)  multi‐nucleated 
(> 2 nuclei) myotubes. Per condition, 1900 or more nuclei were counted and assigned 
to either of the above‐mentioned classes. 
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Muscle Creatine Kinase activity 
Myogenic  differentiation  was  assessed  biochemically  by  measuring  muscle 
creatine  kinase  (MCK)  activity. After  the  induction of differentiation,  the C2C12  cells 
were washed twice  in  ice‐cold 1X PBS, subsequently  lysed  in 0.5% Triton X‐100, and 
scraped  from  the  dish  with  a  cell  scraper  (rubber  policeman).  The  lysates  were 
centrifuged  for  2 min  at  14000  rpm  (4°C),  and  the  supernatant was  aliquoted  and 
stored at  ‐80°C to determine the protein content or MCK activity  in the presence of 
1.25%  BSA.  The  MCK‐activity  was  measured  spectrophotometrically  (Stanbio 
Laboratory, TX, USA) (72). The specific activity was calculated after correction for total 
protein content (7). 
May‐Grünwald Giemsa Staining 
The C2C12  cells were  induced  to differentiate  for 72 h  either  in  the presence or 
absence of Dex or TNF‐α. After 72 h of differentiation the cells were washed twice in 
1X PBS at room temperature (RT), subsequently fixed in methanol and stained in May‐
Grünwald  Giemsa  (Sigma‐Aldrich)  according  to  the  manufacturer’s  instructions. 
Pictures  were  taken  at  40X  and  100X  magnifications  using  an  inverted  light 
microscope (Eclipse E800, Nikon, Japan) connected to a digital camera (DXM, 1200 NF, 
Nikon,  Japan). The 100X magnified  images were  taken  in  series of  four with a  fixed 
overlap. 
Western blotting 
The muscle tissue was homogenized  in  ice‐cold 1X whole cell  lysate buffer (WCL) 
[50 mM  Tris‐HCl,  pH  7.4;  150 mM  NaCl;  1 mM  EDTA;  1 mM  Na3VO4;  5 mM  NaF; 
10% glycerol;  0.5%  Nonidet  P‐40;  1  mM  DTT;  1  mM  PMSF;  10  μg/ml  Leupeptin; 
1% Aprotinin;  10 mM  β‐glycerophosphate  and  1 mM Na‐pyro‐PO4] using  a  rotating 
blade  tissue  homogenizer  (Polytron  PT  1600E,  Kinematica,  Switzerland).  The  C2C12 
cells were washed twice in ice‐cold 1X PBS after which they were lysed in 1X reporter 
lysis buffer and scraped of the dish using cell scrapers. The total protein concentration 
was  assessed  by  the  Thermo  Scientific  Pierce  BCA  Protein  Assay  kit  (Pierce 
Biotechnology,  IL,  USA)  according  to  the  manufacturer’s  instructions.  The  protein 
lysates were  boiled  for  5 min  at  95°C  after  addition  of  4X  Laemmli  sample  buffer 
[0.25 M Tris‐HCl pH 6.8; 8% (w/v) SDS; 40% (v/v) glycerol; 0.4 M DTT and 0.04% (w/v) 
Bromophenol  Blue].  For  SDS‐PAGE  1  ‐  25  μg  of  protein was  loaded  per  lane  and 
separated on a Criterion XT Precast 4 ‐ 12% Bis‐Tris gel (Bio‐Rad), followed by transfer 
to a 0.45 μm Whatman Protran Nitrocellulose Transfer membrane (Whatman GmbH, 
Germany) by electroblotting (Bio‐Rad Criterion Blotter). The nitrocellulose blots were 
incubated  overnight  (4°C)  with  specific  antibodies  directed  against:  myosin  light 
chains 1 (MyLC‐1) and ‐3 (MyLC‐3) (#F310) (Developmental Studies Hybridoma Bank, 
Iowa  City,  IA,  USA),  myosin  heavy  chain  fast  (MyHC‐f)  (#M4276)  (Sigma‐Aldrich), 
p‐eIF2Bε  (Ser539)  (#44‐530G)  (Invitrogen),  p‐mTOR  (Ser2448)  (#2971), mTOR  (#2983), 
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p‐Akt (Ser473) (#9271), Akt (#9272), p‐GSK‐3β (Ser9) (#9336), GSK‐3β (#9332), p‐p70S6K 
(Thr389)  (#9206),  p70S6K  (#2708),  p‐4E‐BP1  (Thr37/46)  (#9459),  4E‐BP1  (#9452),  p‐S6 
(Ser235/236)  (#2211),  p‐FoXO1  (Ser256)  (#9461),  FoXO1  (#2880),  p‐FoXO3a  (Ser253) 
(#9466),  FoXO3a  (#2497)  and  GAPDH  (#2118)  (all  from  Cell  Signaling  Technology), 
diluted  in  1X  TBS/0.1%  Tween‐20.  The  blots  were  probed  with  a  peroxidase 
conjugated  secondary  antibody  (#PI‐1000)  (Vector  Laboratories,  CA,  USA),  and 
visualized  using  Supersignal  WestPico  Chemiluminescent  Substrate  (Pierce 
Biotechnology) according to the manufacturer’s instructions and exposed to Super RX 
film (FUJIFILM, Japan). The Western blot films were digitalized using a Bio‐Rad GS‐800 
Densitometer and subsequent quantification was done using Quantity One software 
(version 4.5.0) (both from Bio‐Rad). 
Statistical analysis  
The  raw  data were  entered  into  SPSS  (version  20.0)  for  statistical  analysis.  All 
values  are  represented  as means  and  error bars  indicate  the  standard error of  the 
mean  (SEM). Comparisons of mean values were  tested parametrically, using a one‐
way ANOVA  followed by a post hoc Fischer’s  LSD  test. The  changes  in body weight 
were  tested using  a mix‐model design ANOVA. Mean  value  comparisons of  in  vitro 
data were  tested  non‐parametrically,  using  the Mann‐Whitney U‐test. A  two‐tailed 
probability value (p<0.05) between groups was considered statistically significant. 
Results 
GSK‐3 inhibition does not affect pulmonary inflammation 
Repeated LPS challenges induced an increase in peribronchial inflammation, which 
was  characterized  by  increased  infiltration  of  granulocytes.  The  inflammation  was 
most  profound  in  the  non‐cartilaginous  airways.  Treatment with  SB216763  did  not 
affect the presence of inflammatory cells in and surrounding the airway wall in saline‐
challenged animals, and had no effect on  the peribronchial  inflammation seen after 
LPS instillation (Figure 6.1). 
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Figure 6.1  LPS‐induced pulmonary inflammation is not influenced by enzymatic GSK‐3 inhibition. 
  Repeated LPS challenges induced an increase in peribronchial inflammation, characterized by 
increased  infiltration of granulocytes. Granulocytes were  identified by  staining  the  sections 
with diaminobenzidine (DAB). The  inflammation was most profound  in the non‐cartilaginous 
airways. 
Enzymatic GSK‐3 inhibition protects against LPS‐induced skeletal muscle 
fiber atrophy  
Throughout  the  experimental  procedures,  neither  LPS  nor  the  concomitant 
administration of LPS and SB216763 significantly affected the increase in body weight 
of the guinea pigs (Figure 6.2A). However, from week 4 onwards the increase in body 
mass  of  the  SB216763‐treated  saline‐challenged  group  was  significantly  lower 
compared with  the  vehicle‐treated,  saline‐challenged  group  (p=0.03)  (Figure  6.2A). 
Repeated LPS administration consistently appeared  to decrease muscle wet weights 
(M. plantaris: ‐2%, M. gastrocnemius: ‐8%, M. tibialis: ‐5%, M. EDL: ‐7%), although this 
did  not  reach  statistical  significance  (Figure  2B).  Intriguingly,  SB216763‐treatment 
significantly  reversed  the  LPS‐induced  reduction  in  these  skeletal  muscle  weights 
(except for M. EDL). To verify the effects on muscle mass, the myofiber CSA of the EDL 
muscle was determined. The glycolytic EDL muscle predominantly consisted of Type II 
fibers  (96.4%,  data  not  shown),  and  immunohistochemical  staining  revealed  that 
chronic  LPS  administration  significantly  decreased  the  mean  Type  II  fiber  CSA 
compared with  vehicle  control‐treated muscle  (Figure  6.2C).  The  decline  in  Type  II 
fiber  CSA  following  LPS  was  further  substantiated  by  examining  the  fiber  size 
distribution curves, which revealed a leftward shift (smaller fibers) compared with the 
fiber  distribution  of  vehicle‐treated  control  animals  (Figure  6.2D).  Strikingly, 
pharmacological GSK‐3 inhibition abrogated the reduction of mean Type II fiber CSA in 
response to LPS  (Figure 6.2C and Figure 6.2D). Unexpectedly, basal enzymatic GSK‐3 
inhibition  caused  a  significant decrease  in mean Type  II  fiber CSA  in EDL muscle of 
vehicle‐treated animals (Figure 2D). Nevertheless, collectively these data indicate that 
muscle  atrophy  induced  by  chronic  LPS  challenge  is  prevented  by GSK‐3  inhibition 
despite sustained pulmonary inflammation. 
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Figure 6.2  GSK‐3 inhibition prevents skeletal muscle fiber atrophy following repeated LPS instillation. 
  (A) Body weight change of the guinea pigs during the experimental procedures. (B) Effects of 
repeated  LPS  exposure  and  GSK‐3  inhibition  (SB216763)  on  skeletal muscle  wet  weights. 
(C) The fiber cross‐sectional area (CSA) of muscle fibers in the extensor digitorum longus (EDL) 
muscle  of  the  guinea  pigs  was  determined  from  laminin‐stained  cross‐sections. 
Representative  laminin‐stained  (white)  cross‐sections  of  the  same  region  within  the  EDL 
muscle  for  each  experimental  group  (20X magnification,  scale  bar  =  50 µm). Histogram  of 
quantitative analysis of the mean Type II cross‐sectional area (CSA) (n=7 per group). (D) Fiber 
size  distribution  curves  of  fiber  cross‐sectional  areas  of  fibers  in  the  EDL.  All  data  shown 
represent means ± SEM, n=9 animals per group. *** p<0.001 compared with the vc control 
group; # p<0.05, ### p<0.001 refers to a difference between indicated conditions. 
 
Muscle protein synthesis and degradation signaling responses following 
chronic LPS‐treatment and GSK‐3 inhibition 
To address the potential contribution of altered protein synthesis signaling to the 
muscle atrophy phenotype, the protein levels and the phosphorylation state of mTOR 
and  its  downstream  effectors  p70S6K  and  4E‐BP1  as  well  as  Akt,  the  upstream 
activator of mTOR were assessed. The p‐Akt  to Akt  ratio  in  LPS  control muscle was 
unchanged  following  a  12 week  treatment  regimen with  intranasally  instilled  LPS. 
Likewise,  the p‐Akt  levels  in muscle  exposed  to  SB216763  alone  or  in  combination 
with  LPS  remained unaltered,  comparable  to  vehicle/saline‐treated  controls  (Figure 
6.3A).  Similarly,  the  phosphorylation  state  and  abundance  of  GSK‐3β,  a  direct 
downstream  substrate  of  Akt,  was  unaffected  in  any  of  the  conditions.  Chronic 
pharmacological GSK‐3 inhibition by SB216763 in the lung did not result in detectable 
alterations in the phosphorylation state of the GSK‐3β substrate eIF2Bε (Figure 6.3A). 
 
Furthermore, the ratio of p‐mTOR over total mTOR was unaffected  in any of the 
conditions. The phosphorylation state of p70S6K, a downstream substrate of mTOR, 
was  unaffected  by  LPS  instillation  or  GSK‐3  inhibition  (Figure  6.3B).  In  contrast, 
phosphorylation  of  S6,  a  substrate  of  p70S6K,  tended  to  be  reduced  upon  LPS 
instillation,  but  these  findings  did  not  reach  statistical  significance  (Figure  6.3B). 
Finally,  repeated  LPS  administration  or GSK‐3  inhibition  did  not  affect  p‐4E‐BP1  or 
total 4E‐BP1 protein abundance, as another downstream substrate of mTOR  (Figure 
6.3B). Both phosphorylated levels of FoXO1 as well as total FoXO1 protein abundance 
remained  unaltered  following  either  LPS  ‐or  SB216763‐treatment  (Figure  6.3C).  In 
contrast, the p‐FoXO3a to FoXO3a ratio was reduced in response to concomitant LPS 
and  SB216763‐treatment,  which  is  indicative  of  increased  FoXO3a  activity  (Figure 
6.3C). Altogether,  these data  imply  that gross alterations  in  skeletal muscle protein 
turnover signaling could not account for the muscle atrophy observed in response to 
chronic pulmonary inflammation, nor the prevention thereof by pharmacological GSK‐
3 inhibition. 
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Figure 6.3  Effects  of  repeated  LPS  instillation  and  SB216763‐treatment  on muscle  protein  turnover 
signaling. 
  Representative  immunoblots of protein  synthesis and protein degradation‐related  signaling 
molecules measured in the extensor digitorum longus (EDL) muscles of guinea pigs that were 
treated  intranasally with  LPS or  SB216763  for  12 weeks.  (A)  Protein  levels of phospho‐Akt 
(p‐Akt),  total  Akt,  phospho‐GSK‐3β  (p‐GSK‐3β),  total  GSK‐3β,  phospho‐eukaryotic  initiation 
factor 2Bε  (p‐eIF2Bε), GAPDH,  (B) phospho‐mammalian  target of  rapamycin  (p‐mTOR),  total 
mTOR,  phospho‐p70S6K  (p‐p70S6K),  total  p70S6K,  phospho‐S6  (p‐S6),  phospho‐4E‐BP1 
(p‐4E‐BP1),  total  4E‐BP1,  GAPDH,  (C)  phospho‐FoXO1  (p‐FoXO1),  total  FoXO1,  phospho‐
FoXO3a  (p‐FoXO3a),  total  FoXO3a  and  GAPDH  were  determined  in  whole  muscle 
homogenates by Western blot analysis. The accompanying bar graphs show the densitometric 
analysis results (means ± SEM, n=6), represented as a % of the vc control group corrected for 
GAPDH. All data are shown as a ratio of phospho‐ to total protein for each target (except p‐
eIF2Bε,  p‐S6  and  (p‐)4E‐BP1).  *  p<0.05  compared  with  the  vc  control  group.  NS:  not 
significant. 
 
GSK‐3 inhibition prevents TNF‐α‐induced impairment of myogenesis 
In addition to alterations in protein turnover, impaired myogenesis may lie at the 
basis of sustained muscle wasting  (55,60). Moreover, systemic  inflammation  resulting 
from  pulmonary  inflammation  can  trigger  muscle  atrophy  (39),  and  inflammatory 
cytokines have been shown to contribute to muscle wasting through the inhibition of 
myogenic differentiation (41). To investigate whether pharmacological GSK‐3 inhibition 
restores  impaired myogenesis,  differentiating  C2C12 myoblasts were  cultured  in  the 
presence  or  absence  of  LiCl  and/or  TNF‐α.  LiCl  is  a  direct  and  indirect  inhibitor  of 
GSK‐3  and  has  been  widely  used  to  investigate  the  role  of  GSK‐3  (33,69).  TNF‐α 
supplementation resulted  in diminished myogenesis of C2C12 myocytes  (Figure 6.4A). 
Subsequent quantification of myotube formation, by determining the myogenic index, 
clearly demonstrated  that TNF‐α  reduced myoblast  fusion  (Figure 6.4B). Conversely, 
LiCl  increased myotube formation, and  importantly, markedly attenuated the TNF‐α‐
induced decrease in myotube formation (Figure 6.4B). Identical results were obtained 
with  the  structurally unrelated GSK‐3  inhibitor CHIR99021  (data not  shown).  TNF‐α 
significantly decreased  the myofibrillar protein abundance,  i.e. MyHC‐f, MyLC‐1 and 
MyLC‐3,  whereas  LiCl  stimulated  their  expression  (Figure  6.4C).  Notably,  LiCl 
significantly abrogated the reduction  in contractile protein expression  in response to 
TNF‐α  (Figure  6.4C).  In  addition  to  reduced  expression  of  sarcomeric/contractile 
proteins,  TNF‐α  supplementation  markedly  decreased  MCK  activity.  Conversely, 
enzymatic GSK‐3  inhibition  increased  basal MCK  activity  and  prevented  the  TNF‐α‐
induced  decline  in  MCK  activity  (Figure  6.4D).  The  differentiation‐induced 
transcriptional activation of  the TnI promoter was diminished  in  response  to TNF‐α, 
and increased following GSK‐3 inhibition (Figure 6.4E). In line with the other markers 
of myogenesis,  LiCl‐treatment  significantly  reversed  the  reduction  in  TnI  promoter 
transactivation in response to TNF‐α. 
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Figure 6.4  Pharmacological  GSK‐3  inhibition  prevents  tumor  necrosis  factor‐α  (TNF‐α)‐induced 
impairment of myogenic differentiation. 
  (A) Differentiating C2C12 myoblasts were either cultured  in the presence or absence of TNF‐α 
(1  nM),  LiCl  [10 mM]  or  vc  [1.25%  BSA]  for  72  h  after which  the  cells were  assessed  for 
morphological changes by staining with May‐Grünwald Giemsa (40X magnification, scale bar = 
500 µm). (B) Myoblast fusion was quantified by determining the nuclear distribution of 1900 
or more nuclei for each separate condition. The data are expressed as a % of nuclei residing in 
cells containing 1, 2, or > 2 nuclei; reflecting mononucleated myoblasts (1 nucleus), dividing or 
fusing myoblasts (2 nuclei) or myotubes (> 2 nuclei), respectively. (C) Next, protein  levels of 
myosin heavy chain fast (MyHC‐f), myosin light chains 1 (MyLC‐1) and ‐3 (MyLC‐3) and GAPDH 
were  determined  in whole  cell  lysates  by Western  blot  analysis,  (D)  and muscle  creatine 
kinase  (MCK)  activity was measured  spectrophotometrically,  expressed  as  specific  enzyme 
activity (units/mg protein). (E) Differentiating C2C12 myoblasts containing a stable genomically 
integrated troponin I (TnI) luciferase reporter construct were cultured for 72 h in the presence 
or absence of LiCl  [10 mM], or TNF‐α  [1 nM] or vc  [1.25% BSA]. Subsequently,  lysates were 
prepared  to  measure  luciferase  activity  (RLU/mg  total  protein).  All  data  shown  are 
representative of 3 independent experiments (means ± SEM, n=3). * p<0.05 compared with vc 
control; # p<0.05  refers to a difference between indicated conditions. 
 
GSK‐3 inhibition blocks glucocorticoid‐induced inhibition of myogenic 
differentiation 
Systemic  inflammation  increases  circulating  levels of cortisol; a potent  trigger of 
muscle atrophy (28,29). Repeated intranasal LPS instillation in guinea pigs resulted in an 
increase  in  plasma  cortisol  levels  (229%,  ±  SEM  48.4%), which was  unaffected  by 
SB213763‐treatment  (172%,  ±  SEM  51.2%)  (data  not  shown).  Previously  it  was 
demonstrated  that  the  synthetic GCs prednisolone as well as Dex  strongly  impaired 
myogenesis  (53).  The  addition  of  Dex  to  the  culture medium  during  differentiation 
resulted  in  impaired  C2C12 myotube  formation  (Figure  6.5A).  Similar  to  the  results 
obtained with  TNF‐α,  pharmacological GSK‐3  significantly  prevented  impairment  of 
myoblast fusion in the presence of Dex (Figure 6.5B). Likewise, pharmacological GSK‐3 
inhibition using CHIR99021 reversed the Dex‐induced impairment of myogenesis (data 
not  shown).  Furthermore,  Dex  significantly  decreased  the  muscle‐specific  protein 
expression  of MyHC‐f, MyLC‐1  and MyLC‐3, while  LiCl  supplementation  completely 
reversed this effect (Figure 5C). Moreover, Dex markedly reduced MCK activity (Figure 
6.5D)  and  TnI  promoter  transactivation  (Figure  6.5E), which was  prevented  in  the 
presence of LiCl (Figure 6.5D and Figure 6.5E, respectively). 
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Figure 6.5  Pharmacological  GSK‐3  inhibition  completely  blocks  glucocorticoid‐induced  reduction  in 
myogenic differentiation. 
  (A)  Differentiating  C2C12  myoblasts  were  either  cultured  in  the  presence  or  absence  of 
dexamethasone (Dex) [10 µM], LiCl [10 mM] or vc (DMSO) for 72 h after which the cells were 
assessed  for  morphological  changes  by  staining  with  May‐Grünwald  Giemsa  (40X 
magnification,  scale bar = 500 µm).  (B) Myoblast  fusion was quantified by determining  the 
nuclear  distribution  of  1900  or  more  nuclei  for  each  separate  condition.  The  data  are 
expressed  as  a  %  of  nuclei  residing  in  cells  containing  1,  2,  or  >  2  nuclei;  reflecting 
mononucleated myoblasts (1 nucleus), dividing or fusing myoblasts (2 nuclei) or myotubes (> 
2 nuclei), respectively. (C) Next, protein  levels of MyHC‐f, MyLC‐1, MyLC‐3 and GAPDH were 
determined in whole cell lysates by Western blot analysis, (D) and MCK activity was measured 
spectrophotometrically,  expressed  as  specific  enzyme  activity  (units/mg  protein).  (E) 
Differentiating  C2C12  myoblasts  containing  a  stable  genomically  integrated  troponin  I  (TnI) 
luciferase  reporter  construct  were  cultured  for  72  h  in  the  presence  or  absence  of  LiCl 
[10 mM],  or Dex  [10  μM]  or  vc  (DMSO).  Subsequently,  lysates were  prepared  to measure 
luciferase activity (RLU/mg total protein). All data shown are representative of 3 independent 
experiments  (means ± SEM, n=3). * p<0.05  compared with vc  control; # p<0.05  refers  to a 
difference between indicated conditions. 
 
Discussion 
Pulmonary  inflammation  in  acute  or  chronic  respiratory  disease  is  commonly 
associated  with  skeletal  muscle  atrophy  (12,73).  The  results  presented  in  this 
manuscript  demonstrate  that  pharmacological  GSK‐3  inhibition  is  beneficial  in 
preventing  muscle  wasting  in  an  established  animal  model  of  pulmonary 
inflammation, without affecting pulmonary inflammation. Further, impaired myogenic 
differentiation  of  cultured muscle  cells,  in  response  to  TNF‐α  and  GCs  as  putative 
mediators of inflammation‐induced muscle atrophy, was restored by GSK‐3 inhibition, 
putting forward sustained myogenesis as a basis for the maintenance or muscle mass 
despite persistent pulmonary inflammation. 
  
Pulmonary inflammation was induced by repeated intranasal instillation of LPS, an 
endotoxin  present  in  the  outer  membrane  of  Gram‐negative  bacteria,  and  as  a 
contaminant in environmental pollution, organic dusts and cigarette smoke; all factors 
that have been associated with the development of COPD (11,47,59). Furthermore, LPS 
challenge  is a well‐known  in vivo model of neutrophilic  inflammation that resembles 
COPD pathophysiology  (27,35,39). Also  in guinea pigs, topical LPS challenge resulted  in 
pulmonary  inflammation, distinguished by an  influx of  inflammatory cells  in the  lung 
(34,56,77). In addition, pulmonary inflammation is characterized by elevated local levels 
of  the pro‐inflammatory  cytokines TNF‐α and  IL‐1β  (39,45,81), which  can activate  the 
transcription factor nuclear factor‐κB (NF‐κB) (4,5,57). Previously, pharmacological GSK‐
3 inhibition was shown to result in a decrease in NF‐κB‐dependent gene transcription 
following  stimulation  with  TNF‐α  (67),  and  in  another  study,  NF‐κB  activation  was 
abrogated  in  GSK‐3β‐deficient  cells  in  response  to  LPS  (74).  Taken  together,  these 
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reports  underline  the potential  of GSK‐3  in  the  regulation  of NF‐κB  activation,  and 
hence,  the  inflammatory  response.  In  the  present  study,  however,  pulmonary 
inflammation was not affected by enzymatic GSK‐3 inhibition. This discrepancy might 
be due to a tissue‐specific dependence of NF‐κB and inflammatory signaling on GSK‐3 
as  the  above‐mentioned  studies  were  conducted  in  cultured  hepatocytes  and 
fibroblasts, whereas  in  the  current  report GSK‐3 was  inhibited  in  vivo  in  the  lung. 
Moreover,  inflammation  is a  complex process  that,  in addition  to NF‐κB,  involves a 
plethora of transcriptional regulators that may function independently of GSK‐3 (19,75). 
Nevertheless,  our  data  suggest  that  any  effects  of  local  SB216763  instillation  on 
systemic  pathology  are  not  accounted  for  by  alterations  in  the  lung  inflammatory 
response. 
 
In addition to sustained  inflammation  in the  lung, chronic LPS‐treatment resulted 
in skeletal muscle atrophy. Similarly, previous work by our group showed that acute 
pulmonary  inflammation was associated with muscle atrophy following  intratracheal 
LPS  instillation  (IT‐LPS)  (39).  In  this  study,  local  inflammation was accompanied by a 
potent systemic inflammatory response, characterized by elevated circulating levels of 
inflammatory  cytokines, which  coincided with  increased NF‐κB  signaling  in  skeletal 
muscle  (39).  Systemic  inflammation  has  been  shown  to  contribute  significantly  to 
skeletal  muscle  atrophy  and  pro‐inflammatory  cytokines  have  been  suggested  to 
induce  and mediate  catabolic  responses  in muscle  via NF‐κB  (39,68).  In  the  current 
study circulating cytokine  levels were not assessed, rendering  it difficult to  implicate 
systemic  inflammation  as  a  direct  causal  trigger  in  the  onset  of  muscle  atrophy. 
Nevertheless,  it  is conceivable that, considering the persistent  inflammatory state of 
the  lung,  systemic  inflammation was  sustained  following  repeated LPS challenge, as 
increased  circulating  levels  of  inflammatory  cytokines  were  reported  in  a  mouse 
model of chronic pulmonary inflammation (40). 
 
During the early onset of  inflammation, TNF‐α and  IL‐1β stimulate the release of 
GCs, as an endogenous reaction to dampen the inflammatory response, via activation 
of  the  hypothalamic‐pituitary‐adrenal  (HPA)  axis  (28).  In  this  study,  pulmonary 
inflammation  was  associated  with  increases  in  plasma  cortisol  levels,  providing 
indirect  evidence  to  support  the  notion  that  systemic  inflammation  might  have 
occurred  in  this model.  Previously,  IT‐LPS  instillation was  reported  to  increase  the 
plasma concentration of corticosterone; the endogenous GC in mice (24), and in other 
models  of  inflammation  ‐or  GC‐associated  muscle  atrophy  administration  of 
glucocorticoid  receptor  (GR)  antagonists  prevented  or  attenuated  muscle  atrophy 
(48,89).  Indeed,  LPS‐induced  increases  in  plasma  cortisol  were  paralleled  by  a 
significant  decrease  in myofiber  CSA,  and  only  the  latter was  prevented  by  GSK‐3 
inhibition.  Remarkably,  basal  GSK‐3  inhibition  likewise  resulted  in  a  decrease  in 
myofiber CSA, which may have been the consequence of a blunted  increase  in body 
weight  in  response  to  SB216763.  Over‐inhibition  of  GSK‐3  under  normal 
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circumstances may  not  be  favorable  as GSK‐3  is  essential  in  the  control  of  various 
physiological  processes  such  as  development  and  cell  proliferation  (50,79).  As 
exacerbated  GSK‐3  activity was  previously  reported  in  atrophying muscle  (15),  our 
results may  indicate that the use of GSK‐3  inhibitors should be  limited to conditions 
characterized by aberrant GSK‐3 regulation, aimed at restoration of physiological GSK‐
3  activity  levels  (13,79).  Nevertheless,  pharmacological  GSK‐3  inhibition  resulted  in 
significant  sparing  of muscle mass  and myofiber  CSA,  despite  sustained  pulmonary 
inflammation and elevated cortisol levels. 
 
Previously reported studies highlighted the efficacy of GSK‐3 inhibitors in reducing 
proteolysis  in septic muscle  (14), and  in muscles  from burned  rats  (16). Furthermore, 
GSK‐3  inhibition  was  demonstrated  to  decrease  general  protein  degradation 
comparably  to  IGF‐I  in a model of GC‐associated muscle proteolysis  (46), and earlier 
work  by  our  lab  delineated  a  pivotal  role  for  GSK‐3β  in  the  induction  of  skeletal 
muscle atrophy, as loss of GSK‐3β expression in muscle resulted in specific sparing of 
myofibrillar protein  abundance  following  impaired  IGF‐I  signaling  and  synthetic GC‐
treatment  (80).  Thus,  the  inability  of  GSK‐3  inhibition  to  reduce  pulmonary 
inflammation implies that the SB216763 inhibitor may have directly inhibited GSK‐3 in 
muscle. 
 
In  view  of  the  significance  of  GSK‐3  signaling  in  the  processes  that  determine 
muscle mass  (79,80), markers of protein  synthesis and degradation were assessed  in 
muscle  homogenates.  As  indicated  earlier,  Akt  activation  results  in  the 
phosphorylation and cytoplasmic  retention of  the FoXO  transcription  factors, and  is 
responsible  for  the  subsequent  attenuation  of  protein  breakdown.  Conversely, 
reduced  phosphorylation  of  FoXO,  consequent  to  diminished  Akt  activity,  may 
increase proteolysis  signaling, and hence muscle atrophy. Yet,  sustained pulmonary 
inflammation only appeared to marginally reduce p‐FoXO3a protein  levels, while the 
phosphorylation  status  of  FoXO1  remained  unaffected.  It  is  noteworthy  that 
suppression of GSK‐3 activity did not influence the phosphorylation of FoXO under any 
conditions. Of  note,  these moderate  effects  of  pulmonary  inflammation  and GSK‐3 
inhibition on  FoXO  corresponded  to  the unaltered phosphorylation  state of Akt;  its 
upstream  regulator.  However,  pulmonary  inflammation  tended  to  reduce  the 
phosphorylation of S6, indicative of decreased protein synthesis. Subsequent analysis 
of  other  protein  synthesis  signaling  markers,  downstream  of  Akt,  revealed  no 
demonstrable  effects  of  either  LPS  ‐or  SB216763‐treatment.  In  contrast,  several  in 
vivo studies established that LPS‐treatment resulted in suppressed protein synthesis in 
muscle (37,38). However, these pernicious effects on protein synthesis were measured 
in the acute phase, and a recent report by Tarabees et al. suggested that endotoxins 
only transiently decrease protein synthesis in skeletal muscle through Akt (76). 
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A limitation of this study was the fact that besides FoXO, no additional analyses on 
muscle  protein  breakdown  signaling  were  included.  Acute  loss  of  muscle  mass 
typically  relies  on  increased  proteolysis,  a  process  which  is  primarily  carried  out 
through the activation of the ATP‐dependent ubiquitin 26S‐proteasome system (UPS), 
and  largely  depends  on  the  rate‐limiting  E3  ubiquitin  ligases  atrogin‐1/MAFbx  and 
muscle RING finger 1 (MuRF1) (6,21,22). Due to limited reagent availability these targets 
could  not  be measured  in  guinea  pig muscle.  However,  in  spite  of  this  apparent 
analytical  restriction,  it  has  been  established  that  the  expression  levels  of  these 
executioners of muscle atrophy are  induced early  in  the atrophy process; generally 
preceding  the  onset  of muscle  loss  in  several  experimental models  (22,36,64,70).  In 
agreement with  this  line of  thought,  the marginal effects on  FoXO phosphorylation 
and expression,  following  repeated  LPS  challenge, may  correspond with  a  transient 
expression of its downstream executioners of proteolysis (65,82). Although our findings 
are not  in support of a major role of altered protein turnover  in the development of 
muscle  atrophy  in  this  chronic  model,  it  is  difficult  to  conclusively  rule  out  the 
contribution protein turnover. First of all, no actual measurements of muscle protein 
synthesis  and  degradation  were  conducted,  and  the  signaling  cues  of  protein 
turnover,  as  assessed  here,  may  not  always  correspond  with  changes  in  protein 
synthesis and degradation (2,25). Secondly, increased proteolysis has been reported in 
response  to  acute  pulmonary  inflammation  (17,39).  As  elevated muscle  breakdown 
signaling requires GSK‐3β activity (14,80), SB216763‐treatment may have prevented an 
initial decrease in muscle mass, which subsequently did not recover in the LPS control 
group despite the normalization of proteolysis signaling. 
 
Altogether,  despite  a  clear  role  for GSK‐3  in  the  processes  that  govern  protein 
turnover, our  findings  illustrate  that neither  chronic  LPS nor pharmacological GSK‐3 
inhibition  had  any  profound  effect  on  muscle  protein  synthesis  and  degradation 
signaling,  suggesting  that  the  sustained  muscle  atrophy  phenotype  was  not  the 
consequence  of  gross  alterations  in  protein  turnover.  Besides  protein  turnover, 
myonuclear  turnover  constitutes  another  cellular  mechanism  determining  muscle 
mass (23). The sustained nature of the muscle atrophy phenotype, may have involved 
impaired  regeneration  following  recovery  from  atrophy,  resulting  in  impaired 
restoration  of  muscle  mass.  Intriguingly,  pharmacological  and  physiological  GSK‐3 
inhibition was  recently  shown  to enhance myoblast  fusion and myotube  formation, 
ascribing  an  important  role  to  GSK‐3  in  the  process  of  myogenesis  (54,78).  In  the 
present  study, we made use of  the C2C12  cell  culture model  to  investigate whether 
GSK‐3  inhibition  could  prevent  impaired myogenesis  in  response  to  TNF‐α  and  the 
synthetic GC Dex.  Impaired myogenic  differentiation  in  response  to  TNF‐α  (42)  has 
been reported previously, and several lines of evidence, including our own work, have 
demonstrated  that,  besides  their  well‐described  role  as  inducers  of  muscle 
proteolysis,  GCs  can  also  cause  muscle  atrophy  by  inhibiting  several  aspects  of 
myogenesis (53,58,83).  
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In agreement with previous  findings, TNF‐α  significantly  impaired myogenesis  in 
cultured muscle  cells, whereas GSK‐3  inhibition  improved myogenic differentiation. 
Importantly,  pharmacological  GSK‐3  inhibition,  using  two  structurally  unrelated 
inhibitors, completely prevented reduced myogenesis in response to TNF‐α. Similarly, 
the  Dex‐induced  impairment  of  myogenesis  was  completely  blocked  by  GSK‐3 
inhibition using either LiCl or CHIR99021. Taken together, interference with myogenic 
differentiation,  as  a  direct  consequence  of  circulating  inflammatory  mediators  or 
secondary to increased GC levels, may have resulted in myofiber atrophy by impaired 
myogenesis,  whereas  this  process  was  sustained  by  GSK‐3  inhibition,  resulting  in 
preservation of muscle mass. 
 
Collectively, our data demonstrate  that  topical application of  the selective GSK‐3 
inhibitor SB216763  is  capable of preventing  skeletal muscle atrophy  in a guinea pig 
model of pulmonary inflammation. Pharmacological inhibition of GSK‐3 may therefore 
constitute  a  novel  therapeutic  strategy  in  the  treatment  of  chronic  inflammatory 
diseases characterized by skeletal muscle wasting. 
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Prologue 
Intrinsically, skeletal muscle is a highly plastic tissue, referring to its capacity to change 
in volume or mass, and composition. This ability to adapt is put into action in response 
to  a  plethora  of  stimuli  including  muscle  contractile  activity,  loading  conditions, 
substrate  supply  and  environmental  cues.  For  instance,  with  sustained  resistance 
exercise,  the muscle hypertrophies, whilst with  immobility or starvation,  the muscle 
atrophies (wastes). The mechanisms that govern muscle plasticity may be disturbed in 
patients  suffering  from  chronic  inflammatory  disease  such  as  chronic  obstructive 
pulmonary disease  (COPD),  resulting  in  impaired muscle growth,  re‐growth or even 
loss of skeletal muscle mass. 
 
Chronic  obstructive  pulmonary  disease  (COPD)  is  a  lung  disorder  which  is 
characterized by  largely  irreversible and progressive airflow obstruction,  resulting 
from  inflammation  and  airway  remodeling,  often  including  development  of 
emphysema. Dominant  symptoms are dyspnea, and  in about 40% of  the patients 
exercise  capacity  is  limited,  due  to  skeletal  muscle  weakness,  which  adversely 
affects  health‐related  quality  of  life.  Advanced  disease  stage  is  characterized  by 
frequent  episodes  of  acute worsening of  symptoms  referred  to  as  exacerbations. 
These  acute  exacerbations  accelerate  disease  progression  and  negatively  affect 
survival, and therefore warrant additional medical therapy. Although the lung is the 
primary diseased organ, COPD is increasingly recognized as a systemic disease, due 
to  its  clinically  significant  extrapulmonary  manifestations.  Muscle  wasting  is  a 
systemic degenerative manifestation in COPD and the prevalence of muscle atrophy 
is  relatively  high,  affecting  roughly  20  ‐  40%  of  COPD  patients,  depending  on 
definition  and  disease  stage. Muscle wasting  not  only  contributes  to  diminished 
muscle function, reduced exercise capacity and decreased health status, but is also 
a determinant of mortality  in COPD  independent of airflow obstruction. A plethora 
of factors have been suggested to contribute to changes in skeletal muscle structure 
and function  in COPD. Putative triggers of muscle wasting  in COPD  include disuse, 
hypoxemia, malnutrition,  inflammation and endogenous as well as  synthetic GCs. 
These  may  be  a  direct  consequence  of  the  diseased  lung,  e.g.  hypoxemia  and 
pulmonary  inflammation,  or  may  concern  physiological  and  behavioral  mal‐
adaptations, e.g. disuse and malnutrition. During acute exacerbations these factors 
converge  and,  together  with  synthetic  GCs, may  synergize  to  accelerate muscle 
wasting. 
 
Clearly,  as  illustrated  in  the  text  box  for  COPD,  combating muscle wasting will 
benefit  the  patient  by  improving  quality  of  life  and  also  the  chance  of  survival,  as 
muscle atrophy is an independent predictor of mortality in chronic disease (144). One 
notable facet of skeletal muscle plasticity  is the existence of signaling molecules that 
act as molecular switchboards which coordinate and transduce a vast array of stimuli 
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into specific  transcriptional adaptations  that evoke changes  in muscle mass  (50, 134). 
Glycogen synthase kinase‐3β  (GSK‐3β) was originally discovered  in muscle as one of 
the  kinases  responsible  for  phosphorylation  and  inactivation  of  its  namesake 
substrate glycogen synthase (GS) (43, 130). However, at present, GSK‐3β is known to be 
ubiquitously expressed throughout the body, involved in a plethora of metabolic and 
cellular  signaling  pathways  including  glycogen  accumulation,  regulation  of  mRNA 
translation, and  transcriptional modulation  (25,  33,  51). The overall aim of  this  thesis 
was to explore the role of GSK‐3β in the molecular mechanisms that underlie skeletal 
muscle atrophy, in particular the role of GSK‐3β in the regulatory processes of skeletal 
muscle protein turnover during the active muscle wasting process. 
Main findings 
Muscle  protein  turnover  is  determined  by  the  balance  between  protein  synthesis 
(anabolism) and degradation (catabolism). Phosphorylation and subsequent activation 
of Akt via the prototypical phosphatidylinositol 3‐kinase (PI‐3K)/Akt pathway has been 
considered as the nodal point at which the anti‐catabolic and pro‐anabolic actions of 
insulin‐like  growth  factor  1  (IGF‐I)  and  insulin  are  integrated  (56,  97).  Diminished 
protein content associated with skeletal muscle atrophy is the result of an imbalance 
between muscle protein synthesis and degradation, in favor of the latter (55, 80, 126). 
 
In addition  to disease  specific  triggers,  including e.g. pulmonary  inflammation  in 
COPD,  fasting,  disuse  and  aging  may  also  cause  erosion  of  lean  muscle  mass  or 
contribute  to  the muscle wasting process  in chronic diseases  (56,  79). Many of  these 
conditions  are  associated  with  pronounced  and  sustained  elevations  in  circulating 
glucocorticoids  (GCs)  and  diminished  IGF‐I/Akt  signaling  (56,  70,  99,  176). Moreover, 
physiological  levels of endogenous GCs are  required  for  the development of muscle 
atrophy  in several experimental models  (76, 138). Enhanced muscle proteolysis during 
muscle atrophy  involves activation of  the ATP‐dependent ubiquitin 26S‐proteasome 
system  (UPS),  the autophagy‐lysosomal pathway  (ALP), and  the calpain and caspase 
systems (56, 79, 135, 136). Besides stimulating skeletal muscle hypertrophy, activation of 
the  IGF‐I/Akt pathway may also dominantly  inhibit muscle atrophy signaling  (132, 138, 
159).  In  fact,  muscle‐specific  overexpression  of  IGF‐I  has  been  consistently 
demonstrated to block atrophy in numerous models of muscle wasting (13, 14, 140, 145, 
156). However, contrary to the well‐defined opposing role of Akt in atrophy signaling, 
the question on how GCs exactly induce muscle wasting remains largely unaddressed. 
In  addition,  it  is  currently unclear how  IGF‐I/Akt  signaling  counteracts  the  catabolic 
effects of GCs. GSK‐3β is a direct downstream target of Akt, and has previously been 
shown to be  involved  in skeletal muscle protein degradation  (45, 46, 101). To ascertain 
whether GSK‐3β could constitute a possible link between IGF‐I/Akt and GC signaling in 
muscle,  the  contribution  of  GSK‐3β  in  the  regulation  of  muscle  proteolysis  and 
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atrophy induced by GCs or impaired IGF‐I/Akt signaling was established in chapter 3. 
We  found  that genetic ablation of GSK‐3β  in C2C12 myotubes, using small  interfering 
RNA (siRNA), suppressed both basal and atrophy stimulus‐induced transcript levels of 
the UPS‐related atrogin‐1 and MuRF1 genes. Furthermore, loss of endogenous GSK‐3β 
expression resulted in specific sparing of myosin heavy chain fast (MyHC‐f) and myosin 
light  chains  1  (MyLC‐1)  and  ‐3  (MyLC‐3)  protein  abundance  and  myotube  size  in 
response  to  synthetic  GC‐treatment  (dexamethasone,  hereinafter  termed  Dex),  or 
impaired  IGF‐I/Akt  signaling  (LY294002).  In  contrast  to  their dependency on GSK‐3β 
expression,  induction  of  atrogin‐1  and MuRF1 mRNA  transcript  levels  differentially 
relied  on  GSK‐3β  activity,  as  enzymatic  GSK‐3β  inhibition,  using  either  LiCl  or 
CHIR99021,  only  attenuated  atrophy  stimulus‐induced  atrogin‐1  expression,  while 
MuRF1 expression levels remained unaffected (167). In conclusion, the present findings 
reveal for the first time that the loss of endogenous GSK‐3β protein results in specific 
sparing of myofibrillar proteins and myotube size during atrophy. As such, the results 
described  in chapter 3 attribute a pivotal role to GSK‐3β in the regulation of skeletal 
muscle atrophy. 
 
In  chapter 4, we  confirmed  the dependency of  atrogene  expression on GSK‐3β, 
and  gained  further  insight  into  the  in  vivo  role  of  GSK‐3β  in  GC‐induced  skeletal 
muscle  atrophy.  Using  muscle‐specific  GSK‐3β  knockout  mice  (MGSK‐3β  KO)  we 
evaluated the direct contribution of GSK‐3β in two different models of GC‐associated 
muscle wasting, i.e. fasting as endogenous model, and synthetic GC administration as 
exogenous model. We demonstrated that skeletal muscle‐restricted deletion of GSK‐
3β prevented  starvation‐induced  loss of muscle mass, and  inhibited  skeletal muscle 
atrophy  following  chronic  Dex‐treatment.  However,  despite  complete  inhibition  of 
muscle wasting  in response to nutritional deprivation, the  induction of atrogin‐1 and 
MuRF1 was  decreased,  but  not  completely  abrogated,  in  GSK‐3β‐deficient muscle. 
Fasting  also  significantly upregulated  an ALP‐related  transcriptional program, which 
was  partially  dependent  on  GSK‐3β.  Here  too,  increases  in microtubule‐associated 
proteins  1A/1B  light  chain  3B  (LC3b)  and  Bcl‐2  and  19  kDa  interacting‐protein  3 
(Bnip3)  transcript  levels  were  attenuated,  but  not  completely  inhibited,  whereas 
GABA  receptor‐associated  protein  1  (Gabarapl1)  expression  appeared  completely 
refractory to  loss of muscle GSK‐3β. Forkhead Box O (FoXO) transcription factors act 
as  critical  liaison  molecules  coordinately  regulating  the  expression  of  both  ALP‐
related, as well as UPS‐associated transcriptional programs in muscle (109, 110, 138, 159, 
182,  183).  Starvation  resulted  in markedly  upregulated  FoXO1  and  ‐3a mRNA  levels, 
which were both  attenuated  in  absence of GSK‐3β. GCs  regulate  the  expression of 
UPS‐related genes including FoXO in both cell culture and in vivo (24, 132, 167, 170), and 
several  studies  have  indicated  that  GR‐dependent  signaling  is  required  for  the 
induction of atrogin‐1 and MuRF1 (170, 178, 184). Our data corroborated these findings, 
as  Dex‐induced  expression  of MuRF1 was  blocked  in  glucocorticoid  receptor  (GR)‐
deficient muscle. Genetic deletion of  the GR demonstrated  that  intact GC‐signaling 
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was  required  for  the  induction  of  proteolytic  ‐and  GC‐sensitive  gene  expression 
following Dex‐treatment. These data were mirrored by similar observations made  in 
the MGSK‐3β KO study in response to fasting. As indicated, muscle‐specific deletion of 
GSK‐3β conferred resistance to Dex‐induced muscle atrophy, suggesting that blocked 
muscle  atrophy  and  associated  atrogene  expression,  in  response  to  fasting  truly 
reflected a requirement  for GSK‐3β  in  the regulation of GC‐induced muscle wasting. 
Remarkably, despite a clear phenotype, the protective effect of muscle‐specific GSK‐
3β‐deficiency  was  not  evident  from  UPS‐related  mRNA  expression  analyses,  since 
subcutaneous  (sc)  Dex  administration  failed  to  induce  sustained  proteolytic  gene 
expression. Nonetheless, the striking similarities between the MGSK‐3β KO and MGR 
KO studies with regard to GC‐sensitive gene expression, and the dependency of FoXO 
on  GSK‐3β  and  downstream  UPS  ‐and  ALP‐related  transcriptional  programs,  were 
suggestive  of  a  GSK‐3β  ‐  GR  signaling mechanism  operating  upstream  of  FoXO.  In 
conclusion,  the  findings presented  in  chapter 4  show  for  the  first  time  that  loss of 
muscle GSK‐3β  expression  in  vivo  prevents  skeletal muscle  atrophy  in  response  to 
starvation or  synthetic GC‐treatment. Furthermore,  this study was  the  first  to  show 
that UPS ‐and ALP‐related transcriptional programs and GC‐sensitive gene expression 
are dependent on GSK‐3β in vivo. 
 
The possibility of a GSK‐3β ‐ GR  interaction during GC‐associated muscle atrophy 
was further  investigated  in chapter 5  in a model of  lipopolysaccharide (LPS)‐induced 
pulmonary  inflammation,  which  was  accompanied  by  increases  in  circulating  GCs 
(corticosterone). Interestingly, skeletal muscle‐restricted depletion of GSK‐3β and the 
GR  conveyed  resistance  to  pulmonary  inflammation‐induced  muscle  atrophy  and 
proteolytic  signaling.  Pulmonary  inflammation  resulted  in  markedly  upregulated 
FoXO1 and ‐3a mRNA and protein levels in muscle, which were dependent on GR and 
GSK‐3β expression. We postulated  that FoXO was a direct GR  target gene, and  that 
the observed reductions in UPS ‐and ALP‐related gene expression in the MGSK‐3β KO 
and MGR KO studies were  likely the result of decreased nuclear FoXO accumulation, 
consequent  to  reduced  FoXO  expression.  Concretely,  FoXO  expression  was  GR‐
dependent while GSK‐3β operated upstream of  the GR, regulating  its  transcriptional 
activity.  The  current paradigm of  FoXO  activation,  i.e.  the  canonical mode of  FoXO 
activation,  entails  its  dephosphorylation,  resulting  in  nuclear  translocation,  and 
subsequent  regulation of atrogene expression  (138,  159). Here, we proposed a novel 
GSK‐3β  ‐ GR‐mediated  signaling axis controlling FoXO‐dependent UPS and ALP gene 
expression  by  regulation  of  de  novo  FoXO  expression,  capable  of  overruling  FoXO 
phosphorylation and nuclear exclusion mechanisms, and therefore referred to as non‐
canonical regulation of FoXO. In addition to introducing a novel GSK‐3β ‐ GR signaling 
axis regulating FoXO expression, the results  in chapter 5 also show for the first time 
that  genetic deletion of  either GSK‐3β or  the GR  results  in  sparing of muscle mass 
following acute pulmonary inflammation.  
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In  chapter 6,  the potential  therapeutic  effects of  enzymatic GSK‐3  inhibition on 
muscle  wasting  was  assessed  in  a  guinea  pig  model  of  LPS‐induced  pulmonary 
inflammation, using the selective GSK‐3 inhibitor SB216763. Topical application of this 
GSK‐3  inhibitor  did  not  affect  pulmonary  inflammation,  but  inhibited  peripheral 
muscle  atrophy.  Our  findings  illustrated  that  neither  chronic  LPS‐treatment,  nor 
pharmacological GSK‐3 inhibition had any profound effect on muscle protein synthesis 
and degradation  signaling,  suggesting  that  the  sustained muscle atrophy phenotype 
was  not  the  consequence  of  gross  alterations  in  protein  turnover.  Instead,  GSK‐3 
inhibition  may  have  involved  improved  regeneration,  supporting  muscle  mass 
recovery  following  initial  muscle  atrophy,  which  was  impaired  in  vehicle‐treated 
animals  characterized  by  sustained muscle  atrophy.  Although  the  possibility  of  an 
early  SB216763‐mediated  decrease  in  proteolytic  signaling  cannot  be  excluded, 
experiments  in  cultured  C2C12  cells  showed  that  pharmacological  GSK‐3  inhibition 
prevented  reduced myogenesis  in  response  to  tumor  necrosis  factor‐α  (TNF‐α)  and 
GCs.  Thus,  interference with myogenic  differentiation,  as  a  direct  consequence  of 
circulating  inflammatory mediators  or  secondary  to  increased GC  levels, may  have 
resulted  in  myofiber  atrophy  by  impaired  myogenesis,  whereas  this  process  was 
sustained  by  GSK‐3  inhibition,  resulting  in  preservation  of  muscle  mass.  To  our 
knowledge the data described in chapter 6 demonstrates for the first time that topical 
application  of  the  selective GSK‐3  inhibitor  SB216763  is  able  to  prevent  or  reverse 
skeletal  muscle  atrophy  in  vivo,  suggesting  that  pharmacological  GSK‐3  inhibition 
could  constitute  a  novel  therapeutic  strategy  in  the  treatment  of  chronic 
inflammatory diseases characterized by skeletal muscle wasting. 
Main conclusions 
Regulation of skeletal muscle mass plasticity: GSK‐3β steps 
into the limelight 
The role of GSK‐3β in muscle protein synthesis 
As  indicated earlier, muscle protein  turnover  is determined by the balance between 
protein  synthesis  (anabolism)  and  degradation  (catabolism).  A  shift  in  favor  of 
synthesis over degradation will  result  in muscle hypertrophy and,  conversely, when 
muscle protein degradation exceeds depressed or even  increased protein  synthesis, 
muscle  atrophy  may  ensue.  Protein  synthesis  is  a  tightly  controlled  process  that 
requires  orderly  recruitment  and  functioning  of  a  plethora  of  signaling molecules. 
Initiation of mRNA  translation  is one of  the  rate‐limiting  steps of protein  synthesis, 
and many  regulatory pathways of protein  synthesis converge at  this  level,  including 
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the IGF‐I/Akt/mammalian target of rapamycin (mTOR) and IGF‐I/Akt/GSK‐3β signaling 
pathways (19, 83). 
 
Protein  translation  initiation  is  essentially  controlled  by  eukaryotic  initiation 
factors  (eIFs), whose activity  is regulated by growth  factor  (e.g.  IGF‐I) and hormonal 
(e.g. insulin) signaling cascades. Reduced anabolic signaling activates GSK‐3β, which is 
responsible for an inhibitory phosphorylation on eIF2Bε, resulting in a decrease in the 
initiation of protein synthesis (81, 173, 174). Conversely, pro‐anabolic signaling activates 
Akt which,  in turn, stimulates the raptor‐mTOR complex 1  (mTORC1), and  in parallel 
inactivates GSK‐3β through phosphorylation of Ser9  (69).  Inhibition of GSK‐3β activity 
leads  to  decreases  in  the  phosphorylation  state  of  eIF2Bε, which  facilitates mRNA 
translation initiation. Further, the IGF‐I/insulin‐induced activation of mTORC1 through 
Akt  leads  to phosphorylation of  its downstream  targets p70S6  kinase  (p70S6K)  and 
eIF4E‐binding protein 1 (4E‐BP1), which contribute to stimulation of protein synthesis 
by enhancing  mRNA translation capacity and mRNA translation initiation via eIF4F. In 
turn,  activated  p70S6K  and  its  downstream  target  S6  may  inactivate  GSK‐3β, 
independently  of Akt  (10,  181). Moreover,  in  the  absence  of  growth  factor  signaling 
activated  GSK‐3β  can  cooperate  with  adenosine  monophosphate‐activated  protein 
kinase  (AMPK)  to  negatively  regulate mTORC1  by  activating  the mTORC1  inhibitor 
tuberous  sclerosis  protein  2  (TSC2)  (78).  Similarly,  activated  GSK‐3β  can  hinder  Akt 
signaling by destabilizing the insulin receptor substrate 1 (IRS‐1), an essential adaptor 
molecule  for  PI‐3K,  which  is  required  for  the  relay  of  Akt  activating  signals 
downstream of  the  IGF‐I/insulin  receptor  (IGF‐IR)  (IR)  (40,  104,  169). Recently, a novel 
interaction  between  GSK‐3β  and  the  IGF‐IR  was  described,  revealing  that  IGF‐IR 
phosphorylation at Ser1248 was mediated by GSK‐3β in the absence of growth factors, 
resulting in restrained IGF‐IR kinase activity (85). 
 
These  above‐mentioned  studies  have  essentially  uncovered  intricate  cross‐talk 
between  the  IGF‐I/Akt/mTORC1  and  IGF‐I/Akt/GSK‐3β  sub‐pathways  of  protein 
synthesis  regulation,  in which GSK‐3β  appears  to  play  a  central  role.  For  instance, 
besides regulation via IGF‐I and insulin signaling through Akt, GSK‐3β activity may also 
be subject to direct nutrient‐dependent regulation via mTORC1 (86), independently of 
Akt.  Furthermore,  activation  of  GSK‐3β,  consequent  to  reduced  Akt  activity,  may 
further decrease PI‐3K/Akt signaling through a negative feedback loop (Figure 7.1).  
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Figure 7.1  GSK‐3β: a central regulator of muscle plasticity: focus on muscle protein turnover 
                                                                     ‐ 
     Non‐canonical FoXO regulation by a GSK‐3β ‐ GR signaling axis: a new paradigm 
 
A  schematic  representation  of  the  role  of  GSK‐3β  in  the  cellular  signaling  pathways  that 
govern  skeletal  muscle  protein  turnover.  The  dotted  lines  represent  novelty  findings 
established within  the confines of  this dissertation. Anabolic  factors  such as  insulin or  IGF‐I 
stimulate  PI‐3K  signaling  which  results  in  activation  of  Akt.  Phosphorylated  Akt,  in  turn, 
inactivates GSK‐3β and  in parallel stimulates mTORC1 signaling,  leading to enhanced protein 
translation  initiation  and  capacity,  and  thus,  protein  synthesis.  Besides  steering  anabolic 
signaling,  phosphorylated  Akt  may  also  regulate  cytoplasmic  sequestration  of  FoXO 
transcription  factors  (canonical  FoXO  regulation),  resulting  in  a  decrease  in  proteolysis 
signaling  by  downregulating  ubiquitin  26S‐proteasome  system  (UPS)  and  the  autophagy‐
lysosomal pathway (ALP)‐dependent muscle protein breakdown. Conversely, under catabolic 
conditions (which may include glucocorticoid (GC) signaling) Akt activity is perturbed. GCs may 
decrease  Akt  signaling  via  genomic  or  non‐genomic  actions  of  the  glucocorticoid  receptor 
(GR).  Inhibition of  IGF‐I/Akt  signaling  results  in activation of GSK‐3β. Activated GSK‐3β may 
control GR transactivation, thereby affecting GC‐sensitive gene expression, including FoXO. De 
novo synthesis of FoXO (non‐canonical FoXO regulation) via the GSK‐3β ‐ GR signaling axis can 
override  Akt‐mediated  nuclear  FoXO  exclusion mechanisms  and  determine  UPS  ‐and  ALP‐
related gene expression. Next  to direct control of FoXO expression via  the GR, GSK‐3β may 
also  affect  muscle  protein  turnover  indirectly  via  a  set  of  GC‐sensitive  genes  (KLF‐15, 
myostatin, REDD1; not shown here) or ATF‐4 (not shown here). 
 
In  chapter 5,  the  consequences of  loss of muscle GSK‐3β expression on protein 
synthesis  signaling were  investigated  in meticulous  detail.  Inhibition  of GSK‐3β,  by 
both  pharmacological  and  genetic  approaches,  consistently  resulted  in  reduced  p‐
eIF2Bε  levels.  As  indicated,  decreases  in  the  phosphorylation  state  of  eIF2Bε  are 
indicative of increased mRNA translation initiation. However, a net increase in protein 
synthesis not only  relies on enhanced eIF2B activity, consequent  to  reduced eIF2Bε 
phosphorylation, but  is also dependent on  the unhindered  functioning of  the eIF4F 
translation initiation complex, of which eIF4E is a rate‐limiting member (108). As such, 
protein synthesis is essentially controlled by two sub‐pathways, the Akt/GSK‐3β/eIF2B 
and  Akt/mTORC1/eIF4E  signaling  cascades,  respectively,  both  of  which  are 
indispensable  for protein  translation  initiation.  Therefore,  general protein  synthesis 
was  likely not  restored  in absence of GSK‐3β, as our data  confirmed  the previously 
established segregation of both protein synthesis signaling sub‐pathways. Concretely, 
while  the  IGF‐I/Akt/GSK‐3β  signaling  cascade  appeared  permissive  for  increased 
protein synthesis, the  IGF‐I/Akt/mTORC1 sub‐pathway clearly did not.  In response to 
acute  pulmonary  inflammation,  we  noted  explicit  genotype‐independent 
hypophosphorylation  and  increases  in  the  expression  of  4E‐BP1,  which  binds  and 
inhibits eIF4E, the rate‐limiting factor of cap‐dependent of RNA translational initiation. 
Sustained  inhibition  of  eIF4E would  inevitably  result  in  reduced  protein  synthesis, 
despite  an  overall  increase  in  eIF2B  activity  in  absence  of GSK‐3β.  In  contrast,  the 
phosphorylation  state  of  4E‐BP1, measured  in  chapter  4,  was  increased  following 
prolonged Dex‐treatment, implying that in a more chronic atrophy setting blockade of 
mRNA  translation  initiation may  be  lifted.  This  delay  or  lag  time  in  restoration  of 
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protein synthesis signaling between both sub‐pathways may have signified a turning 
point  in  the  regulation  of  protein  synthesis,  and  by  extension  proteolysis  signaling 
(vide infra), following an acute catabolic insult, i.e. pulmonary inflammation. In light of 
the  above,  it  is  tempting  to  speculate  that  the  first  step  in  restoration  of  protein 
synthesis, during  recovery  from atrophy,  involves activation of  the  IGF‐I/Akt/GSK‐3β 
signaling cascade (chapter 5). In a later stage (chronic atrophy setting), this is followed 
by  relief  of  translational  repression  via  enhanced  activity  of  the  IGF‐I/Akt/mTORC1 
sub‐pathway (chapter 4). Not only will stringent control of GSK‐3β activity during the 
early  stages  of  recovery  from  atrophy  allow  for  restoration  of  protein  synthesis 
signaling, tight control of GSK‐3β activity will also assure suppression of GR‐dependent 
proteolysis  signaling.  In other words, Akt‐induced  inhibition of GSK‐3β  following  an 
acute  catabolic  insult may  signify  the  first  step  in  inhibiting muscle  proteolysis  by 
blocking the GSK‐3β ‐ GR‐mediated signaling axis (vide infra). 
 
Nevertheless, in view of the complete rescue of the muscle atrophy phenotype in 
the MGSK‐3β and MGR KO studies, despite  impaired protein synthesis signaling, any 
reductions in the rate of protein synthesis ‐ if any ‐ did not likely contribute to muscle 
atrophy  (chapter  5).  Enhanced  expression  of  regulated  in  development  and  DNA 
damage  responses 1  (REDD1) was shown  to result  in  inhibition of mTORC1 signaling 
via TSC1/2  (42, 84, 155, 179).  In our  studies,  the  induction of REDD1 was prevented  in 
absence of GSK‐3β and GR expression in muscle, but it did not result in restoration of 
mTORC1 signaling. This suggests that distinct triggers, such as inflammation, may lie at 
the  basis  of  the  apparent  inconsistency  between  REDD1  expression  and  mTORC1 
activity.  Sepsis  ‐or  endotoxin‐induced  decreases  in  translation  initiation  may  be 
mediated by inflammatory cytokines such as TNF‐α (92, 93), and occur independently of 
REDD1  in GSK‐3β ‐and GR‐deficient muscle  in response to LPS. Similarly, Krüppel‐like 
factor 15 (KLF‐15) may negatively affect mTORC1 activity indirectly (150), by enhancing 
branched‐chain  amino  acid  transaminase  2  (BCAT2)  expression  resulting  in 
subsequent catabolism of branched chain amino acids (BCAAs) (73, 77, 150). BCAAs are 
poorly metabolized in the initial phase of the postprandial period, and are therefore in 
a unique position among amino acids  to act as nutrient  signals,  influencing protein 
synthesis, degradation and insulin secretion (27, 72, 148). Recent evidence suggests that 
elevating  blood  BCAA  levels  is  sufficient  to  relieve  the  catabolic  effects  of  LPS  on 
skeletal muscle protein synthesis by stimulating mTORC1 activity (95). 
 
In  addition  to  REDD1  and  KLF‐15, myostatin  expression was  also  dependent  on 
GSK‐3β.  Myostatin  may  contribute  to  protein  synthesis  by  negatively  affecting 
Akt/mTORC1  signaling  (7,  172). However, despite  the  apparent dependency of  these 
genes on GSK‐3β, our results provided no evidence for restoration of protein synthesis 
signaling in absence of GSK‐3β in response to pulmonary inflammation (chapter 5). In 
conclusion, despite evidence  suggesting  that GSK‐3β plays a broader  role  in protein 
synthesis  by  regulating  translation  initiation,  its  function  appears  to  be  limited  to 
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negative  regulation of eIF2B activity  in  skeletal muscle under atrophy  conditions as 
investigated  here.  Our  data  clearly  indicate  that  any  alterations  in  the  IGF‐
I/Akt/mTORC1  sub‐pathway  occurred  independently  of  GSK‐3β.  Therefore,  skeletal 
muscle‐restricted deletion of GSK‐3β  in  itself  is not decisive  in tipping the balance of 
protein synthesis.  
The role of GSK‐3β in muscle proteolysis signaling 
GSK‐3β‐dependent prevention of skeletal muscle atrophy as observed  in our  in vitro 
(chapter 3) and in vivo studies (chapter 4, chapter 5 and chapter 6) likely reflected a 
role  of  GSK‐3β  in mediating  skeletal muscle  protein  breakdown.  In  chapter  5, we 
postulated that a GSK‐3β ‐ GR‐mediated signaling axis controls FoXO‐dependent UPS ‐
and  ALP  gene  expression  by  controlling  de  novo  FoXO  expression.  Increased  FoXO 
expression  was  capable  of  overriding  Akt‐mediated  nuclear  exclusion  of  FoXO, 
suggestive of a second, non‐canonical mode of  regulation of FoXO‐mediated control 
of GC‐mediated muscle atrophy, operating independently of FoXO regulation through 
phosphorylation. Our data were  in support of a potential regulatory role  for GSK‐3β 
within the nucleus, influencing the transcriptional activity of the GR without affecting 
its  nuclear  localization.  Next  to  Dex‐induced  nuclear  accumulation  of  GSK‐3β,  a 
concomitant  reduction  in  the  phosphorylation  state  of  nuclear GSK‐3β  at  Ser9 was 
indicative of elevated enzymatic activity, and therefore suggested that GSK‐3β kinase 
activity  may  have  played  a  role  in  the  modulatory  effects  on  GR‐dependent 
transcriptional  regulation. As phosphorylation of GSK‐3β at Ser9  is mediated by Akt, 
decreased nuclear GSK‐3β phosphorylation may have  reflected  reduced Akt activity, 
possibly brought  about by non‐genomic GR  actions  inhibiting  PI‐3K/Akt  signaling  in 
response to Dex  (76).  In addition to facilitating de novo FoXO expression, presumably 
by  enhancing  nuclear  GSK‐3β  activity  (chapter  5),  decreased  Akt  activity  will  also 
result  in  nuclear  accumulation  of  existing  FoXO  transcription  factors.  As  such, 
activated insulin/IGF‐I signaling may act at two levels to inhibit FoXO‐dependent gene 
expression. First, Akt‐mediated phosphorylation prevents nuclear accretion of FoXO 
(canonical), and secondly, GSK‐3β  inactivation by Akt may decrease GR‐driven FoXO 
expression (non‐canonical) (Figure 7.1). 
 
Besides  FoXO,  other GR‐dependent  genes  investigated  in  this  thesis  have  been 
implicated in processes related to muscle protein turnover and protein metabolism. In 
addition  to  direct  genomic  GR  actions,  FoXO  expression  may  also  be  subject  to 
indirect genomic effects (150). The transcription factor KLF‐15 was identified as a direct 
GR  target  gene  which  subsequently  induced  FoXO  mRNA  expression,  thereby 
contributing to the transcription of atrogin‐1 and MuRF1 (150). As KLF‐15 induction in 
muscle was dependent on GSK‐3β,  reduced KLF‐15 expression may have, at  least  in 
part, contributed to decreases in atrogin‐1 and MuRF1 transcript levels in absence of 
GSK‐3β. Furthermore, FoXO1 was demonstrated  to mediate myostatin expression  in 
conjunction with Smad transcription  factors  (6).  In turn, overexpression of myostatin 
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promotes  FoXO1  expression,  and  results  in  increased  expression  of  atrogin‐1  and 
MuRF1,  implying  a  functional  relationship  between  myostatin  signaling  and  the 
regulation  of  the  UPS  (114).  Beyond  a  direct  role  in  muscle  proteolysis  signaling 
through FoXO, the GSK‐3β ‐ GR signaling axis adds an additional layer of complexity to 
skeletal  muscle  protein  turnover  regulation,  through  indirect  control  of  muscle 
protein  synthesis  and  degradation  by  regulating  REDD1,  KLF‐15  and  myostatin 
expression  in  response  to GCs.  In analogy  to Akt, GSK‐3β  thus  constitutes a  central 
signaling  molecule  coordinately  regulating  contractile  protein  degradation  and 
synthesis (Figure 7.1). 
 
As discussed in chapter 2, the proteasome (UPS) cannot degrade intact myofibrils, 
so the first step in the degradation of myofibrillar proteins during atrophy requires the 
release  of  myofilaments  from  the  sarcomere,  which  can  then  be  subsequently 
targeted  for  UPS‐mediated  destruction.  This  early  “upstream”  dissociation  of  the 
myofibril  relies  on  the  calpain  and  caspase  systems  (35,  57).  One  of  the  striking 
observations  in this dissertation was the complete prevention of muscle mass  loss  in 
absence  of  GSK‐3β  following  nutrient  deprivation  (chapter  4)  or  acute  pulmonary 
inflammation  (chapter 5), despite a significant residual  increase  in atrogin‐1, MuRF1 
and ALP‐related  transcript  levels. This  implies  that, next  to  a  role  in UPS  ‐and ALP‐
mediated  protein  degradation,  GSK‐3β  may  also  be  inextricably  involved  in  other 
cellular mechanisms that control muscle mass, independently of FoXO. Previous work 
by  the  group of Hasselgren demonstrated  that  the  calpain  inhibitors  calpeptin  and 
BN82270 inhibited sepsis‐induced muscle proteolysis, without reducing atrogin‐1 and 
MuRF1 mRNA levels (48). Our findings suggest that the complete prevention of muscle 
atrophy  in  absence  of muscle  GSK‐3β  expression might  have  signified  a  direct  or 
indirect  role  for  GSK‐3β  in  mediating  caspase  ‐or  calpain‐dependent  muscle 
proteolysis.  Interestingly,  calpain  activation  was  found  to  be  associated  with 
attenuated Akt signaling, which in turn resulted in increased GSK‐3β and FoXO activity 
(153, 154). Moreover, in a recent study by Ebert et al. growth arrest and DNA damage‐
inducible 45a (Gadd45a) was identified as a critical mediator of muscle atrophy, as  it 
stimulated  autophagy  and  caspase‐mediated  proteolysis  (38).  Specifically,  following 
acute stresses such as fasting and muscle disuse, Gadd45a translocates to the nucleus 
where  it alters myonuclear morphology and  induces widespread changes  in skeletal 
muscle mRNA expression  (38).  In this study,  increased caspase‐3 activity, consequent 
to Gadd45a overexpression, was associated with enhanced GSK‐3β activity  (38). The 
concurrent  activation  of GSK‐3β  and  caspase‐3 may  have  concerned more  than  an 
association,  in particular given previous studies demonstrating a causal role for GSK‐
3β  in  caspase  activation  (17,  87,  88).  Could  a  similar  line  of  reasoning  hold  true  for 
calpain activation,  i.e.  implying  that  increased GSK‐3β activity could cause enhanced 
calpain‐mediated muscle  degradation?  Very  recent  evidence  indeed  indicated  that 
independent  inhibition  of  calpain  or  caspase‐3  prevented  disuse  muscle  atrophy. 
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Furthermore,  inhibition  of  calpain  activity  also  prevented  caspase‐3  activation  and 
vice versa, suggesting a regulatory cross‐talk between these proteases (161). 
 
Gadd45a was  identified  through  an  unbiased  search  for  potential  downstream 
mediators  of  the  stress‐inducible,  pro‐atrophy  transcription  factor  activating 
transcription  factor  4  (ATF‐4)  (38,  39),  whose  expression  had  been  associated  with 
muscle atrophy in response to fasting, denervation, diabetes, cancer and renal failure 
(98,  131).  Interestingly, pilot data by our group demonstrated  that during pulmonary 
inflammation‐induced muscle atrophy, the  induction of ATF‐4 mRNA expression was 
dependent on GSK‐3β (Figure 7.2). It tempting to suggest that, as Gadd45a expression 
requires ATF‐4, GSK‐3β may play a pivotal regulatory role upstream of ATF‐4 thereby 
determining Gadd45a and, by extension, caspase‐3 activation during muscle wasting. 
Of note,  several  lines of  evidence have postulated  that  the UPS  and  cysteine  (Cys) 
proteases  (i.e.  calpains  and  caspases)  engage  in  intricate molecular  cross‐talk.  For 
example, caspase‐3 activation  stimulated proteasome activity  (UPS)  (102)  in cultured 
muscle  cells  (168), which  resulted  in  a  feed‐forward  amplification of muscle protein 
degradation in concert with the UPS (168). Consequently, it is tempting to suggest that 
GSK‐3β  governs  an  additional  level  of  cross‐talk  between  the  UPS,  ALP  and  Cys 
proteases,  as  increased  GSK‐3β  activity  could  either  directly  or  indirectly  relay 
signaling cues to stimulate caspase and calpain‐mediated dissociation of the myofibril, 
while  simultaneously  regulating  atrogin‐1, MuRF1  and ALP‐related  gene  expression 
through transcriptional control of the GR. GR‐driven transcriptional cascades provide 
integrated cues toward muscle breakdown and coordinated nutrient supply to other 
organs. Transcriptional upregulation of glutamate‐ammonia  ligase  (Glul)  is essential 
for  increased  biosynthesis  of  glutamine  to  support  hepatic  gluconeogenesis  during 
muscle wasting (18). Gene expression analyses in chapter 5 revealed that increases in 
Glul  transcript  levels were blocked  in GSK‐3β  ‐and GR‐deficient muscle, which may 
have  prevented  impaired  amino  acid  secretion  by  skeletal  muscle.  Subsequent 
intracellular  accumulation  of  amino  acids  could  have  initiated  a  negative  feedback 
signal halting further proteolysis. 
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Figure 7.2  Pulmonary inflammation‐induced induction of ATF‐4 mRNA expression requires GSK‐3β.  
  MGSK‐3β KO and WT control mice were subjected  to  IT‐LPS or vc  for 48 h, after which  the 
mRNA  transcript  levels  of  the  transcription  factor  ATF‐4  were  assessed.  All  data  shown 
represent means ± SEM, n=6 animals per group. ** p<0.01 compared with the vc‐treated WT 
control group; # p<0.05 refers to a difference between indicated conditions. 
 
Similar  to  the  observations  made  in  the  MGSK‐3β  KO  studies  (chapter  4  and 
chapter 5), skeletal muscle mass  loss was also completely prevented  in GR‐deficient 
muscle in response to acute pulmonary inflammation (chapter 5). However, there was 
a notable difference between both muscle‐specific knockout models with  regard  to 
proteolysis signaling. As  indicated, complete  inhibition of muscle atrophy  in GSK‐3β‐
deficient muscle was accompanied by residual proteolytic signaling, whereas UPS ‐and 
ALP‐related gene expression was completely blocked upon skeletal muscle‐restricted 
deletion of  the GR. An  important question  that arises  from  this observation  is: how 
did the residual induction of UPS ‐and ALP‐related genes came into being? In chapter 
5, we reported  that FoXO expression was dependent on GSK‐3β and GR expression. 
The  observed  reductions  in  UPS  ‐and  ALP‐related  gene  expression  in  both  studies 
were  likely  the  result  of  decreased  nuclear  FoXO  accumulation,  consequent  to 
reduced  FoXO  expression.  However,  nuclear  translocation  of  the  existing  pool  of 
FoXO, i.e. canonical regulation, occurs independently of GSK‐3β and could explain the 
partial decrease in UPS ‐and ALP‐related gene expression. It is therefore unlikely that 
GSK‐3β may  have  directly  contributed  to  nuclear  translocation  of  FoXO  in muscle, 
although a direct GSK‐3β‐FoXO interaction was previously implicated in the regulation 
of FoXO activity and nuclear translocation in the brain (185) and in kidney cells (133). In 
clear contrast with the MGR KO study, non‐genomic effects of the GR could still have 
contributed  to FoXO  translocation by suppression of Akt activity  in GSK‐3β‐deficient 
muscle, providing  a possible  explanation  for  the  lack of proteolytic  signaling  in  the 
MGR KO animals only. 
 
Remarkably,  inhibition  of  basal  IGF‐I/Akt  signaling  (chapter  3,  data  not  shown), 
starvation  (chapter  4),  and  pulmonary  inflammation  (chapter  5,  data  not  shown) 
resulted  in  significantly  upregulated  GSK‐3β  mRNA  levels,  suggesting  GSK‐3β 
regulation  at  the  transcriptional  level  in  addition  to post‐translational modification, 
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i.e.  phosphorylation  (Figure  7.3).  These  findings  indicate  that,  in  analogy  to  FoXO, 
there may exist an additional, previously unidentified mechanism of GSK‐3β activity 
regulation,  based  on  expression  and  presumably  acting  in  concert  with  post‐
translational modification via phosphorylation. Nevertheless,  these data need  to be 
interpreted with caution, since  increases  in GSK‐3β protein abundance remain to be 
confirmed.  Apparently,  this  putative  novel  regulatory mechanism  is  not  subject  to 
direct control by the GR, as Dex‐treatment did not result in increases in GSK‐3β mRNA 
levels (data not shown). Instead, increases in GSK‐3β, but not GSK‐3α, mRNA might be 
regulated by a transcription factor that is embedded in the IGF‐I/Akt/GSK‐3β signaling 
path. Increasing GSK‐3β expression could be purposeful as part of a positive feedback 
loop,  in  potentiating  GSK‐3β  activity,  and  thereby  reinforcing  the  GSK‐3β  ‐  GR 
signaling axis. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7.3  Regulation of GSK‐3β, but not GSK‐3α, activity at the transcriptional level. 
  (A) MGSK‐3β KO and WT control mice were subjected to IT‐LPS or vc for 48 h, after which the 
mRNA transcript levels of GSK‐3β and GSK‐3α were assessed in plantaris muscle. (B) Muscle‐
specific GSK‐3β knockout (MGSK‐3β KO) and WT control mice (GSK‐3βfl/fl) were either fasted 
for 24 h or fed ad libitum, after which the mRNA transcript levels of GSK‐3β were determined 
in plantaris muscle. (C) Alternatively, native C2C12 myotubes were cultured in the presence of 
LY294002,  Akti‐1/2  or  vc  (DMSO)  for  24  h  prior  to  the  determination  of  GSK‐3β  mRNA 
abundance. All data  shown  represent means ± SEM, A: n=6, B: n=5 animals per group. Cell 
culture data are representative of 3 independent experiments (n=3 per group). * p<0.05, *** 
p<0.001 compared with the vc‐treated WT control group, or vc‐treated myotubes; # p<0.05, 
## p<0.01 refers to a difference between indicated conditions. 
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GSK‐3β and muscle plasticity: beyond control of protein 
turnover in muscle mass regulation 
In chapter 6 we briefly  touched upon  the potential contribution of  impaired muscle 
regeneration  to  sustained  skeletal  muscle  atrophy  following  LPS‐induced  chronic 
pulmonary  inflammation, and focused specifically on the role of GSK‐3β therein. We 
established  that  pharmacological  GSK‐3  inhibition  with  either  LiCl  or  CHIR99021 
prevented  impaired myogenesis  in  response  to  TNF‐α or  synthetic GC‐treatment  in 
vitro. As highlighted  in chapter 2, myogenic differentiation  is a process that not only 
occurs  in  skeletal  muscle  development  during  embryogenesis,  but  also  during 
postnatal  muscle  growth  or  regeneration,  making  it  an  essential  determinant  of 
skeletal muscle mass  plasticity  (5).  Efficient  regeneration  and  restoration  of muscle 
mass  following  injury  or  during  recovery  from  atrophy  requires  activation, 
proliferation and subsequent differentiation of satellite cells into myoblasts that fuse 
with  existing  or  form  new  myofibers  (71,  118).  An  increase  in  myofiber  size  is 
dependent  on  the  accretion  of  new myonuclei  (119),  as  one myonucleus  can  only 
regulate  mRNA  production  for  a  finite  sarcoplasmic  volume,  designated  the 
myonuclear  domain  (5).  Consequently,  an  uncompensated  loss  of  myonuclei  as  a 
consequence of limitations in myonuclear domain size, will invariably lead to skeletal 
muscle fiber atrophy (5). Thus, in addition to a balance in protein metabolism (protein 
turnover),  myonuclear  turnover,  i.e.  the  balance  between  myonuclear  loss  and 
myonuclear accretion, may constitute an additional cellular mechanism determining 
skeletal muscle mass plasticity. For instance, muscle disuse atrophy is associated with 
an imbalance in myonuclear turnover, and, at least in part, depends on a mechanism 
that  involves apoptosis or programmed cell death  (4, 116, 124). Next  to activating  the 
UPS, TNF‐α can also  induce apoptosis  in skeletal muscle cells and myoblasts  (16, 158). 
Indeed,  it was demonstrated  that apoptosis played a  role during muscle wasting  in 
COPD, in particular in patients with a very low body mass index (BMI) (3, 123). As of yet, 
there  are  no  studies  directly  implicating  GSK‐3β  in  the  regulation  of  myonuclear 
apoptosis. However, as apoptotic signaling relies heavily on caspase‐3, there might be 
a role reserved for GSK‐3β in mediating muscle fiber apoptosis (vide supra).  
Myonuclear  turnover  is  also  governed  by  changes  in myonuclear  accretion.  In 
chapter  6,  we  established  that  pharmacological  GSK‐3  inhibition  in  differentiating 
C2C12  muscle  cells  prevented  reduced  myogenesis  in  response  to  TNF‐α  and  GCs. 
These findings were  in  line with previous work by our group, showing that myogenic 
differentiation during regrowth of atrophied skeletal muscle was associated with GSK‐
3β inactivation (163). These results concerned more than an association, as subsequent 
in vitro evidence clearly established that pharmacological GSK‐3β inhibition enhanced 
myogenic  differentiation  (164).  Further  modulation  of  GSK‐3β  activity  by  genetic 
approaches  corroborated  the  above‐mentioned  results,  and  revealed  that  negative 
regulation of myogenic differentiation by GSK‐3β was  the direct  result of decreased 
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nuclear factor of activated T cells c3 (NFATc3)‐dependent gene expression (165), due to 
enhanced GSK‐3β‐dependent nuclear export of NFAT  (149). More recent work by our 
group revealed a segregated regulation of myoblast  fusion and muscle‐specific gene 
expression  following  stimulation of myogenic differentiation  in  response  to distinct 
ligand‐specific signaling routes of GSK‐3β  inactivation  (121). As such, pharmacological 
inhibition of GSK‐3β will affect both gene regulatory as well as the cellular remodeling 
processes  involved  in myogenic differentiation, by activating  two GSK‐3β substrates, 
namely NFAT and β‐catenin, which are controlled by two distinct cellular pools of GSK‐
3β (166). 
GSK‐3β and muscle plasticity: a role for GSK‐3β in the 
regulation of cell‐intrinsic features determining muscle 
composition and metabolism? 
Although the scope of this thesis is restricted to the role of GSK‐3β in muscle protein 
turnover,  skeletal  muscle  plasticity  is  also  determined  by  intrinsic  metabolic 
properties.  Besides muscle  atrophy,  impaired  functioning  of  the  remaining muscle 
contributes  significantly  to  reduced endurance. The cellular processes  that maintain 
muscle size and functional capacity intertwine and are tightly regulated by contractile 
activity, nutrient supply and hormonal action  (15). For  instance, exercise can protect 
against disuse atrophy, and various other  systemic  causes of muscle wasting  (2,  171, 
186),  whilst  simultaneously  positively  affecting  fatigability  (muscle  endurance). 
However,  the  mechanisms  by  which  contractile  activity  reduces  atrophy  remain 
poorly  understood.  Increased  physical  activity  stimulates  expression  of  the 
transcriptional coactivator peroxisome proliferator‐activated receptor γ coactivator 1α 
(PGC‐1α).  The  PGC‐1  family  of  coactivators  are  prime  regulators  of  oxidative 
metabolism and mitochondrial content, and they are essential in the maintenance of 
glucose, lipid and energy homeostasis in muscle (137). It also functions as a metabolic 
sensor  of motor  neuron‐induced  calcium  (Ca2+)  signaling  (28,  65).  The  expression  of 
PGC‐1α  in muscle  increases acutely and chronically with exercise  (11, 115, 129), and  its 
mRNA  levels decrease during disuse and various other  types of muscle wasting  (131, 
137). Moreover,  data  from  our  group  demonstrated  that  the  PGC‐1α  pathway was 
disturbed in muscle of COPD patients (127). On the other hand, transgenic expression 
of either PGC‐1α or  its homolog PGC‐1β  in muscle results  in a substantial  increase  in 
muscle  mitochondrial  content  (9,  105,  115,  157)  and  resistance  to  fatigue  (9,  105). 
Intriguingly,  overexpressing  PGC‐1α  in  skeletal muscle  blunted  the  denervation  or 
fasting‐induced  increase  in atrogin‐1 and MuRF1 expression  (137), and prevented the 
induction of UPS  ‐and ALP‐related gene expression by a constitutively active FoXO3a 
(caFoXO3a) (20). 
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GSK‐3β also appears to control cellular muscle oxidative phenotype  (OXPHEN) as 
GSK‐3β  inhibition  was  found  to  promote  slow  (oxidative)  muscle  fiber  type 
composition  (82),  and  induced mitochondrial  biogenesis  in  endothelial  cells  (160).  In 
fact, activated GSK‐3β represses PGC‐1α signaling (160) directly by targeting PGC‐1α for 
intranuclear UPS‐mediated degradation, and by inhibiting transcription of the PGC‐1α 
gene  itself  (8).  Pilot  data  by  our  lab  confirmed  the  involvement  of  GSK‐3β  in  the 
regulation of PGC‐1α  in muscle,  as pharmacological or  genetic  inhibition of GSK‐3β 
greatly increased the expression of PGC‐1α (data not shown). In the light of the above, 
it is plain to see that regulation of muscle mass and muscle composition should not be 
viewed  as  two  independent  processes.  Quite  the  contrary,  although  the  exact 
contribution  of  GSK‐3β  to  regulation  of  muscle  OXPHEN  remains  incompletely 
explored,  it  is  tempting  to suggest  that GSK‐3β may  function as a nodal point  inter‐
connecting the molecular regulation of muscle mass and muscle OXPHEN. 
 
Consequently, GSK‐3β inhibition could act as a double‐edged therapeutic sword in 
combating muscle  pathology  by  potentially  improving  both  impairments  in muscle 
OXPHEN as well as muscle atrophy, which may be very relevant for COPD.  It  is well‐
established  that next  to  the presence of muscle wasting, peripheral  skeletal muscle 
oxidative  phenotype  (OXPHEN)  is  disturbed  in  muscles  of  COPD  patients.  Loss  of 
muscle OXPHEN involves a fiber type shift towards a more glycolytic phenotype (Type 
I  Type II), reduced activity levels of enzymes involved in oxidative metabolism and 
impaired  mitochondrial  functioning  (58‐60,  62,  63,  117).  Pharmacological  GSK‐3β 
inhibition may therefore represent an attractive therapeutic approach to ameliorate 
impaired exercise  capacity  in COPD by  simultaneously  improving muscle endurance 
and strength (vide infra). 
Muscle wasting in COPD: a role for the GSK‐3β ‐ GR signaling 
axis? 
To  efficaciously  treat  muscle  wasting  and  remodeling  during  COPD  a  clear 
understanding of the etiology and mechanisms of the disease is needed. As indicated 
above, skeletal muscle atrophy in COPD may be attributable to a multitude of factors, 
which occur  isolated or  in concert during different phases of the disease (Table 7.1). 
Interestingly,  almost  all  of  the  atrophy  triggers  listed  above,  with  the  notable 
exception of disuse  (inactivity), share a common denominator, namely GCs. GCs are 
released  naturally  as  an  endogenous  response  to  stress  conditions  including 
inflammation  (68),  hypoxia  (54,  89,  96),  or  during  conditions  of  nutrient  limitation 
(malnutrition) to facilitate hepatic gluconeogenesis (29). Treatment with synthetic GCs 
is also a common  intervention during acute or end stage chronic respiratory disease, 
and may evoke or aggravate muscle wasting, as GCs are potent  inducers of muscle 
atrophy (12, 34, 170, 176). Considering this, the GSK‐3β ‐ GR signaling axis, as postulated 
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in  this  dissertation,  directly  applies  under  conditions  of malnutrition,  inflammation 
and GC‐treatment. Moreover, it may very well be that in absence of raised GC levels, 
for instance during inactivity‐induced atrophy (disuse), the GSK‐3β ‐ GR signaling axis 
also contributes  to muscle wasting, as disuse  is associated with decreased  IGF‐I and 
mechano growth factor (MGF) signaling, which,  in turn, allows for unrestrained GSK‐
3β activity. This lack of GSK‐3β inhibition may be accompanied by increased sensitivity 
to basal GC  levels, ultimately resulting  in muscle atrophy. Furthermore, even though 
hypoxemia  is  associated with  increased  circulating GC  levels,  it  is  currently unclear 
whether GCs  are  a  causal  factor  in  the  onset  of muscle  atrophy  in  this  condition. 
Nevertheless,  it  is well‐known  that  in both human as well as animal studies hypoxia 
reduces  appetite  and  decreases  food  intake, which may  in  turn  decrease  IGF‐I/Akt 
signaling (22, 49, 175). The GSK‐3β ‐ GR signaling axis could therefore play a central role 
in  the  interaction  and  potential  synergy  between  the  above‐mentioned  atrophy 
triggers.  Specifically,  low  insulin  levels,  consequent  to  reduced  food  intake 
(malnutrition), will hamper physiological GSK‐3β  inactivation,  thereby  increasing  the 
sensitivity  to  endogenous  GCs.  Further,  COPD  patients  suffering  from  acute 
exacerbations  are  often  hospitalized  and  treated with  high doses  of  synthetic GCs. 
Under these circumstances prolonged bed rest  (inactivity), reduced  food  intake  (low 
insulin  levels/signaling),  and  potential  insulin  resistance  (due  to  inflammation),  in 
combination with elevated  levels of exogenous as well as endogenous GC  levels may 
act  synergistically  to  increase  skeletal muscle atrophy via  the GSK‐3β  ‐ GR  signaling 
axis. 
Therapeutic potential of GSK‐3β modulation in COPD: 
breaking the GSK‐3β ‐ GR signaling axis 
Table 7.1  Putative  triggers  of muscle wasting  in  COPD.  Common  antagonism  of  glucocorticoid  and 
IGF‐I/Akt signaling? 
 
 
 Inflammation   GC (53, 68)  Akt (IR) (1, 94) 
 Hypoxemia   (GC) (23, 49, 125)  Akt (106) 
 Malnutrition   GC (29, 107, 176)  Akt/insulin (128, 138, 176) 
 Inactivity    ?   mIGF-I/Akt (112, 180) 
 Glucocorticoids  GC (122, 141)   mIGF-I (32, 90, 91, 103, 140, 147) 
 
The  multifactorial  nature  of  COPD  requires  a  multifaceted  intervention.  Many 
studies  have  addressed  the  efficacy  of  exercise  training  on  skeletal  muscle  and 
function in COPD (52, 61, 146). Combined resistance and endurance training is effective 
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in  increasing  lean muscle mass,  strength  and  exercise  capacity, which  is  associated 
with an improved quality of life in patients with COPD (21, 120). The beneficial effects of 
exercise in COPD may be the result of improved muscle regeneration (152), reduction 
of  apoptosis  (151),  suppression  of  UPS  activity  (100),  and  an  increase  in  protein 
synthesis  (47,  111,  180).  Interestingly,  GSK‐3β  has  been  implicated  in  all  of  these 
processes. Moreover, exercise training  improves  local  IGF‐I expression  in muscle  (64), 
and activates Akt signaling, leading to inhibition of GSK‐3β activity. As such, increased 
physical activity may thwart the GSK‐3β ‐ GR signaling axis, thereby reducing UPS ‐and 
ALP‐mediated  muscle  protein  degradation.  Importantly,  exercise  itself  results  in 
increased plasma GC  levels, thereby stimulating gluconeogenesis and mobilization of 
amino  acids  and  fatty  acids  from  body  stores  (36,  162).  However,  exercise‐induced 
release of endogenous GCs  is an acute phenomenon, and plasma GCs quickly return 
to pre‐exercise levels after an acute bout of exercise (37, 139). Nutritional support has 
also  been  demonstrated  to  result  in  functional  improvements  in  depleted  COPD 
patients  (142, 143). Food  intake stimulates  IGF‐I/Akt signaling due to  increased  insulin 
levels.  Also,  specific  nutrients  such  as  branched‐chain  amino  acids  (BCAAs)  may 
decrease  GSK‐3β  activity  independently  of  Akt  by  stimulating  mTORC1  signaling. 
Indeed, BCAA  supplementation has been demonstrated  to  result  in  increased  S6K1 
phosphorylation via mTORC1 (30, 31), which could in turn result in GSK‐3β inactivation. 
Thus,  it  is  tempting  to  suggest  that besides  stimulation of protein  synthesis, BCAA‐
induced  activation  of  mTORC1  could  also  downregulate  UPS  ‐and  ALP‐related 
transcriptional programs through GSK‐3β  inhibition,  independently of  insulin and Akt 
signaling. A combination of nutritional support and exercise  training may be a good 
approach to obtain improvements in muscle mass and function in patients with COPD 
(44,  142,  143).  In order  to achieve  the best outcome  for  the patient, maximal GSK‐3β 
inhibition  should be opted  for. Specifically, one  could  combine a diet  rich  in BCAAs 
with a stringent resistance exercise protocol, resulting in both direct as well as indirect 
GSK‐3β inhibition. 
 
Therapeutic  interventions  aimed  at  the  treatment of muscle  atrophy will  either 
target  the  impaired  signaling  that  lies  at  the  basis  of  disturbed  muscle  mass 
homeostasis, or may aim at pharmacological modulation of central regulators of the 
processes  that govern muscle plasticity. An  important  feature of GSK‐3β  to consider 
for  the purpose of pharmacological  inhibition,  is  that physiological  stimuli  including 
insulin, IGF‐I or exercise typically reduce GSK‐3 activity only to 20 ‐ 50% of basal levels 
in  skeletal muscle  (113,  164,  177),  indicating  that  complete  inhibition of  this molecule 
may not be needed and desirable. Moreover, over‐inhibition of GSK‐3 under normal 
circumstances  might  have  detrimental  effects,  such  as  tumorigenesis  (74),  cardiac 
hypertrophy  (66,  67)  or  induction  of  neurodegenerative markers  (75).  The  potential 
negative  effects of  (systemic) GSK‐3  inhibition were  illustrated  in  chapter 6, where 
sustained  basal  GSK‐3  inhibition  resulted  in  a  blunted  increase  in  body  weight  in 
control animals. In other words, restoration of physiological GSK‐3 activity levels could 
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be  sufficient  to  yield  important  therapeutic  effects  in  pathologies  characterized  by 
aberrant GSK‐3 regulation (26, 41). 
 
Furthermore,  the  pleiotropic  actions  of  GSK‐3β,  apart  from  its  involvement  in 
muscle plasticity, not only warrant  care with  the applied dose of GSK‐3β  inhibitors, 
potential pharmacological intervention also raises questions regarding timing, delivery 
and  specificity.  For  instance,  chronic  GSK‐3β  inhibition  could  prove  useful  in 
preventing muscle wasting, whereas acute GSK‐3β  inhibition may be suitable option 
during  recovery  from  atrophy.  In  terms of drug delivery,  local GSK‐3β  inhibition  (in 
muscle)  may  be  preferable  to  systemic  administration,  in  view  of  potential 
undesirable off‐target  effects.  Targeted drug delivery  can be  achieved by designing 
monoclonal  antibodies  that  only  target  specific  cells.  These  antibodies  may  be 
modified to deliver biologically active substances, such as pharmaceuticals. Similarly, 
nanomedicine has provided  the possibility of delivering drugs  to  specific  cells using 
nanoparticles. Besides  timing  and delivery,  the  specificity of GSK‐3β  inhibitors  is of 
vital  importance.  In  this  context,  substrate‐competitive  inhibitors  deserve  further 
development  and  characterization,  as  these will  allow  superior  specificity  towards 
downstream  signaling  of  GSK‐3β  related  to  processes  involved  in muscle  plasticity 
(chapter 2).  In chapter 3, we demonstrated that basal and atrophy stimulus‐induced 
atrogin‐1  mRNA  expression  required  GSK‐3β  enzymatic  activity,  whereas  MuRF1 
expression depended  solely on  the physical presence of GSK‐3β. These  findings are 
significant  because  they  suggest  biological  functions  of  GSK‐3β  independent  of  its 
kinase activity, for which specific  inhibitors could be designed. To further  investigate 
the differential dependency of  atrogin‐1  and MuRF1 expression on GSK‐3β’s  kinase 
domain,  overexpression  of  a  constitutively  active  form  of  GSK‐3β  (caGSK‐3β)  (S9A 
mutant)  in  the  presence  of  a  GSK‐3β  inhibitor  should  only  decrease  atrogin‐1 
expression,  whereas  introducing  a  kinase‐dead  GSK‐3β  (K85R  mutant)  should 
exclusively  result  in  MuRF1  induction.  These  experiments  are  the  first  step,  and 
paramount  in the quest  to  further unravel  the exact mechanism of  the GSK‐3β  ‐ GR 
signaling  axis  and,  as  such, may  shed  new  light  on  the  differential  dependency  of 
atrogin‐1 and MuRF1 on GSK‐3β activity. 
 
When systemic GSK‐3β inhibition is opted for, administered inhibitor doses may be 
reduced  by  sensitizing  skeletal muscle  by means  of  tailored  exercise,  as  the  latter 
enhances  local drug delivery due  to  increased blood  flow, and more  importantly,  in 
itself already reduces muscle GSK‐3β activity levels (100). Therefore, the integration of 
pharmacological,  nutritional  and  physical  training  modalities  into  a  multimodal 
treatment strategy aimed at inhibition of GSK‐3β will allow optimal exploitation of its 
potential role as a central regulator of skeletal muscle plasticity for the treatment of 
skeletal muscle wasting. 
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Layman’s summary 
Under  normal  (healthy)  conditions  skeletal  muscle  is  characterized  by  a  high 
degree of plasticity which allows  it to adapt easily to changes  in  functional demand. 
For example,  repeated  strength  training will  result  in muscle growth  (hypertrophy). 
Conversely, periods of inactivity ‐ for example during casting of a broken leg or under 
pathological  conditions  (bedridden  patients)  ‐  will  result  in  loss  of  muscle  mass 
(atrophy).  Skeletal  muscle  atrophy  commonly  occurs  in  patients  with  chronic 
obstructive pulmonary disease (COPD). Loss of muscle mass is associated with skeletal 
muscle  weakness,  exercise  impairment,  decreased  health  status  and  increased 
mortality,  independently  of  the  severity  of  airflow  obstruction.  Muscle  wasting, 
however,  is  not  exclusive  to  COPD  but  occurs  in  many  chronic  diseases,  such  as 
congestive  heart  failure  (CHF),  rheumatoid  arthritis  (RA)  and  cancer.  In  addition  to 
disease  specific  triggers  ‐  for  instance  pulmonary  inflammation  in  COPD  ‐  fasting 
(starvation) and disuse  (inactivity) may also cause “erosion of  lean muscle mass”, or 
contribute  to  the  muscle  wasting  process  in  chronic  disease.  Prevention  and 
treatment of muscle wasting  is therefore  increasingly recognized as a prerequisite  in 
an  integrated disease management approach of  these chronic disorders.  In order  to 
reach this goal it is essential to comprehend the molecular mechanisms that underlie 
skeletal muscle atrophy, and to  identify potential “key regulators” of skeletal muscle 
plasticity.  Thereupon,  it  is  important  to  assess  whether  these  regulatory  signaling 
molecules  may  constitute  potential  candidates  for  physiological  and/or 
pharmacological modulation, with the purpose of treating uncontrolled loss of muscle 
mass during acute and chronic disease. 
 
Muscle protein turnover is essentially determined by the balance between protein 
synthesis  (anabolism)  and  degradation  (catabolism).  The  prototypical  insulin‐like 
growth  factor  1  (IGF‐I)/Akt  pathway  is  crucial  in  this  process,  as  it  regulates  both 
catabolic  as well  as  anabolic  signals  in muscle. Reduced protein  content  associated 
with  skeletal muscle atrophy  is  the  result of an  imbalance between muscle protein 
synthesis  and degradation,  in  favor of  the  latter.  In general,  loss of muscle mass  is 
associated with diminished IGF‐I/Akt signaling in muscle, and with increased levels of 
circulating  glucocorticoids  (GCs).  It  is  well‐known  that  activation  of  the  IGF‐I/Akt 
signaling  cascade  can  counteract  the  catabolic  effects  of  GCs.  However,  at  this 
moments  it  is  still  largely unclear how GCs exactly  cause muscle  atrophy,  and how 
increased IGF‐I/Akt signaling neutralizes the atrophy‐inducing effects of GCs has only 
been partially been elucidated. Enhanced muscle proteolysis during muscle atrophy 
involves activation of the ATP‐dependent ubiquitin 26S‐proteasome system (UPS) and 
the  autophagy‐lysosomal pathway  (ALP). Glycogen  synthase  kinase‐3β  (GSK‐3β)  is  a 
direct downstream target in the IGF‐I/Akt signaling pathway, and has previously been 
shown  to be  involved  in skeletal muscle protein degradation.  In  this dissertation we 
have discovered that GSK‐3β is a central, negative regulator of muscle mass. 
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To  ascertain whether GSK‐3β  could  constitute  a possible  link between  IGF‐I/Akt 
and GC signaling in muscle, we made use of the C2C12 cell culture system (in vitro) of 
mouse skeletal muscle myoblasts, which can evolve (differentiate) into multinucleated 
muscle  fibers  (myotubes). Experiments conducted  in chapter 3 showed  that genetic 
deletion of GSK‐3β in C2C12 myotubes, using small interfering RNA (siRNA), suppressed 
both basal and atrophy stimulus‐induced transcript levels of the essential UPS‐related 
atrogin‐1  and  MuRF1  genes  (atrogenes).  Furthermore,  loss  of  GSK‐3β  expression 
resulted in specific sparing of several contractile proteins (muscle proteins), including 
myosin heavy chain fast (MyHC‐f) and myosin light chains 1 (MyLC‐1) and ‐3 (MyLC‐3), 
and myotube size in response to synthetic GC‐treatment (dexamethasone, hereinafter 
termed  Dex),  or  blockade  of  IGF‐I/Akt  signaling  (using  LY294002  as  an  inhibitor). 
Interestingly,  in contrast  to  their dependency on GSK‐3β expression,  the  increase  in 
atrogin‐1 and MuRF1 mRNA transcript levels differentially relied on GSK‐3β activity, as 
enzymatic GSK‐3β inhibition, using either LiCl or CHIR99021, only attenuated atrophy 
stimulus‐induced  atrogin‐1  expression,  while  MuRF1  expression  levels  remained 
unaffected. 
 
In chapter 4, we confirmed the dependency of atrogene expression on GSK‐3β  in 
an animal model (in vivo), by using genetically modified mice (knockout mice) lacking 
GSK‐3β expression specifically  in skeletal muscle. Using these muscle‐specific GSK‐3β 
knockout mice we evaluated the direct contribution of GSK‐3β in two different models 
of GC‐associated muscle wasting, i.e. fasting as endogenous model, and synthetic GC 
administration  as  exogenous  model.  In  these  studies  we  have  convincingly 
demonstrated that knocking out GSK‐3β  in muscle prevented starvation‐induced  loss 
of  muscle  mass,  and  inhibited  skeletal  muscle  atrophy  following  chronic  Dex‐
treatment.  Starvation  also  significantly  upregulated  an  ALP‐related  transcriptional 
program,  which  appeared  to  be  partially  dependent  on  GSK‐3β.  Forkhead  Box  O 
(FoXO)  transcription  factors  act  as  critical  liaison molecules  coordinately  regulating 
the expression of both ALP‐related, as well UPS‐associated transcriptional programs in 
muscle. Starvation resulted  in markedly upregulated FoXO mRNA  levels, which were 
attenuated  in  absence of GSK‐3β.  Furthermore,  loss of glucocorticoid  receptor  (GR) 
expression  in  muscle  (muscle‐specific  GR  knockout)  demonstrated  that  intact  GC‐
signaling  was  required  for  the  induction  of  proteolytic  ‐and  GC  sensitive  gene 
expression  following  Dex‐treatment.  These  data  were  mirrored  by  similar 
observations made in GSK‐3β knockout animals in response to fasting. On the whole, 
the striking similarities between the GSK‐3β and GR knockout studies with regard to 
GC‐sensitive  gene  expression,  and  the  dependency  of  FoXO  on  GSK‐3β  and 
downstream  UPS  ‐and  ALP‐related  transcriptional  programs,  were  suggestive  of  a 
GSK‐3β‐ GR signaling mechanism operating upstream of FoXO. 
 
The  possible  interplay  between  GSK‐3β  and  the  GR  with  regard  to  atrophy 
signaling in muscle was further investigated in chapter 5. In this study we again made 
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use of muscle‐specific GSK‐3β and GR knockout mice, but  this  time muscle atrophy 
was  brought  about  by  acute  pulmonary  inflammation,  induced  by  the  bacterial 
endotoxin  lipopolysaccharide  (LPS).  LPS‐induced  pulmonary  inflammation  was 
accompanied  by  increases  in  circulating  GCs  (corticosterone)  and  associated  GC‐
sensitive  gene  expression.  Similar  to  the  observations made  in  chapter  4,  skeletal 
muscle‐restricted depletion of GSK‐3β and the GR conveyed resistance to pulmonary 
inflammation‐induced muscle  atrophy  and  proteolytic  signaling.  Another  important 
observation was that  in addition to proteolytic  (UPS and ALP) and GC‐sensitive gene 
expression, also FoXO mRNA and protein expression were dependent on the presence 
of GR  and GSK‐3β  in muscle.  The  current paradigm of  FoXO  regulation  is  centered 
around  canonical  or  classical  control  of  FoXO  transcription  factors, which  relies  on 
“inactivation through phosphorylation”. As such, dephosphorylation of FoXO results in 
nuclear  translocation,  and  subsequent  regulation of proteolytic  gene  expression.  In 
contrast, we postulated  that FoXO was a direct  target gene of  the GR, and  that  the 
observed reductions  in UPS  ‐and ALP‐related gene expression  in  the GSK‐3β and GR 
knockout studies were likely the result of decreased nuclear FoXO accumulation, as a 
direct consequence of  reduced FoXO expression. Concretely, non‐canonical, or non‐
classical FoXO regulation implies that GSK‐3β translocates (moves) to the cell nucleus, 
where it stimulates GR‐dependent gene expression, which, in turn, results in de novo 
FoXO.  We  therefore  postulate  that  FoXO  expression  is  GR‐dependent,  and  that 
GSK‐3β  operates  upstream  of  the  GR,  regulating  its  transcriptional  activity. 
Consequently, regulation of UPS ‐and ALP‐related gene expression occurs downstream 
of  FoXO.  In  conclusion,  in  chapter  5 we  proposed  a  novel  GSK‐3β  ‐  GR‐mediated 
signaling axis  controlling FoXO‐dependent UPS  ‐and ALP‐associated gene expression 
by  regulation  of  de  novo  FoXO  expression,  capable  of  overruling  FoXO 
phosphorylation and nuclear exclusion mechanisms, and therefore referred to as non‐
canonical regulation of FoXO. 
 
So far our work indicated that GSK‐3β may be considered as a central regulator of 
muscle  mass  maintenance.  In  chapter  6,  the  potential  therapeutic  effects  of 
enzymatic GSK‐3 inhibition on muscle wasting were assessed in vivo. By making use of 
a highly selective GSK‐3 inhibitor we showed that enzymatic GSK‐3 inhibition could be 
a  promising  treatment  strategy  to  prevent  loss  of  muscle  mass  and  to  stimulate 
muscle  growth  in  chronic  diseases  such  as  COPD.  Similar  to  the  study  design  in 
chapter  5,  LPS  was  used  to  induce  pulmonary  inflammation.  However,  this  time 
guinea pigs were chronically exposed  to LPS, as opposed  to  the acute LPS model  in 
mice  employed  in  chapter  5.  Here  too,  LPS‐treatment  resulted  in  pulmonary 
inflammation and loss of peripheral muscle mass. Interestingly, our findings illustrated 
that  neither  chronic  LPS‐treatment,  nor  pharmacological  GSK‐3  inhibition  had  any 
profound  effect  on  muscle  protein  synthesis  and  degradation  signaling  (FoXO). 
Nevertheless,  chronic  lung  inflammation was  associated with  a  decrease  in muscle 
mass  and  size  of  the  individual  muscle  fiber  diameter.  However,  topical  (local) 
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application of  the GSK‐3  inhibitor  (in  the  lung)  inhibited peripheral muscle  atrophy 
without  affecting  pulmonary  inflammation.  Subsequent  in  vitro  experiments  clearly 
showed  that  pharmacological GSK‐3  inhibition  could  improve  the  differentiation  of 
muscle  cells  (as  part  of  muscle  regeneration)  in  the  presence  of  GCs  and  the 
inflammatory mediator  tumor necrosis  factor‐α  (TNF‐α). Our data  seem  in  line with 
the presumption that improved muscle regeneration, following GSK‐3 inhibition, after 
an initial period of muscle atrophy, may have led to protection against loss of muscle 
mass.  However,  it  cannot  be  ruled  out  that  GSK‐3  inhibition may  have  decreased 
proteolytic  signaling  during  the  early  phase  of muscle  atrophy. On  the whole,  the 
results  in  this  study  indicate  that  treatment with  a  selective GSK‐3  inhibitor  could 
prevent or reverse skeletal muscle atrophy, suggesting that GSK‐3 could constitute a 
novel therapeutic target to combat muscle loss in chronic diseases such as COPD. 
 
Based on the above‐mentioned findings, enclosed in the research chapters 3, 4, 5 
and 6, we conclude that the signaling protein GSK‐3β  is a central, negative regulator 
of muscle mass maintenance. Finally,  in chapter 7 we  inquired  into the possibility of 
targeting  GSK‐3β  activity  by  physiological,  nutritional  and  pharmacological means, 
with  the  purpose  of  fighting  the  often  complex  and multifactorial  phenomenon  of 
muscle  atrophy  in  COPD.  We  conclude  that  breaking  through  the  GSK‐3β  ‐  GR 
signaling  axis  could  constitute  an  important  and  promising  treatment  strategy  to 
prevent  loss of muscle mass and enhance muscle growth  in COPD and other chronic 
diseases. 
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Samenvatting  
De  gezonde  skeletspier  heeft  een  enorm  vermogen  om  zich  aan  te  passen  aan 
veranderingen in het type en intensiteit van spieractiviteit, en voedseltoestand, alsook 
de  capaciteit  om  zich  te  herstellen  na  spierschade  (regeneratie).  Dit  aanpassings‐
ermogen  van de  spier wordt ook wel  spierplasticiteit  genoemd. Deze  aanpassingen 
betreffen de massa, het uithoudingsvermogen en de stofwisseling van de spier. Zo zal 
bij  krachttraining  (weerstandstraining), omwille  van het  verhoogde  spiergebruik, na 
een  bepaalde  periode  een  toename  in  spieromvang  waar  te  nemen  vallen.  Op 
celniveau  betekent  dit  meestal  dat  de  spiervezels  in  grootte  zijn  toegenomen 
(spierhypertrofie).  Daartegenover  staat  dat  bijvoorbeeld  tijdens  starvatie 
(uithongering)  of  tijdens  langdurige  inactiviteit  (immobiliteit)  de  spiermassa  in 
omvang  afneemt  (spieratrofie).  Skeletspieratrofie  treedt ook  vaak op bij  chronische 
inflammatoire ziektebeelden, waaronder chronische obstructieve longziekten (COPD), 
chronisch hartfalen, bepaalde ontstekingsziekten van de darm, reumatoïde artritis en 
kanker.  Atrofie  leidt  tot  spierzwakte,  een  verlaagde  inspanningstolerantie,  een 
verminderde levenskwaliteit, én zelfs tot een verhoogd sterfterisico, onafhankelijk van 
de  primaire  aandoening.  Preventie  en  behandeling  van  spiermassaverlies  worden 
daarom  in  toenemende mate onderkend als belangrijke pijlers  in een geïntegreerde 
aanpak  van  deze  chronische  ziekten.  Hiertoe  is  het  essentieel  om  de moleculaire 
mechanismen van spierafbraak in kaart te brengen, en op zoek te gaan naar mogelijke 
“centrale schakelstations” van skeletspierplasticiteit. Vervolgens is het interessant om 
na te gaan of deze centrale regulatoire signaleringseiwitten geschikte kandidaten zijn 
voor  fysiologische  en/of  farmacologische modulatie,  teneinde  spiermassaverlies  in 
acute en chronische ziekten in te perken. 
 
De  regulatie van spiermassa wordt  in grote mate bepaald door de balans  tussen 
enerzijds eiwitopbouw (eiwitsynthese) en eiwitafbraak (eiwitdegradatie) anderzijds. In 
dit proces  is een belangrijke rol weggelegd voor de  insulin‐like growth  factor 1  (IGF‐
I)/Akt  signaleringsroute,  die  in  staat  is  zowel  anabole  (eiwitsynthese)  als  katabole 
(eiwitdegradatie)  prikkels  in  de  spier  te  reguleren.  Zoals  eerder  aangegeven  kan 
spieratrofie  op  verschillende manieren  tot  stand  komen.  Over  het  algemeen  gaat 
verlies aan spiermassa gepaard met verminderde IGF‐I/Akt signalering in de spier, en 
verhoogde niveaus van circulerende glucocorticoiden (GCs). Het is tevens bekend dat 
het  stimuleren van  IGF‐I/Akt  signalering de nefaste  (katabole) effecten van GCs kan 
teniet  doen. Op  dit moment  is  het  echter  nog  steeds  onduidelijk  hoe GCs  precies 
spieratrofie  veroorzaken,  en  hoe  activatie  van  IGF‐I/Akt  signalering  de  katabole 
effecten  van  GCs  kan  neutraliseren.  Verhoogde  spiereiwitafbraak  verloopt  via  de 
activatie van het 26S‐proteasoom  (UPS) en het  lysosomale autofagie systeem  (ALP). 
Glycogeen synthase kinase‐3β  is een signaleringseiwit dat deel uitmaakt van de  IGF‐
I/Akt  signaleringsroute,  en  in  dit  proefschrift  hebben  we  ontdekt  dat  GSK‐3β  een 
centrale, negatieve regulator is van spiermassaregulatie. 
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Om te achterhalen of GSK‐3β mogelijk een link zou kunnen zijn tussen IGF‐I/Akt en 
GC signalering in de spier, hebben we gebruik gemaakt van een celkweeksysteem (in 
vitro)  van muizen  skeletspier myoblasten  (C2C12  cellen)  die  zich  kunnen  omvormen 
(differentiëren) tot meerkernige spiervezels (myotubes). Experimenten in hoofdstuk 3 
toonden  aan  dat  genetisch  deletie  (siRNA)  van  GSK‐3β  een  toename  in  de mRNA 
niveaus  van  atrogin‐1  en  MuRF1,  beiden  essentiële  UPS‐gerelateerde  genen 
(atrogenen), na behandeling met een  synthetisch GC  (Dex), of na  inhibitie  van  IGF‐
I/Akt  signalering  (LY294002  inhibitor),  kon  voorkomen. De  afwezigheid  van GSK‐3β 
remde  tevens  de  afbraak  van  verschillende  contractiele  eiwitten  (spiereiwitten), 
waaronder myosin heavy chain fast (MyHC‐f) en myosin  light chains 1 (MyLC‐1) en 3 
(MyLC‐3),  en  beschermde  de  myotubes  tegen  atrofie.  Een  hoogst  interessante 
bevinding was dat farmacologische remming van GSK‐3 activiteit,  in tegenstelling tot 
genetische  inhibitie,  enkel  de  toename  in  atrogin‐1 mRNA  kon  onderukken,  terwijl 
MuRF1  expressie  niveaus  ongevoelig  waren  voor  de  inhibitie  van  GSK‐3  enzym 
activiteit. 
 
In hoofdstuk 4 van dit proefschrift  is de afhankelijkheid van atrogenen expressie 
(atrogin‐1 en MuRF1) voor het GSK‐3β signaleringseiwit bevestigd in een diermodel (in 
vivo). Dit hebben we gedaan door gebruik te maken van genetisch gewijzigde muizen 
waarbij  het  GSK‐3β  gen  specifiek  in  de  spier  werd  uitgeschakeld  (ook  wel  een 
spierspecifieke GSK‐3β knockout muis genoemd). Door GSK‐3β expressie in de spier te 
inhiberen waren we in staat de rol van dit signaleringsmolecule te onderzoeken in een 
endogeen  (starvatie)  en  exogeen  (Dex)  model  van  GC‐geassocieerde  skelet‐
spieratrofie. In deze studies hebben we overtuigend aangetoond dat het uitschakelen 
van  GSK‐3β  in  de  spier  het  verlies  aan  spiermassa,  ten  gevolge  van  starvatie  of 
behandeling  met  een  synthetisch  GC  (Dex),  kan  tegengaan.  Verder  kwam  uit 
vervolganalyses naar voren dat genetische  inhibitie van GSK‐3β ook de toename van 
ALP‐gerelateerde genen deels kon onderdrukken. Uit de starvatiestudie bleek tevens 
dat de stijging in mRNA expressie van de Forkhead Box O (FoXO) transcriptiefactoren 
ook onderhevig was aan de afwezigheid van GSK‐3β. Daarnaast was de  inductie van 
aantal GC‐gevoelige genen onderdrukt in GSK‐3β en GR knockout muizen. Zowel UPS ‐
als ALP‐geassocieerde expressie programma’s staan onder controle van FoXOs, en ook 
is het bewezen dat intacte GC signalering ‐ via de glucocorticoid receptor (GR) ‐ vereist 
is voor de totstandkoming van proteolytische genexpressie (UPS en FoXO). Het groot 
aantal  overeenkomstigheden  tussen  de  GSK‐3β  en  GR  knockout  studies,  met 
betrekking  tot  proteolytische  genexpressie,  deden  het  vermoeden  rijzen  dat  deze 
bevindingen  indicatief  waren  voor  een  GSK‐3β  ‐  GR  signaleringsmechanisme  dat 
upstream, oftewel boven FoXO opereerde. 
 
De mogelijke  relatie  tussen GSK‐3β  en GR met  betrekking  tot  atrofiesignalering 
werd  in  hoofdstuk  5  in  meer  detail  onderzocht.  Voor  deze  vraagstelling  werden 
opnieuw  spierspecifieke  GSK‐3β  en  GR  knockout muizen  gebruikt.  Ditmaal  echter, 
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werd  spieratrofie  bewerkstelligd  door  het  induceren  van  een  acute  longontsteking 
met  behulp  van  lipopolysaccharide  (LPS),  een  bacterieel  endotoxine.  Acute 
longinflammatie ging gepaard met een toename  in circulerende GCs (corticosterone) 
niveaus,  en  de  daarbij  horende  GC‐gevoelige  genexpressie.  Vergelijkbaar  met  de 
bevindingen  in  hoofdstuk  4, waren  spierspecifieke GSK‐3β  en GR  knockout muizen 
volledig  beschermd  tegen  longinflammatie‐geïnduceerde  skeletspieratrofie.  Een 
andere  belangrijke  observatie  was  dat  naast  proteolytische  (UPS  en  ALP)  en  GC‐
gevoelige genexpressie ook FoXO mRNA  ‐en eiwitexpressie afhankelijk bleken te zijn 
van  GR  én  GSK‐3β  aanwezigheid  in  de  spier.  Het  huidige  paradigma  van  FoXO 
regulatie  is  gecentreerd  rond  “inactivatie  door  fosforylatie”  van  FoXO  transcriptie 
factoren (canonical of klassieke FoXO regulatie). Wij, daarentegen, hebben gesteld dat 
FoXO een direct target of doel‐gen was van de GR, en dat de geobserveerde afname 
in  UPS  ‐en  ALP‐gerelateerde  genexpressie,  in  de  GSK‐3β  en  GR  knockout muizen, 
waarschijnlijk het resultaat was van verminderde FoXO activiteit in de celkern, als een 
direct gevolg van verminderde FoXO expressie  (non‐canonical, oftewel niet‐klassieke 
FoXO  regulatie). Non‐canonical,  oftewel  niet‐klassieke  FoXO  regulatie  houdt  in  dat 
GSK‐3β  naar  de  celkern  transloceert  (zich  verplaatst),  om  aldaar  GR‐afhankelijke 
genexpressie  te  stimuleren,  hetgeen  resulteert  in  de  novo  FoXO  expressie.  FoXO 
expressie is met andere woorden GR‐afhankelijk, en GSK‐3β opereert upstream van de 
GR,  en  reguleert  als  dusdanig  zijn  transcriptionele  activiteit.  Regulatie  van UPS  ‐en 
ALP‐gerelateerde genen gebeurt vervolgens downstream, oftewel onder FoXO. Over 
het geheel genomen hebben we in hoofdstuk 5 het bestaan van een nieuwe GSK‐3β ‐ 
GR  signaleringsroute  voorgesteld,  die  proteolytische  genexpressie  aanstuurt  via  de 
novo synthese van FoXO transcriptiefactoren. 
 
Uit het werk zoals hier voorgesteld blijkt dat GSK‐3β centraal staat in de regulatie 
van  spierbehoud.  In  hoofdstuk  6  hebben we  de mogelijkheid  getoetst  om  GSK‐3β 
farmacologisch  te  moduleren  in  vivo.  Door  gebruik  te  maken  van  een  reeds 
beschikbare hoog selectieve farmacologische remmer van GSK‐3β hebben we getoond 
dat GSK‐3β  inhibitie mogelijk  een  veelbelovende behandelingsstrategie  zou  kunnen 
worden  om  spiermassaverlies  te  voorkomen  en  spiergroei  te  bevorderen  in 
chronische  ziekten  zoals  COPD.  In  deze  studie  werd  opnieuw  een  LPS  model 
gehanteerd  zoals beschreven  in hoofdstuk  5, hoewel het ditmaal  geen  acuut maar 
een chronisch model betrof. Niet muizen, maar cavia’s   ondergingen een chronische 
LPS‐behandeling  hetgeen  resulteerde  in  een  longontsteking  en  verlies  aan  perifeer 
spierweefsel. Onze data toonden geen bewijs van verhoogde eiwitdegradatie (FoXO), 
noch  van  verlaagde  eiwitsynthese  niveaus.  Desalniettemin  ging  chronische  long‐
ontsteking  gepaard met  een  afname  van  spiermassa  en  de  grootte  van  individuele 
spiervezeldoorsnede.  Lokale  inhibitie  (in  de  long)  van  GSK‐3,  daarentegen, 
verhinderde spieratrofie zonder de long inflammatie te beïnvloeden. Verder toonden 
in  vitro  experimenten  aan dat  farmacologische GSK‐3  inhibitie de differentiatie  van 
spiercellen (onderdeel van spierregeneratie) kon verbeteren in het bijzijn van GCs en 
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de  ontstekingsstof  tumor  necrosis  factor‐α  (TNF‐α). Onze  data  lijken  in  lijn met  de 
veronderstelling dat verbeterde spierregeneratie met behulp van een GSK‐3 inhibitor, 
na een  initiële periode van spieratrofie, al dan niet verhinderd door GSK‐3  inhibitie, 
heeft geleid tot de bescherming tegen spiermassaverlies. De resultaten uit deze studie 
tonen dus aan dat GSK‐3β een therapeutisch doelwit zou kunnen zijn in de strijd tegen 
spierverlies in chronische ziekten zoals COPD.     
 
Gebaseerd  op  de  bovenstaande  bevindingen,  omsloten  in  de  onderzoeks‐
hoofdstukken  3,  4,  5  en  6  concluderen  we  dat  het  signaleringseiwit  GSK‐3β  een 
centrale, negatieve regulator is van spiermassabehoud. Ten slotte werd in hoofdstuk 
7 de mogelijkheid om door middel van fysiologische, nutritionele of farmacologische 
modulatie  van  GSK‐3β  activiteit  een  krachtig  antwoord  te  bieden  tegen  het  vaak 
complexe,  en multifactoriële  verschijnsel  van  spieratrofie  bij  COPD,  besproken. We 
besluiten dat het doorbreken van de GSK‐3β  ‐ GR  signaleringsas een veelbelovende 
behandelingsstrategie  lijkt  om  spiermassaverlies  te  voorkomen  en  spiergroei  te 
bevorderen in COPD en andere chronische aandoeningen. 
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Dankwoord  
Het kan niet anders dan dat ik bij de aanvang van dit dankwoord enkele clichés van 
stal haal. Immers, een cliché zou geen cliché zijn mocht deze geen grond van waarheid 
bevatten. Cliché 1: “Eindelijk”. Na 5 lange jaren kan ik eindelijk, moe geschreven maar 
voldaan, mijn proefschrift verdedigen. Het was een  lange weg met hier en daar wat 
putten, niet‐conflictvrije  stoplichten en wegenwerken, maar uiteindelijk ben  ik  toch 
op mijn  bestemming  geraakt.  Such  is  life  denk  ik  dan. Meer  nog,  zouden we  niet 
kunnen  stellen dat de Belgische  snelwegen  een metafoor  zijn  voor het  leven? Niet 
altijd even veilig, en bezaaid met obstakels en gaten. Maar als  je dan eens, op een 
zeldzaam moment, het voorrecht hebt om op een perfecte strook asfalt te rijden, dan 
weet  je die  strook ook naar waarde  te  schatten. Cliché 2:  “Promoveren doe  je niet 
alleen”. Een waarheid als een koe, als  je het mij vraagt.  Ik wil met dit schrijven dan 
ook enkele mensen van harte bedanken. 
 
Hoewel  u  niet  rechtstreeks  betrokken  was  bij mijn  onderzoeksproject  wil  ik  u 
bedanken, Prof. Wouters, om mij de mogelijkheid te bieden om te promoveren op de 
afdeling Pulmonologie. Ook  zou  ik u  via deze weg graag nogmaals willen bedanken 
voor  de  financiële  steun  die  ik  van  u  mocht  ontvangen,  hetgeen  leidde  tot  de 
totstandkoming van dit boekje. 
 
Woorden schieten tekort om uit te drukken hoe belangrijk mijn promotieteam  is 
geweest in het realiseren van deze thesis. Beste Annemie, als ik jou in 2 woorden zou 
moeten omschrijven dan  zou  ik  gaan  voor:  streng maar  rechtvaardig. Het  zijn deze 
karaktereigenschappen die  jou aan het hoofd hebben gebracht van deze succesvolle 
onderzoeksgroep. Ik begrijp nog steeds niet hoe  je  in staat bent de dagelijkse  leiding 
van  onze  spierlijn  te  combineren  met  die  resem  andere  taken  en  verplichtingen 
binnen het MUMC+ en daarbuiten. Als geen ander slaag je erin de aurea mediocritas, 
oftewel de gulden middenweg, te vinden tussen het formele en het informele. Ik heb 
enorm  van  onze  interacties  (al  dan  niet  werkgerelateerd)  genoten.  Tegen  een 
bijzondere dame  zoals  jij  zeg  ik: Respect. Ramon  “The Chief”  Langen. Keer op  keer 
verbaas  je  me  weer  met  je  kennis  en  inzichten.  Ik  had  me  in  feite  geen  betere 
begeleider kunnen wensen. Ondanks je steeds drukkere agenda heb ik nooit de indruk 
gehad dat  ik met vragen bleef zitten. Altijd stond  je klaar om teksten na te kijken of 
om op verbluffende wijze jouw visie op de voortgang van het project met mij te delen; 
dit  alles  uiteraard  steeds  op  jouw  typerende  stoïcijnse,  doch  humoristische, wijze. 
Ramon,  je bent  een groot man. Annemie  en Ramon, nogmaals bedankt  en  laat dit 
geen écht afscheid zijn. 
 
De collega’s van de longlijn mogen uiteraard ook niet ontbreken in dit dankwoord. 
De “Longlijn Ladies”: Niki Sr., Niki Jr., Renske, Irene, Claudia, Gonda, Poornima, Juanita 
en Mieke. Bedankt voor de gezellige  sfeer de afgelopen  jaren. Zijn  jullie nu niet blij 
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dat, sedert mijn vertrek, de “hemelse” keelgeluiden van de “Koen en Sander show” 
niet  meer  onderbroken  worden  door  StuBru?  Tegenover  al  dit  vrouwelijk  geweld 
staan  slechts  2  mannen.  Slechts?!  Nou  ja,  volgens  mij  leveren  zij  voldoende 
testosteron om het schijnbaar onevenwicht  in deze hormonale balans  te herstellen. 
Pol en Tim, het was altijd gezellig met jullie in het lab of tijdens een feestje! Voor de 
AIOs onder  jullie: moge de wetenschappelijke  successen  groot  zijn en  resulteren  in 
prachtige boekjes! 
 
Vele  handen  maken  licht(er)  werk.  Het  is  daarom  niet  onlogisch  dat  ik  in  dit 
dankwoord de namen van de volgende studenten opneem: Tom, Rick en Olivia. Jullie 
hebben allen op positieve wijze bijgedragen aan dit proefschrift, en uiteraard óók aan 
de  goede  sfeer  binnen  de  groep.  Ik  wens  jullie  veel  succes  met  jullie  verdere 
academische carrière. Een welverdiende merci!  
 
Frank “Frenk” “The Tank” “Monsieur” Snepvangers. Ik heb je wel eens de “Laatste 
der Mohikanen” genoemd. Jij was in staat om naast je reguliere labverplichtingen ook 
andere taken op je te nemen. Een echte duizendpoot die het lab deed draaien, en tijd 
vrijmaakte  voor  anderen;  dit  alles  gelardeerd  met  een  bijzondere  gelatenheid  en 
gevoel  voor  humor.  Ik  wil  je  daarom  ook  op  gepaste  wijze  bedanken  voor  jouw 
bijdrage  aan dit  verhaal.  Ik heb  enorm  van onze  samenwerking  genoten,  en  ik  kan 
alleen  maar  vaststellen  dat  jouw  vertrek  een  fikse  aderlating  is  geweest  voor  de 
vakgroep. Anon “Anonius” van Essen:  jij bent ondertussen ook niet meer werkzaam 
binnen de vakgroep, want  je kon aan de  slag bij de Burger King afdeling binnen de 
Unie  (en  wie  zou  nu  niet  op  zo’n  aanbod  ingaan?).  Het  ga  je  daar  goed.  Je  was 
gedurende lange tijd mijn bench buurman, hetgeen vaak tot komische situaties leidde, 
vooral als je weer eens een Chuck Norris stelling poneerde. Chiel “Chielius” “The Man, 
the Legend” de Theije: dankzij  jou kent het muizenplasma van mijn verschillende  in 
vivo studies geen geheimen meer, althans geen glucocorticoid‐gerelateerde geheimen 
. Bedankt voor die cruciale analyses! Je bent een meer dan competente analist, en 
in die hoedanigheid heb  je de  leemte die  Frank achterliet goed weten  in  te  vullen. 
Daarnaast ben  je ook een getalenteerd onderzoeker, hetgeen  zal verzilverd worden 
met een puik boekje. Daar ben ik van overtuigd. Marco “Kobus” “Het Orakel” Kelders. 
Vooral  in  de  laatste  fase  van  dit  traject  kon  ik  op  jouw  steun  rekenen.  Zoals  een 
geoliede machine schud jij de ene dataset na de andere uit je mouw, steeds voorzien 
van het Kobus Quality Label. Bedankt voor al die aanvullende qPCR analyses. 
 
Pascal “P‐man” Hommelberg. Jij mocht zeker niet ontbreken in dit dankwoord, ook 
al ben  je al verschillende  jaren actief  in Groningen. Met weemoed denk  ik terug aan 
onze gesprekken over muziek, cultuur en geschiedenis. Ongelofelijk het aantal feiten 
die er zich in jouw hoofd bevinden. Weet wel dat we nog een trappistenavond van jou 
te  goed  hebben! Dit  soort  zaken  vergeet  ik  niet . All  the  best.  Beste Astrid,  een 
generatiegenootje van Pascal, en de grote  roerganger van het muizenwerk. Als een 
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ware moederkloek  waakte  je  over  je  kroost  (Nicky  en mijzelf).  Bedankt  om  onze 
beider projecten mee in goede banen te helpen leiden. Je stond altijd klaar om steun 
te  bieden  bij  zowel  onze  professionele  als  persoonlijke  besognes.  Dit  zal  ik  niet 
vergeten. Graag had  ik ook nog mijn  collega AIOs Céline en Bram bedankt  voor de 
aangename tijd zowel binnen als buiten het  lab. Bram, nog een extra merci voor het 
aanleveren van de juiste sponsoringadressen.  
 
Céline: ook het einde van  jouw beproeving  is  in  zicht. Zoals  Lambik  zou  zeggen: 
Geef  nog  even  "verkwistend  gas"  en  voordat  je  het weet  ben  je  voorbij  de meet. 
Judith "no nickname" Ceelen. Niet  in de herfst, maar eerder  in de Hongerwinter van 
mijn  carrière  te  Maastricht  vervoegde  je  onze  spierlijn.  We  hebben  met  andere 
woorden  niet  erg  nauw met  elkaar  samengewerkt, maar  ik  had  je  al  eerder  leren 
kennen  als  hardwerkende  student  onder  Chiel's  Spartaans  bewind.  De  spierlijn  is 
momenteel  licht  atrofisch  te  noemen,  en  ik  beschouw  jou  als  een  geschikte GSK‐3 
inhibitor met als taak verder spierverlies tegen te gaan en regeneratie te bespoedigen. 
Breng  die  Spaanse  bevalligheid,  passie  en  furie  die  je  hanteert  op  de  dansvloer 
eenvoudigweg over in het lab, en klaar is kees. 
 
Nicky “Nicolaas” “The Gun” “Het Machien” Pansters: collega van het eerste uur! 
Samen  namen  we  ruim  5  jaar  geleden  de  “GSK‐3β  fakkel”  over  van  Jos.  De 
complementariteit tussen ons beiden was uitstekend. Ik stond bij wijlen versteld van 
je enorm logisch denkvermogen en literatuurkennis. Je was altijd bereid om te helpen 
waar nodig.  Samen hebben we  zowel binnen het  lab,  alsook daarbuiten  (zij het op 
café of  in de fitnesszaal), een enorm  fijne tijd gehad  in Maastricht. Het kan dan ook 
niet anders dat  ik de significante belangrijke bijdrage aan de totstandkoming van dit 
werk  hier  op  gepaste  wijze  apart  in  de  verf  zet.  Ik  wens  je  veel  succes met  het 
afronden van je boekje én, niet onbelangrijk, met het uitzetten van de juiste krijtlijnen 
voor de  toekomst.  Ik ben er zeker van dat dit eerder een “auf Wiedersehen”  is dan 
een “Goodbye”. Ilse, het lijkt me logisch dat ik jou in deze alinea vernoem. Ik sta echt 
te kijken van  jouw computer  skills. Net als  ik op het punt  stond om mijn PC uit het 
raam  te  kletteren, daalde  jij,  als  een ware  deus  ex machina, neder om het  een  en 
ander terug recht te zetten.  In het bijzonder doel  ik hier op de wijze waarop  je SPSS 
machtig bent, en me geholpen hebt met een aantal belangrijke statistische  toetsen. 
Thanks! Ik wil hiermee Harry zijn computer vaardigheden absoluut niet onder de mat 
vegen.  Integendeel. Harry, bedankt  voor  jouw onmisbare  technische ondersteuning 
de  afgelopen  jaren.  Over  technische  assistentie  gesproken.  Tiny,  je  hebt  dit 
proefschrift  vakkundig  in elkaar  gedraaid. Dankzij  jou ben  ik  staat  geweest om nog 
voor de  zomer  te promoveren.  Ik wil hier nogmaals benadrukken hoe belangrijk dit 
voor mij is. 
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Dear Ana, you deserve a  special  thanks. For exactly  three years we  called  room 
1.340 our home. We hit  it off  immediately. Honestly,  I  could not have  asked  for  a 
better roomie. You read my mind like no other, and were always willing, and able to 
“jump‐start” me whenever I needed it. What I enjoyed most was your sense of humor. 
We  fueled  each  others  creativity,  which  more  than  often  resulted  in  a  massive 
laughter‐induced endorphin boost! It really helped to alleviate some of the job‐related 
stress.  I think that’s called coping, right  ?  I consider you as a great friend and our 
paths will surely cross again in the future. 
 
A‐man.  Ik  denk  wel  dat  je  weet  waarom  je  achter  mij  staat  op  de 
Minderbroedersberg. Ellenlange beschrijvingen of verklaringen zijn hier echt niet van 
toepassing. Bedankt voor de vriendschap en de bijzonder  leerrijke tijd die we samen 
hebben gehad. Naast de personality match, bleken we op professioneel vlak ook een 
goed team te zijn. Dit blijkt uit de succesvolle GSK‐3β spin‐off die je uit de grond hebt 
gestampt.  Je  bent  een  gretige  wetenschapper,  en  dat  is  goed.  Bedankt  voor  alle 
koffiekes en Duvelkes, dude! Ik wilde het volgende nog met je delen: “True friendship 
is clear like water, false friendship is sweet like honey”. Veel geluk met het levenspad 
dat je samen met Bettine zal gaan bewandelen. Santé en tot snel! 
 
Yo G. Remember those days  in Wageningen?  It seems  like ages ago, doesn’t  it?  I 
am very fortunate to have met you in that little Global Village. For years now, we have 
stayed in contact, city trippin’ across Europe, contemplating life and all its amenities. 
You and your family took me in as one of their own. Needless to say, choosing you as 
my best man was not exactly  rocket  science. All  the best, bro! Now and  in all your 
future endeavors.  
 
Dear Dongni. In Amsterdam, you convinced me to send an email to Nutrim and to 
inquire about a job opening at the department of Respiratory Medicine, even though 
that meant we had to live over 200 km apart. Our time together opened floodgates of 
new insights and information in my mind, and I am grateful for that. I am sorry things 
didn’t work between us. You did, however, set the stage for the next act. It is now up 
to Asia to make a move. I wish you the happiness you crave for, and off course, good 
luck with concretizing that chocolate dream of yours. 
 
Moeke.  Ik wil  je bedanken  voor de  liters  koffie en de duizenden  kcal aan eigen 
gemaakt gebak. Vooral tijdens het schrijven van de verschillende discussies kwam  ik 
vaak  langs,  en  je wist me  steeds weer  af  te  leiden, maar  vooral  te  boeien, met  je 
gedetailleerde  beschrijving  van  de  gebeurtenissen  uit  de  periode  1940‐1944  te 
Houthalen.  Ik wens  je  een  goede  gezondheid  en  laten we  vooral  het  boventaande 
blijven doen! Ik wil je nog een anekdote van een Schots buschauffeur meegeven: ”Er 
bestaat  niet  zoiets  als  slecht weer,  alleen maar  slecht  aangepaste  kledij”. Oma:  je 
woont misschien  iets  verder dan 200 meter  van me  verwijderd, maar dat hield me 
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niet tegen om je geregeld te bezoeken; vooral als het me allemaal wat te veel werd. Ik 
vind het geweldig hoe je op je 90ste nog steeds zo energiek en gezond bent. Dit moet 
vooral zo blijven. Ik hoop dat we nog vaak op stap kunnen gaan, zodat je me weer kan 
trakteren  op  de  obligatoire  “Achelse  Kluis”  van  ‘t  vat.  De  kans  is  reëel  dat  ik  je 
verjaardagsfeestje  zal missen, maar  ik  beloof  dat we  samen  nog  een  privé‐uitstap 
zullen doen.   
 
Tant. You still got it! Is het niet met glas, dan wel met verf, klei of bits and bytes. 
Kortom, bedankt voor het mooie ontwerp. Een belangrijk  feit  in de afgelopen  jaren 
was dat we elkaar terug hebben ontdekt. Welcome back to the fold. Veel geluk! Beste 
Eliane. Bedankt voor de vriendschap en je immer luisterend oor. Veel succes met deze 
nieuwe fase in je leven, daar in je paleis aan de Maas. Het is zoals je zei, met de bijna 
profetische  Maaslandse  wijsheid:  “Et  kump  good”.  Bart  “Arnold”  “Jay  Cutler” 
Ruttens. Samen groeiden we op in Wurfeld, en sindsdien zijn we altijd goede vrienden 
gebleven. Je belichaamt de term “spierhypertrofie”, en bent als dusdanig het levende 
bewijs dat de BMI,  in  sommige  gevallen,  een maat  voor niets  is. Bedankt  voor het 
aanleveren van het didactisch materiaal voor mijn eindpresentatie. Deze kende  je al 
neem  ik aan: “Whatever  life throws at you, put  it on the bar and press  it!”. Ella,  jou 
wilde  ik  ook  graag  vermelden.  Bedankt  voor  de  jarenlange  vriendschap.  Jouw 
eigenzinnige kijk op het  leven heeft me vaak kritisch doen nadenken over mijn eigen 
situatie.  Ik wens  jou  samen met Mike  alle  geluk,  voorspoed en  stabiliteit  toe  in de 
toekomst.  
 
Kris.  Ik hoop dat  jij samen met  Isabelle een goede toekomst tegemoet zult gaan. 
Alles  lijkt  nu  ineens  in  een  stroomversnelling  terecht  gekomen, maar  je  bent  een 
waterrat,  dus  dat  komt  wel  goed!  Ma,  T.  De  duizenden  woorden  die  samen  dit 
proefschrift vormen staan alleen maar op de  juiste volgorde  (althans daar ga  ik van 
uit) dankzij jullie. Dit is geen overdrijving. Bedankt om me van kinds af aan altijd een 
podium te bieden om al mijn passies en interesses ten volle te kunnen uitwerken, en 
op  tijd  in  te  zien  welke  bijzondere  noden  ik  had  bij  de  aanvang  van  mijn 
schoolcarrière. Maak  je maar geen zorgen om mij. Het volgende hoofdstuk mag dan 
wel nog niet volledig uitgeschreven zijn, ik ben er zeker van dat alles uiteindelijk in zijn 
plooi zal vallen.   
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Koen  Verhees  was  born  on  May  31st  1983  in  Maaseik,  Belgium.  In  2001  he 
graduated from the Koninklijk Atheneum in Maaseik. Later that year he enrolled into a 
BSc  program  Biotechnology  (specialization:  cellular  genetics)  at  the  Provinciale 
Hogeschool Limburg, Belgium. Both his BSc internship and thesis project were carried 
out at Hasselt University  (campus Diepenbeek), at the department of environmental 
sciences  (CMK),  where  he  focused  on  cadmium  toxicity  and  oxidative  stress  in 
Arabidopsis  thaliana.  In  November  2005  he  began  his  MSc  in  Biotechnology  at 
Wageningen  University,  the  Netherlands.  Thesis  work  was  conducted  at  the 
Laboratory of Molecular Recognition and Antibody technology (LMA) of Wageningen 
University, where he participated  in  the  transient production of human and mouse 
cytokine  TGF‐β1  in  Nicotiana  benthamiana.  To  complete  his  MSc  program,  an 
internship was done at the phagocyte laboratory of Sanquin Research Amsterdam. In 
Amsterdam  Koen  worked  on  the  role  of  SIRPα‐CD47  interaction  in  antibody‐
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List of abbreviations  
4E‐BP1  eIF4E‐binding protein 1 
AIDS  acquired immunodeficiency syndrome 
Akti‐1/2  Akt inhibitor 
ALP  autophagy‐lysosomal pathway  
AMPK  adenosine monophosphate‐activated protein kinase  
ANOVA  analysis of variance 
APC  adenomatous polyposis coli  
ARBP  attachment region binding protein 
ARDS  acute respiratory distress syndrome 
ATF‐4  activating transcription factor 4 
Atg  autophagy gene  
ATP  adenosine‐5'‐triphosphate 
B2M  β2 microglobulin 
Bax  Bcl‐2‐associated X protein 
BCAA  branched‐chain amino acid 
BCAT2  branched‐chain amino acid transaminase 2 
Bcl‐2  Beclin‐2 
Bim  Bcl‐2‐binding protein 
Bnip3  Bcl‐2 and 19 kDa interacting protein 3 
BSA  bovine serum albumin 
C/EBPβ  CCAAT/enhancer‐binding protein β 
C2C12  C2C12 skeletal muscle cell line derived from Mus musculus 
ca  constitutively active (e.g. caGSK‐3β) 
cDNA  copy DNA 
CHF  congestive heart failure 
CHIR  CHIR99021, GSK‐3β inhibitor 
CK1α  casein kinase 1α 
CKD  chronic kidney disease 
CLP  cecal ligation and puncture 
COPD  chronic obstructive pulmonary disease 
COX  cyclooxygenase  
CRF  chronic renal failure 
CRP  c‐reactive protein 
CSA  cross‐sectional area 
CXCL  chemokine (C‐X‐C) motif 
Cys  cysteine 
CYT  cytoplasmic extract 
DAB  diaminobenzidine 
Dex  dexamethasone 
DM  differentiation medium 
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DMEM  Dulbecco's modified eagle medium 
DMSO  dimethyl sulfoxide  
dn  dominant‐negative (e.g. dnGSK‐3β) 
DNA  deoxyribonucleic acid 
DTT  dithiothreitol 
Dvl  dishevelled 
E3α‐II  ubiquitin ligase (a.k.a. UBR2) 
EDL  extensor digitorum longus 
EGF  epidermal growth factor  
eIF  eukaryotic initiation factor 
ER  endoplasmatic reticulum 
ERK  extracellular signal regulated kinase 
ESC  embryonic stem cells 
FBS  fetal bovine serum 
FDA  food and drug administration 
FoXO  Forkhead Box O 
FRAT  frequently rearranged in advanced T‐cell lymphomas (a.k.a GBP) 
Fz  frizzled 
Gabarapl1  GABA receptor associated protein 1 
Gadd45a  growth arrest and DNA damage‐inducible 45a  
GAPDH  glyceraldehyde 3‐phosphate dehydrogenase 
GBP  GSK‐3‐binding protein 
GC  glucocorticoid 
GDP  guanosine diphosphate 
Glul  glutamate‐ammonia ligase 
GM  growth medium 
GR  glucocorticoid receptor  
GRdim  dimerization‐deficient mutant GR 
GRE  glucocorticoid responsive element 
GS  glycogen synthase 
GSK‐3  glycogen synthase kinase‐3 
GSK‐3β‐/‐  GSK‐3β‐null or GSK‐3β knockout 
GSK‐3β+/‐  retaining 1 GSK‐3β allele 
GSK‐3β+/+  GSK‐3β WT 
GSK‐3βfl/fl  double floxed GSK‐3β 
GTP  guanosine triphosphate 
h  hour 
HAT  histone acetyl transferase 
HDAC  histone deacetylase 
HEPES  4‐(2‐hydroxyethyl)‐1‐piperazineethanesulfonic acid  
HMK  halomethylketone 
HPA  hypothalamic‐pituitary‐adrenal 
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HPLC  high‐pressure liquid chromatography 
HSF‐1  heat shock factor 1  
Hsp90  heat shock protein 90 
IBD  inflammatory bowel disease 
IC50  half maximal inhibitory concentration 
IGF  insulin‐like growth factor 
IGF‐IR  IGF‐I receptor 
IL‐1β  interleukin‐1β 
IMPA  inositol monophosphatase 
IR  insulin receptor 
IRS‐1  insulin receptor substrate 1  
IT  intratracheal 
kDa  kilodalton 
KLF‐15  Krüppel‐like factor 15 
L6  L6 skeletal muscle cell line derived from Rattus norvegicus 
LANA  viral latency‐associated nuclear antigen 
LC3b  microtubule‐associated proteins 1A/1B light chain 3B 
LPS  lipopolysaccharide 
LRP5/6  lipoprotein receptor‐related protein 5/6  
LSD  least statistical difference 
LY  LY294002, PI‐3K inhibitor 
Lys  lysine 
MAFbx  muscle atrophy F‐box (a.k.a. atrogin‐1) 
MAPK  mitogen‐activated protein kinase 
MCK  muscle creatine kinase 
MCL‐1  induced myeloid leukemia cell differentiation protein  
MEF  mouse embryonic fibroblast 
MGF  mechano growth factor 
MGR KO  muscle‐specific GR knockout 
MGSK‐3β KO  muscle‐specific GSK‐3β knockout 
min  minute 
mM  millimolar 
MMP  matrix metalloproteinase 
MND  motor neuron disease 
MRF  muscle regulatory factor 
mRNA  messenger RNA 
mTOR  mammalian target of rapamycin 
mTORC1  raptor‐mTOR complex 1 
mTORC2  rictor‐mTOR complex 2  
MuRF1  muscle‐specific RING finger protein 1 
MyHC‐f  myosin heavy chain fast 
MyLC‐1  myosin light chain 1  
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MyLC‐3  myosin light chain 3 
NFAT  nuclear factor of activated T cells 
NF‐κB  nuclear factor‐κB  
nM  nanomolar 
NMDA  N‐methyl‐D‐aspartate  
nt  nucleotide 
NUC  nuclear extract 
OXPHEN  oxidative phenotype 
p‐  phospho 
p70S6K  p70S6 kinase 
PAGE  polyacrylamide gel electrophoresis 
PBS  phosphate‐buffered saline 
PCR  polymerase chain reaction 
PDGF  platelet‐derived growth factor 
PDK  phosphoinositide‐dependent kinase  
PGC‐1α  peroxisome proliferator‐activated receptor γ coactivator 1α 
PI‐3K  phosphatidylinositol 3‐kinase 
PKA  protein kinase A  
PKB  protein kinase B  
PKC  protein kinase C 
PMSF  phenylmethylsulfonyl fluoride 
PP1  protein phosphatase 1 
PP2A  protein phosphatase 2A 
pRS  pRetro‐Super 
qRT‐PCR  real‐time quantitative reverse transcription PCR 
RA  rheumatoid arthritis 
REDD1  regulated in development and DNA damage responses 1 
RLU  relative light unit 
RNA  ribonucleic acid 
ROS  reactive oxygen species  
RPL13A  ribosomal protein L13A 
rpm  revolutions per minute 
RT  room temperature 
RU‐38486  GR antagonist 
sc  subcutaneous 
SDS  sodium dodecyl sulfate 
SEM  standard error of the mean 
Ser  serine 
Sgg  shaggy 
siRNA  small interfering RNA 
SMA  spinal muscular atrophy 
S‐phase  S(synthesis)‐phase (i.e. cell cycle) 
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STAT  signal transducer and activator of transcription 
TBS  Tris‐buffered saline 
Tcf/Lef‐1  T‐cell factor/lymphocyte‐enhancement factor 1  
TDZD  thiadiazolidinone 
TFA  trifluoroacetic acid 
Thr  threonine 
T‐loop  activation loop (in GSK‐3 protein) 
TNF  tumor necrosis factor 
TnI  troponin I 
tPK1  human tau protein kinase 
tRNAiMet  initiator methionine transfer RNA  
TSC1/2  tuberous sclerosis protein 2  
Tyr  tyrosine 
U   units 
UPS  ubiquitin 26S‐proteasome system 
v/v  volume concentration 
vc  vehicle 
w/v  weight/volume percentage 
WCL  whole cell lysate 
Wnt  Wingless/int 
WT  wild‐type 
zw3  zeste‐white 3 
βArr2  β‐arrestin 2  
β‐gal  β‐galactosidase 
μM  micromolar 
μm  micrometer 
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